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RESUMEN 
Las células tumorales se caracterizan por tener un metabolismo glucolítico (“Efecto Wärburg”) 
y lipídico exacerbado para poder mantener un alto índice proliferativo. Esta propiedad abre 
nuevas oportunidades de intervención farmacológica y como tal, se ha descrito la eficacia 
antitumoral de algunos inhibidores del metabolismo glucolítico y lipídico. Estos inhibidores 
han demostrado tener una actividad variable, siendo especialmente eficaces en combinación 
con agentes antitumorales convencionales. 
El trióxido de arsénico (ATO, Trisenox
®
) es un agente antileucémico de uso clínico frente a la 
leucemia promielocítica aguda (APL), en monoterapia o en combinación con otros agentes 
como el ácido retinoico (ATRA) o las antraciclinas. A bajas concentraciones (inferiores a 1 
μM) el ATO provoca la degradación de la oncoproteína de fusión PML-RARα (leucemia 
promielocítica-receptor del ácido retinoico α), característica de las células APL y responsable 
del bloqueo de su diferenciación. Además, a altas concentraciones este agente provoca muerte 
por apoptosis en APL y otros tipos de células tumorales, lo que abre nuevas posibilidades de 
aplicación terapéutica. Sin embargo la utilización del ATO con esta perspectiva requeriría el 
diseño de estrategias de quimiosensibilización, que permitan incrementar la eficacia y 
mantener las dosis de ATO dentro de límites tolerables para el organismo. Con estos 
precedentes, se consideró de interés analizar la posible cooperación para producir apoptosis 
entre el ATO e inhibidores glucolíticos (lonidamina, 2-desoxiglucosa (2-DG) y 3-
bromopiruvato (3-BrP)), e inhibidores de la β-oxidación de ácidos grasos (etomoxir), de 
conocido interés terapéutico, y en caso positivo analizar los factores determinantes de dicha 
cooperación. Como modelo celular principal se usaron células leucémicas mieloides agudas 
(AML) humanas HL60, dada su escasa sensibilidad basal al ATO, empleando ocasionalmente 
linfocitos humanos (PBLs) mitogénicamente estimulados como modelo no tumoral. Los 
resultados obtenidos pueden resumirse del siguiente modo: 
1.- Usados a concentraciones subletales, la lonidamina, la 2-DG y el etomoxir cooperan 
eficazmente con ATO para producir apoptosis en las células HL60 y otros modelos de células 
leucémicas, siendo escasa o nula la cooperación en PBLs. Así mismo, la cooperación de 
dichos inhibidores metabólicos con otros agentes antitumorales (cisplatino, etopósido) es nula 
o muy escasa. A diferencia de los otros inhibidores metabólicos, el 3-BrP es por sí solo 
fuertemente citotóxico (apoptosis y necrosis) y la eficacia de la cooperación con ATO es 
menor. 
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2.- Los inhibidores glucolíticos, al igual que el ATO, son agentes mitocondriotóxicos (con 
diana directa en la mitocondria). Como tal, la lonidamina y la 2-DG indujeron permeabilidad 
de membrana mitocondrial interna (mIMP) y disipación de potencial de membrana 
mitocondrial (ΔΨm). Estos efectos pueden ser una precondición para la apoptosis, pero no 
explican por sí solos la potenciación de muerte en los tratamientos combinados. Además de 
ello, estos agentes provocaron la permeabilización de la membrana mitocondrial externa 
(mOMP) y activación de la vía ejecutoria intrínseca de la apoptosis, lo que incluyó la 
liberación del citocromo c y otros factores mitocondriales al citosol, la activación por 
translocación de Bax a la mitocondria y la degradación de XIAP, efectos que se ven 
claramente potenciados en los tratamientos combinados.  
3.- En lo concerniente a parámetros energéticos se han obtenido respuestas muy variables. (a) 
Así, la 2-DG y el 3-BrP provocaron una reducción variable de los valores netos de ATP, 
mientras que la lonidamina y el etomoxir no, y en todos los casos los efectos no se alteraron 
en el cotratamiento con el ATO. La disminución observada de los niveles de ATP parece ser 
irrelevantes para la muerte celular, a excepción de la casi total abolición de ATP provocada 
por altas concentraciones (necrotizantes) de 3-BrP. (b) La 2-DG produjo la inhibición dosis-
dependiente de la glucólisis sin afectar la respiración mitocondrial; el etomoxir inhibió la 
respiración mitocondrial, efecto que se vio compensado en parte por la activación de la 
glucólisis; el 3-BrP produjo una inhibición de ambos parámetros, glucólisis y respiración 
mitocondrial. (c) El análisis de los porcentajes relativos de nucleótidos de adenina tras los 
tratamientos con 2-DG, 3-BrP y etomoxir, solos y en combinación con ATO, indican 
incrementos variables en el cociente AMP/ATP y bajada de la carga energética, cuyo 
significado funcional está por determinar. 
4.- Una consecuencia temprana a la inhibición del metabolismo y en concreto de la respiración 
mitocondrial puede ser la generación y acumulación de especies reactivas de oxígeno (ROS), 
que podría tener efectos celulares deletéreos. En efecto, la lonidamina, el 3-BrP y el etomoxir 
indujeron un incremento moderado del contenido intracelular de ROS que, si bien no explica 
la toxicidad ocasional de los agentes por sí solos, sí explica el incremento de letalidad 
observado en la combinación con ATO, ya que este agente es muy sensible al estrés oxidativo. 
Por el contrario, la 2-DG no incrementó, e incluso provocó disminución de ROS. Además el 
etomoxir (levemente) y el 3-BrP (de modo dosis-dependiente) provocaron reducción del 
contenido de GSH intracelular, lo cual puede también explicar el incremento de letalidad del 
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ATO en los tratamientos combinados y, en el caso del 3-BrP, la toxicidad por sí sólo a altas 
concentraciones. 
5.- El análisis de diferentes vías de señalización por proteínas quinasas deparó múltiples 
resultados, entre los que se destacan los siguientes: (a) La lonidamina, la 2-DG y el 3-BrP 
activaron las vías de señalización PI3K/Akt/mTOR y MEK/ERK, que tienen siempre un 
carácter defensivo (antiapoptótico), y puede explicar la escasa eficacia de la mayoría de esos 
agentes en monoterapia. (b) Al menos en el caso de la 2-DG, dicha activación está a su vez 
mediada por la estimulación temprana del IGF-1R. (c) La activación de dichas vías y de IGF-
1R se previno por el cotratamiento con ATO, lo que explica en parte la mayor eficacia de los 
tratamientos combinados. (d) Mientras que la lonidamina y el etomoxir provocaron la 
activación de la vía sensible a estrés metabólico LKB-1/AMPK, sorprendentemente la 2-DG y 
el 3-BrP produjeron su inactivación. (e) Ésta inactivación de LKB-1/AMPK por 2-DG y 3-
BrP ocurre como respuesta a la activación de Akt, dado el probado carácter antagónico de 
dichas quinasas. (f) La potenciación de la apoptosis en los tratamientos combinados con ATO 
estaba favorecida por la inactivación de AMPK en el caso de la 2-DG y del 3-BrP, y 
favorecida por la activación de la quinasa en el caso de la lonidamina y del etomoxir. 
6.- Fue posible mejorar la eficacia apoptótica mediante la doble intervención de ambas vías 
energéticas, glucólisis y β-oxidación de los ácidos grasos, como se probó por tratamiento 
combinado de 2-DG o lonidamina con etomoxir, y lo que es más, el efecto del tratamiento 
combinado se incrementó por la coincubación con ATO. No obstante el uso potencial de este 
tipo de tratamiento combinado está sujeto a varias restricciones, tales como la dependencia de 
su eficacia respecto a las características metabólicas intrínsecas del modelo celular leucémico 
usado, y cierta cooperación también observada en células no tumorales (PBLs). Así mismo, 
los estudios sobre mecanismos potencialmente explicativos de la cooperación entre distintos 
tipos de inhibidores metabólicos no han dado por ahora resultados concluyentes. 
En resumen, aunque los resultados que aquí se presentan han sido obtenidos utilizando sólo 
modelos celulares in vitro, permiten sugerir que las combinaciones adecuadas entre algunos 
inhibidores metabólicos y agentes antitumorales como el ATO podrían servir para incrementar 
la eficiencia clínica de estos agentes, la cual es normalmente escasa en monoterapia.  
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ABSTRACT 
One of the common characteristics of tumor cells is their altered metabolic rate. Cancer cells 
mainly rely in high glycolysis rates to produce lactate (“Warburg effect”) and increased lipid 
metabolism to sustain the high energy demand of proliferating cells. This fact provides us with 
new opportunities for pharmacologic intervention. Thus, variable antitumor efficacy has been 
described for several glycolytic and lipid metabolism inhibitors. These are mostly used in 
combination with conventional antitumor drugs, but they have variable efficiencies. 
Arsenic trioxide (ATO, Trisenox) is an antileukemic agent against acute promyelocytic 
leukemia (APL), used in the clinics as a single agent or in combination with other drugs 
(retinoic acid (ATRA) or anthracyclines). At low concentrations, (<1 μM) ATO induces the 
degradation of oncoprotein PML-RARα (promyelocytic leukemia- all trans retinoic acid 
receptor alfa), which is found in APL and responsible of differentiation blockade. At high 
concentrations, ATO induces apoptotic cell death in APL and other tumor cells, which offers 
us new possibilities of therapeutic intervention. However, these applications would require the 
design of chemo-sensitization strategies in order to increase the efficiency and maintain 
clinically well-tolerated doses. Based on this, we aimed to analyze the potential cooperation 
between ATO and three glycolysis inhibitors (lonidamine, 2-deoxyglucose and 3-
bromopyruvate) or a fatty acid β-oxidation inhibitor (etomoxir) in the induction of apoptosis 
in AML cells and to study the possible mechanisms involved. The main cell model utilized was 
the HL60 cell line, that is derived from an AML patient, due to its low sensitivity to ATO, and 
occasionally mitogen-stimulated peripheral blood lymphocytes (PBL) were used as a non-
tumoral cell model. Results obtained can be summarized as follows: 
1. Used at clinically well tolerated doses, lonidamine, 2-DG and etomoxir efficiently 
cooperated with ATO to induce apoptosis in HL60 cells and other leukemic cell models, with 
limited efficacy in PBLs. Moreover, cooperation of such inhibitors with other antitumor drugs 
(cisplatin, etoposide) was limited or null. In contrast, 3-BrP was highly citotoxic (apoptosis 
and necrosis), by itself and the cooperation with ATO was lower. 
2. Glycolytic inhibitors as well as ATO are mitochondrion-targeted drugs. Thus, lonidamine 
and 2-DG induced mitochondrial inner membrane permeability (mIMP) and membrane 
potential dissipation (ΔΨm). These effects can be a pre-condition of apoptosis, but do not 
explain by themselves the potentiation of apoptosis in combined treatments. Moreover, these 
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inhibitors triggered mitochondrial outer membrane permeability (mOMP) and subsequent 
activation of the intrinsic apoptotic pathway that includes exportation of cytochrome c and 
other mitochondrial factors to cytosol, activation/translocation of Bax to mitochondria and 
XIAP degradation, phenomenon that are clearly potentiated in combined treatments. 
3. According to energetic parameters, variable responses have been obtained. Thus, (a) 2-DG 
and 3-BrP triggered variable ATP depletion, whereas lonidamine and etomoxir did not, and 
in all cases these effects were not altered by co-treatment with ATO. The observed ATP 
depletion may be irrelevant in terms of cell death induction, except for the total ablation 
observed at necrotizing 3-BrP concentrations. (b) 2-DG induced dose-dependently glycolysis 
inhibition without affecting mitochondrial respiration; etomoxir inhibited mitochondrial 
respiration, effect which was compensated by glycolysis activation; and 3-BrP inhibited both, 
glycolysis and mitochondrial respiration. (c) The determination of adenine nucleotide sub-
populations after treatment with 2-DG, 3-BrP and etomoxir, alone or in combination with 
ATO, showed variable increases in the AMP/ATP ratio and a decrease of energy charge, 
whose functional significance is yet to be determined. 
4. An early consequence of metabolic inhibition, mainly of mitochondrial respiration, is 
reactive oxygen species (ROS) generation and accumulation, which could have deleterious 
effects. For instance, lonidamine, 3-BrP and etomoxir induce a moderate increase in the 
intracellular ROS content. Although this increase is not sufficient to justify single-drug 
toxicity, it explains the increase in lethality observed in combinations with ATO, which is an 
oxidative stress-sensitive agent. In contrast, 2-DG does not increase, but instead decreases 
ROS content. Moreover, etomoxir (slightly) and 3-BrP (dose-dependently) trigger 
intracellular GSH depletion, which may also explain their increased lethality in combination 
with ATO and, in the case of 3-BrP, its toxicity at higher concentrations. 
5. Analysis of multiple protein kinase signaling pathways yielded multiple results, including: 
(a) lonidamine, 2-DG and 3-BrP activated the defensive (antiapoptotic) signaling pathways 
PI3K/Akt/mTOR and MEK/ERK, which explains the limited efficacy of these agents in 
monotherapy. (b) In the case of 2-DG, such activation is mediated by the early activation of 
insulin growth factor receptor-1 (IGF-1R). (c) The activation of these pathways is prevented 
by cotreatment with ATO, which in part explains the higher efficacy of combined treatments. 
(d) While lonidamine and etomoxir induce LKB-1/AMPK activation, 2-DG and 3-BrP 
unexpectedly induced inactivation. (e) 2-DG and 3-BrP-mediated inactivation of LKB-
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1/AMPK occurs as a consequence of Akt activation, since both LKB-1/AMPK and PI3K/Akt 
behave as antagonic pathways. (f) Apoptosis enhancement in combined treatments is favored 
by AMPK inactivation in the cases of 2-DG and 3-BrP, and favored by AMPK activation in 
the case of lonidamine and etomoxir. 
6. It is possible to improve apoptotic efficacy by the double inhibition of both energetic 
pathways, glycolysis and fatty acid oxidation, as it was demonstrated in the combined 
treatment of etomoxir with 2-DG or lonidamine and, furthermore, the effect of combined 
treatments is enhanced by co-incubation with ATO. Nevertheless, the potential use of this 
combined treatment is subject to restrictions, such the intrinsic metabolic properties of the 
tumor cell type used, as well as the fact that certain cooperation was observed in non-tumor 
cells (PBLs). Moreover, the study of the potential mechanisms involved in such cooperation 
has not had concluding results (yet). 
In summary, although the results shown herein have been obtained from in vitro cell models, 
they allow us to suggest that adequate combinations of metabolic inhibitors and antitumor 
agents like ATO could be useful to increase the clinical efficacy of all these agents, which is 
normally limited in monotherapy.  
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Abreviaturas 
α-KG: α-Ketoglutarate/ α-cetoglutarato 
ΔΨm: Potencial de membrana mitocondrial 
2-DG: 2-desoxi-D-glucosa 
3-BrP: 3-Bromopiruvato 
4EBP1: 4E-binding protein/ Proteína de unión a 
4E 
ACC: Acetil coenzima A carboxilasa 
ACL: ATP citrato liasa 
Acril/bis: Acrilamida/bisacrilamida 
ADP: Adenosina difosfato 
AIF: Apoptosis inducing factor/ Factor inductor 
de apoptosis 
AML: Acute myeloid leukemia/ Leucemia 
mieloide aguda 
AMP: Adenosine monofosfato 
AMPK: AMP activated kinase/ Quinasa activada 
por AMP 
ANT: Adenine nucleotide translocator/ 
Translocador de nucleótidos de adenina 
AP-1: Apoptosis Factor- 1/ Factor de apoptosis-1 
APAF: Apoptosis protease-activating factor-1/ 
Proteasa activadora de apoptosis -1  
APL: Acute promyelocytic leukemia/ Leucemia 
promielocítica aguda 
APS: Amonium persulfate/ persulfato amónico  
As3MT: Arsénico III metiltransferasa 
ASK-1: Apoptosis signal-regulating kinase/ 
Quinasa reguladora de señales apoptóticas 
ATF-2: Activating transcription factor/ Factor 
activador de la transcripción 
ATO: Arsenic trioxide/ Trióxido de arsénico 
ATP Adenosina trifosfato 
ATRA: All trans retonioc acid/ Ácido all trans 
retinoico 
BCA: Bicinchoninic acid/ Ácido bicinconínico 
Bcl-2: B-cell lymphoma 2/ Linfoma de células B 2  
BH: Bcl-2 homology (domain)/ (Dominio) de 
homología Bcl-2 
BrdU: 3-Bromo-2-desoxiuridina 
BSA: Bovin serum albumin/ Albúmina sérica 
bovina 
BSO: L-Butionina-[S, R]-sulfoximina 
c-FLIP: FLICE inhibitory protein / Proteína 
inhibitoria FLICE  
Ca
2
/CaMKK: Ca2 calmodulin dependent kinase 
kinase/ Quinasa quinasa calcio calmodulina 
dependiente 
CAD: Caspase activated DNase/ DNasa activada 
por caspasas 
Calceína-AM: Calceína-acetometoxilada 
CARD: caspase-activating and recruitment 
domain/ Dominio de reclutamiento y activación de 
caspasas 
CC: Compound C/ Compuesto C 
CDDP: Cisplatino 
CHOP: c/EBP-homologous protein/ Proteína de 
homología a c/EBP  
CI: Combination index/ Índice de combinación 
Cl2Co Cloruro de cobalto 
CoA: Coenzima A 
CPT-1: Carnitin palmitoil transferasa-1 
CRADD: Death domain containing protein/ 
Proteína con dominio de muerte 
CREB: cAMP response element-binding / 
Elemento de unión de respuesta a AMPc 
c.s.: cantidad suficiente  
CsA: Ciclosporina A 
CsH: Ciclosporina H 
CTE: Cadena de transporte de electrones 
DAPI: 4´, 6´-diamino-2-fenilindol 
DCFH: 2´,7´diclorofloresceína reducida  
DCF: 2´,7- diclorofluoresceína oxidada 
DD: Death domain/ Dominio de muerte 
DTT: Ditiotreitol 
DED: Death effector domain/ Dominio efector de 
muerte 
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DHE: Dihidroetidio  
DHR: Dihidrorodamina 
DISC: Death inducing signalling complexes/ 
Complejos de iniciación de la señalización 
apoptótica 
DMSO: Dimetilsulfóxido 
DNA: Deoxyribonucleic acid/ Ácido 
desoxirribonucleico 
EB: Ethidium bromide/ Bromuro de etidio 
EC: Energy charge / Carga Energética 
ECAR: Extra Cellular Acidification Rate / Tasa 
de acidificación extracelular 
EDTA: Ácido etildiaminotetraacético 
EGF: Epidemial growth factor/ Factor de 
crecimiento epidérmico 
EGTA: Ethylene glycol tetraacetic acid/ Ácido 
etilenglicol tetraacético 
Elk1: Ets-like-1/ (proteína) 1tipo Ets 
EPO: Eritropoyetina 
ERK: Extracellular regulated kinase/ Quinasa 
regulada extracelularmente 
ETP: Etopóxido  
FADD: Fas-associated death domain/ Dominio 
de muerte asociado a Fas 
FADH2/ FAD: Dinucleótido de flavina y adenina 
FAS: Fatty acid synthase/ Acido graso sintasa 
FAT: Fatty Acid transporter/ Transportador de 
ácidos grasos 
FCCP: Carbonil cianuro 4-(trifluorometoxi) 
fenilhidrazona 
FDG-PET: 18F- deoxy-D-glucose- positron 
emission tomography/ Tomografía de emisión de 
positrones con 18F-desoxiglucosa. 
FGF: Fibroblast growth factor/ Factor de 
crecimiento de fibroblastos 
FITC Fluorescein isotiocianate/ Isotiocianato de 
fluoresceína 
FMN: Flavin mononucleotides/ Mononucleótidos 
de flavina 
FOXO3: Forkhead box O3/ Caja forkhead O3 
GAPDH: Gliceraldehído 3-fosfato 
deshidrogenasa 
GAS2: Growth arrest specific protein/ Proteína 
específica de parada celular 
GβL: G protein beta subunit-like/ (proteína) con 
subunidad tipo proteína G 
GDP/GTP Guanidín difosfato/trifosfato 
GEF: Guanine exchange factor/ Factor 
intercambiador de guanina  
GLUT: Glucose transporter/ Transportador de 
glucosa 
GPCR: G protein coupled receptor/ Receptores 
acoplados a proteínas G 
GPX: Glutatión peroxidasa 
GR: Glutatión reductasa 
GSH: Glutatión reducido 
GSH-MCB: Aducto GSH-Monoclorobimano 
GSH-OEt: Glutatión monoetil ester 
GSK3β: Glycogen synthase kinase β/ Glucógeno 
sintasa quinasa β 
GS-SG: Glutatión oxidado 
GST: Glutatión-S-Transferasa 
H2DADCF: Diacetato de 5,6 carboxi 2´,7´ dicloro 
fluoresceína 
H2O2: peróxido de hidrógeno  
HEPES: Ácido(4-(2-hidroxiethyl)-1- piperazin 
etanosulfónico  
HIF: Hypoxia inducing factor/ Factor inducible 
por hipoxia 
HKII: Hexoquinasa II 
HPLC High performance liquid chromatography/ 
Cromatografía líquida de alta precisión 
HSC: Hematopoietic stem cells/ Células madre 
hematopoyéticas 
Hsp27: Heat shock protein/ Proteína de choque 
térmico 
HRP: Horseraddish peroxidase/ Peroxidasa de 
rábano 
IAP: Inhibitory apoptotic protein/ Proteína 
inhibidora de la apoptosis 
IDH: Isocitrato deshidrogenasa 
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IGF: Insulin-like growth factor/ Factor de 
crecimiento tipo insulina 
IGF1-R: Insulin growth factor-1 receptor/ 
Receptor del factor de crecimiento tipo insulina-1 
 
IGFBP: Insulin growth factor binding protein/ 
Proteína de unión al factor de crecimiento tipo 
insulina 
IKB: NFκB inhibitor/ Inhibidor de NFκB 
IKK: Inhibitor kappa B kinase/ Quinasa 
inhibidora de IKB 
IMP: Inner mitochonadrial permeability/ 
Permeabilidad mitochondrial interna 
IP: Iodide propidium/ Yoduro de propidio 
IL: Inteleuquina 
IRS: Insulin receptor sustrate/ Sustrato del 
receptor de insulina 
JAK: Janus kinase/ Quinasa Janus 
kDa: KiloDalton 
JNK: C-Jun N-terminal kinase/ Quinasa c-Jun N-
terminal 
KSR: Kinase supresor of Ras/ Quinasa supresora 
de Ras 
LDH: Lactato deshidrogenasa 
LKB-1: Liver kinase B-1/ Quinasa hepática B-1 
MAPK(K)(K): Mitogen activated protein kinase 
(kinase)/ Proteína quinasa (quinasa) activada por 
mitógenos 
MCAD: Medium chain acyl-CoA dehydrogenase/ 
Acil-CoA deshidrogenasa de cadena media 
MCB: Monoclorobimano 
MDH: Malato deshidrogenasa 
MDR: Multidrug resistance/ Bomba extrusora de 
fármacos 
MEK1/2: MAPK ERK kinase/ Quinasa de la 
MAPK ERK  
MKP-7: Mitogen-activated protein kinase 
phosphatase 7/ Fosfatasa 7 de MAPK  
MLKs: Mixed-lineage protein kinases/ Proteínas 
quinasas de linaje mixto 
MO25: Mouse protein 25/ Proteína 25 murina 
MSK1/2: Mitogen- and stress activated protein 
kinase/ Quinasa activada por mitógenos y estrés 
mPTP: Mitochondrial permeability transition 
pore/  Permeabilidad de poro de transición 
mitocondrial 
mTOR: Mammalian target of rapamycin/ Diana 
de rapamicina en mamíferos 
MTT: 3-(4,5-dimetiltiazol-2-ilo) -2,5- difenil 
tetrazol 
NAC: N-acetil-L-cisteína  
NAD(P)H/NAD(P): Dinucleótido de adenina y 
nicotinamida (fosfato) 
NF-κB: Nuclear Factor of the κ-enhancer B/ 
Factor nuclear potenciador de las cadenas ligeras 
kappa de las células B activadas. 
NP-40: Nonidet P-40 
OCR: Oxygen consumption rate/ Tasa de 
consumo de oxígeno 
ONa: Ortovanadato sódico 
OMP: Outer mitochondrial permeability/ 
Permeabilidad mitochondrial externa 
OXPHOS: Oxidative phosphorylation / 
Fosforilación oxidativa 
PARP: Poly ADP-ribosa polimerasa 
PBL: Peripheral blood lymphocytes/ Linfocitos 
de sangre periférica 
PBS: Phosphate Buffered Saline/ Tampón fosfato 
salino 
PDH: Piruvato deshidrogenasa 
PDK: Piruvato deshidrogenase kinase /Piruvato 
deshidrogenasa quinasa 
PDK-1: 3-phosphoinositide dependent protein 
kinase/ Proteína quinasa dependiente de 3-
fosfoinosítido 
PEG-Cat: Polietilénglicol- catalasa 
PGK: Phosphoglycerate kinase/ Fosfoglicerato 
quinasa 
PGI: Phosphoglucose isomerase/ Fosfoglucosa 
isomerasa 
PGM: Phosphoglycerate mutase/ Fosfoglicerato 
mutasa 
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PH: Homología pelkestrina 
PI3K: Phosphoinositol-3- kinase/ Fosfoinositol 3-
quinasa 
PIDD: p53-induced death domain/ Dominio de 
muerte inducido por p53 
PIP: Phosphoinositol-3-phosphate/ Fosfoinositol-
3-fosfato 
PKC: Protein kinsase C/ Proteína quinasa C 
PML: Promyelocytic leukemia/ Leucemia 
promielocítica 
POD: PML oncogenic domain/ dominio 
oncogénico PML 
Prxs: Peroxirredoxinas 
PTB: Phosphotyrosine binding (domain)/ 
(Dominio) de union de fosfotirosina 
PTEN: Phosphate and tensin homolog/ Proteína 
fosfatasa homóloga a fosfato y tensina. 
PVDF: Polivinilidene floride/ Fluoruro de 
polivinilideno 
Q/QH2: Ubiquinona/ Ubiquinol 
R123: Rodamina 123 
RAIDD: RIP associated Ich-1/CED homologous 
protein with death domain/ Proteína asociada a 
Ich-1/ Proteína homologa a CED con dominio de 
muerte  
RARα: Retinoic acid receptor α/ Receptor de 
ácido retinoico α 
Rb: Retinoblastoma 
REDOX: Reducción Oxidación 
RHEB: Ras homolog enriched in brain/ 
Homólogo de Ras enriquecido en cerebro 
RIP: Receptor interacting protein/ Proteína de 
interacción con el receptor 
RISP: Rieske iron sulfur protein/ Proteína 
ferrosulfurada de Rieske 
RKIP: Raf kinase inhibitory protein/ Proteína 
inhibidora de Raf 
RNA: Ribonucleic acid/ Ácido ribonucleico 
RNasa: Ribonucleasa 
RNS: Reactive nitrogen species/ Especies 
reactivas de nitrógeno 
ROS: Reactive oxygen species/ Especies reactivas 
de oxígeno 
SAP: Serum response factor accessory protein/ 
Proteína accesoria del factor de respuesta a suero 
SAPK: Stress activated protein kinase/ Proteína 
quinasa activada por estrés 
SDH: Succinato deshidrogenasa 
SCAD Short chain Acyl-CoA dehydrogenase/ Acil 
Co-A deshidrogenasa de cadena corta 
SDS: Sodium dodecyl sulfate/ Dodecilsulfato 
sódico  
SDS-PAGE Sodium dodecyl sulfate 
polyacrylamide gel electrophoresis/  
Electroforesis en gel de poliacrilamida y 
dodecilsulfato sódico 
SH2: Src homology 2/Homología a Src2  
siRNA: ARN de silenciamiento 
SOD: Superóxido dismutasa 
Sos: Son of sevenless 
SR101: Sulforodamina101 
SREBP: Sterol regulatory element-binding 
protein/ Proteína de unión a elementos 
reguladores de esteroles 
STRAD: STE-related adaptor/ Adaptador 
relacionado con STE 
TAK1: Transforming growth factor beta-
activated kinase/ Quinasa activada por el factor de 
crecimiento transformante β 
TAO1/2: Thousand-and-one amino acid/ 
Cientouno aminoácidos 
TBS: Tris buffer salino 
TCR: T cell antigen receptor/ Receptor de células 
T de antígenos  
TEMED: N,N,N',N'-Tetrametiletilendiamina 
TKD: Tyrosine kinase domain/ Dominio tirosina 
quinasa  
TNC: Tris, NP-40 y CaCl2 
TNFα: Tumoral necrosis factor α / Factor de 
necrosis tumoral α 
TNFR: Tumoral necrosis factor receptor / 
Receptor del factor de necrosis tumoral  
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TORC: TOR complex/ Complejo TOR 
TRADD: TNF receptor-associated death domain/ 
Dominio de muerte asociado al receptor TNF 
TRAF-1/2: TNF receptor-associated factor 1/2/ 
Factor 1/2 asociado al receptor de TNF 
TRAIL: TNF-Related apoptosis inducing ligand/ 
Ligando inductor de apoptosis asociado a TNF 
TTBS: Tween Tris Buffer Salino  
TSC: Tuberous scamous cells/ Células 
tuberoescamosas 
UPR: Unfolded protein response/ Respuesta de 
mal plegamiento proteico 
VDAC: Voltage dependent anion channel/ Canal 
de aniones dependiente de voltaje 
VLSCAD: Very long short chain acyl-CoA 
dehydogenase/ Acil-CoA deshidrogenasa de 
cadenas largas y cortas 
XIAP: X-linked inhibitory apoptosis protein/ 
Proteína inhibidora de la apoptosis asociada a X 
z-VAD-fmk: z-Val-Ala- Asp- fluorometilcetona 
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INTRODUCCIÓN 
1. CÁNCER 
El cáncer constituye un conjunto de enfermedades, con mayor incidencia en los países 
desarrollados junto con las enfermedades cardiovasculares y cuyos tratamientos actualmente 
disponibles son de precio elevado y no son siempre eficaces, lo que hace que sea una 
patología de difícil curación en numerosas ocasiones. La probabilidad de adquirir esta 
enfermedad es considerablemente alta, varía con el género (un 67 % en hombres y un 33% en 
mujeres) y, en muchas ocasiones, se encuentra ligada a otros factores tales como la 
inmunosupresión, hábitos alimentarios, tabaquismo y obesidad [1]. Además, si el diagnóstico 
del cáncer es tardío, el pronóstico raramente es favorable, más aún cuando metastatiza por 
migración de las células cancerosas a zonas distales de su origen.  
El Instituto Nacional del Cáncer Americano (NCI) define el cáncer como un amplio número 
de disfunciones en las que células anormales se dividen de manera descontrolada, pudiendo 
invadir otros tejidos, ya que pueden diseminarse a otras partes del cuerpo por el sistema 
sanguíneo o linfático. 
Los diferentes tipos de cáncer se clasifican en función del origen de las células afectadas: 
 Carcinoma: cáncer que se origina en la piel o en los tejidos que revisten o cubren los 
órganos internos. Hay varios subtipos de carcinomas, entre ellos el adenocarcinoma, el 
carcinoma de células basales, el carcinoma de células escamosas y el carcinoma de células de 
transición. 
 Sarcoma: se origina en hueso, cartílago, tejido adiposo, músculo, vasos sanguíneos u 
otro tejido conjuntivo o de sostén. 
 Leucemia: cáncer que se origina en la médula ósea y causa la salida de células 
sanguíneas anormales o indiferenciadas al torrente circulatorio. 
 Linfoma y mieloma: cánceres que comienzan en las células del sistema inmunitario. 
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Figura I: Capacidades adquiridas por la célula y nicho tumorales. Modificado de Hanahan y Weinberg, 2011 [2]. 
El desarrollo de la célula tumoral ocurre cuando una célula normal adquiere varias de una 
serie de características distintivas tales como la inestabilidad genómica y mutaciones que 
pueden favorecer la activación sostenida de la proliferación, la inhibición de supresores 
tumorales y adquisición de inmortalidad por evasión de la senescencia y muerte celular, 
desregulación de la energética celular, huída de la destrucción mediada por el sistema 
inmunitario, crecimiento del tumor favorecido por la inflamación, la angiogénesis, la invasión 
y la metástasis (Figura I). Además, éstas células se desarrollan en un entorno o nicho tumoral 
compuesto por las células cancerígenas y células madre cancerígenas, células endoteliales, 
pericitos, células del sistema inmune inflamatorio, fibroblastos, células madre no cancerígenas 
y células progenitoras del estroma tumoral, donde se crea una señalización heterotípica 
recíproca entre las células tumorales y las demás células presentes en el nicho tumoral 
favoreciendo el desarrollo del tumor, la invasión y la metástasis. Las características de las 
células tumorales, así como las del nicho tumoral constituyen dianas de actuación para el 
desarrollo de agentes que frenen la patogénesis. Sin embargo, la actuación sobre sólo una de 
estas dianas puede ser rápidamente compensada por cualquier otra, situación que resulta 
frecuente en clínica con la administración de un solo agente modulador selectivo de una de 
estas cualidades. Por ello, el diseño de terapias más efectivas y duraderas reside en la 
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actuación sobre varias de estas dianas para impedir que puedan compensar la ausencia de una 
de estas capacidades [2, 3].  
1.1. Leucemia  
1.1.1. Hematopoyesis  
La hematopoyesis es el proceso fisiológico por el cual a partir de una célula madre 
pluripotente (HSC, hematopoietic stem cell) se generan los diferentes linajes celulares que 
forman la sangre y el sistema inmunitario (Figura II).  
Figura II. Esquema de la hematopoyesis. Modificado de Abbas et al.[4] 
En el proceso de la hematopoyesis las HSCs se dividen para producir dos células hijas, una de 
ellas se mantiene como célula madre pluripotente, mientras que la otra se diferencia a un 
progenitor sanguíneo que da lugar a una célula madura [5] (Figura II). La diferenciación de las 
HSC da lugar a las células progenitoras mieloides y linfoides. Los progenitores linfoides se 
diferencian a células “asesinas naturales” (natural killer) y a linfocitos de clase T y B. Los 
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progenitores mieloides, a su vez, se diferencian en cuatro subtipos de UFC (unidades 
formadoras de colonias) eritroides, de basófilos, de eosinófilos y de granulocitos-monocitos, y  
en megacariocitos. Los megacariocitos se desarrollan a plaquetas, y las UFC a sus 
correspondientes formas maduras, a saber eritrocitos, basófilos, eosinófilos, neutrófilos y 
monocitos.  La mayoría de las células sanguíneas maduran en la médula ósea, a excepción de 
los linfocitos T, que se desarrollan en la médula ósea pero migran al timo para su maduración 
final. El proceso de diferenciación está estrechamente regulado por citoquinas del medio 
extracelular como las interleuquinas (IL) y factores estimuladores de granulocitos/monocitos, 
así como por el nicho celular en el que habitan. 
Las células maduras tienen una vida media determinada en función del tipo celular, tras la 
cual mueren por apoptosis. Sin embargo, las HSCs tienen mayor potencial proliferante y una 
vida media mayor en comparación con la progenie, por lo que aumentan las probabilidades de 
acumular mutaciones genéticas y alteraciones en la hematopoyesis. Así mismo, la 
desregulación de la hematopoyesis puede dar lugar bien a un exceso o a un defecto de ciertos 
tipos celulares, provocando alteraciones del sistema inmunitario, cáncer (leucemias), anemias, 
o coagulopatías [6]. 
1.1.2. Leucemogénesis 
La leucemia se desarrolla cuando las células sanguíneas inmaduras de la médula ósea sufren 
una serie de alteraciones génicas que derivan en el crecimiento celular descontrolado, 
perturbando la hematopoyesis por la alteración de los procesos de diferenciación, 
proliferación y muerte [7]. La Sociedad Americana de Leucemia y Linfoma define esta 
enfermedad como un cáncer, que afecta tanto a la sangre como a la médula ósea, en el cual las 
células inmaduras que sufren estas alteraciones se liberan al torrente sanguíneo y se diseminan 
por todo el organismo.  
Una cualidad característica de las leucemias (y también de los linfomas) son las 
translocaciones cromosómicas que dan lugar a la alteración en la expresión de genes que 
promueven la proliferación, como es el caso de c-myc, así como la sobreexpresión de genes 
que bloquean la muerte celular por apoptosis como bcl-2 (B-cell lymphoma); la disfunción de 
proteínas supresoras tumorales como p53 y la proteína de retinoblastoma (Rb) y la generación 
de proteínas de fusión como Bcr-Abl (característica de la leucemia mieloide crónica) o PML-
RARα (en la leucemia promielocítica aguda), que activan de forma constitutiva vías de 
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señalización implicadas en el proceso de supervivencia, bloqueo de la diferenciación y 
resistencia a la muerte celular. La inhibición de la apoptosis también puede implicar la sobre-
activación de vías de señalización defensivas tales como PI3K/Akt/mTOR o MEK/ERK que 
suelen tener la propiedad de proteger frente a la muerte celular, la alteración de factores de 
transcripción implicados en supervivencia celular como NF-κB, o la modificación de 
proteínas encargadas de la ejecución de la muerte celular por apoptosis como son las proteínas 
inhibidoras de la apoptosis (IAPs), ciertas proteínas de la familia Bcl-2, la familia de las 
proteínas caspasas o los receptores de muerte TNFR, TRAIL o FAS [8-10]. 
Clínicamente, las alteraciones sufridas por estas células, los cambios en la funcionalidad de 
proteínas implicadas en la supervivencia y muerte celular y la naturaleza del tumor, son 
indicadores del pronóstico de la enfermedad [11]. Sin embargo, la transformación celular no 
sólo depende de las mutaciones ocurridas en las células, sino también del nicho de la médula 
ósea en el que se encuentren, por la presencia allí de factores como las citoquinas que 
favorecen la proliferación y el crecimiento celular. Por ello, en muchas situaciones es 
importante la combinación de ambos escenarios [12, 13]. 
Por norma general, la leucemia cursa sintomáticamente con dolor generalizado, 
inmunosupresión, aparición de cardenales, petequias, hemorragias, insuficiencia respiratoria, 
fiebre, sudor, etc., todos ellos producidos por la citopenia debida a la ausencia de células 
sanguíneas desarrolladas. 
La clasificación de las leucemias se realiza de acuerdo a la naturaleza del linaje celular 
afectado, pudiendo ser de origen mieloide o de origen linfoide, y en base a la madurez o grado 
de diferenciación celular (aguda y crónica). Una de ellas es la leucemia mieloide aguda la cual 
a su vez se subdivide en 8 tipos diferentes en función de su grado de madurez y el tipo celular, 
según establece el sistema de clasificación FAB (francés, americano y británico) de la 
Organización Mundial de la Salud (OMS) (Tabla I).  
Tabla I. Clasificación FAB de AMLs 
Clasificación Denominación Características 
M0 Mieloblástica AML mínimamente diferenciada 
M1 Mieloblástica, con mínima maduración 
Los mieloblastos son las células dominantes en la médula 
ósea 
M2 Mieloblástica, con maduración Presencia alta de mieloblastos y con cierto grado de 
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desarrollo 
M3 Promielocítica Las células con translocación entre los cromosomas 15 y 17 
M4 Mielomonocítica Células con alto índice de inversión en el cromosoma 16 
M5 Monocítica Células con características de monocitos en desarrollo  
M6 Eritroleucemia Células con características de células rojas en desarrollo 
M7 Megacariocítica Células con características de plaquetas en desarrollo 
 
A. Modelos celulares leucémicos 
Línea celular HL60 
Se obtuvo  a partir de una paciente con AML y establecida por Gallagher y colaboradores en 
1979 [14]. Esta línea se diagnóstico, en primer lugar, como leucemia promielocítica aguda 
(M3) y reevaluada posteriormente como leucemia mieloblástica aguda (M2) con 
diferenciación PML-RARα negativa (no existe la translocación entre los cromosomas 15 y 17). 
Todas las sub-líneas de HL60 comparten características mieloblásticas (núcleo largo con 2-4 
nucléolos diferentes) y citoplasma promielocítico (basófilo con gránulos azurofílicos). La 
mayoría de estas células presentan antígenos de superficie característicos de células mieloides 
inmaduras y los marcadores histoquímicos son característicos como la mieloperoxidasa y la 
fosfatasa ácida, así como también la presencia de receptores de insulina, transferrina y 
complemento, siendo los dos primeros críticos para su crecimiento y proliferación y cuya 
expresión disminuye según se induce la diferenciación [15, 16]. Sin embargo, tienen la 
capacidad de diferenciarse hacia granulocitos, monocitos y macrófagos tras su estimulación 
con agentes diferenciadores [17]. 
La línea celular HL60 presenta mutaciones genómicas específicas que implican la 
amplificación (15-30 veces) del oncogen c-myc, ligada a la baja diferenciación celular [18]. 
Otro oncogén importante es N-ras, que se encuentra mutado, e impide su inhibición por la 
proteína quinasa de Ras, provocando una activación permanente de dicha proteína quinasa y la 
vía a la que pertenece (Ras/Raf/MEK/ERK) [18]. La cascada efectora iniciada por Ras es 
Raf/MEK/ERK, cuyas funciones implican, entre otras, la proliferación y supervivencia celular. 
Además, la vía de Ras también está implicada en la expresión y actividad de la proteína c- 
[18]. Por otro lado, la expresión del gen p53, activado en respuesta al daño en el DNA 
regulando su reparación, o favoreciendo la apoptosis, se encuentra inhibido en este tipo celular 
debido a una monosomía en el cromosoma 17 que alberga dicho gen. Dicha monosomía 
impide la transcripción del gen produciendo una ausencia total de la proteína [19]. El gen bcl-
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2, que codifica la proteína Bcl-2 y cuya función es la de inhibir la muerte celular por apoptosis, 
se encuentra incrementado en la mayoría de las AML [20]. La sobre-expresión de c-myc y bcl-
2, unido a la activación de N-ras y la monosomía del gen p53, son responsables del fenotipo 
maligno de estas células [21]. 
Las propiedades génicas de estas células la han hecho idónea para el estudio de eventos 
moleculares de diferenciación mieloide, así como los efectos fisiológicos y de respuesta 
farmacológica y virológica implicada en dicha diferenciación [14]. Más recientemente, se han 
utilizado también como un modelo para el estudio de la ejecución y regulación de la apoptosis 
[22]. 
Línea celular NB4  
Esta línea celular, obtenida a partir de la médula espinal de una paciente con leucemia 
promielocítica aguda (APL) en recidiva,  fue establecida por Lannote y colaboradores en 
1991[23]. Estas células representan el modelo clásico de APL, la cual pertenece al tipo M3 de 
las AML, afectando a las células promielocíticas que se forman en la médula ósea tras el 
desarrollo del mieloblasto. Tienen morfología mieloblástica, sin las estructuras hipogranulares 
típicas de la APL. Una característica de esta línea celular es una mutación producida por la 
translocación entre los cromosomas 15 y 17 [t(15;17)], afectando al gen que codifica el 
receptor del ácido retinoico (RARα) y al gen PML de la leucemia promielocítica, dando lugar a 
un gen quimérico que se expresa como una proteína quimérica PML/RARα en la cual se han 
perdido las funciones que presentan las proteínas por separado, afectando, entre otros, a la 
diferenciación mieloide normal y a la expresión de genes regulados, normalmente, por una o 
ambas proteínas [24]. La afectación de la diferenciación, por la pérdida de función de las 
proteínas PML y RARα, es un evento clave en el proceso de leucemogénesis, impidiendo la 
señalización del ácido retinoico (ATRA, all trans retonoic acid) y la ejecución de las vías de 
señalización reguladoras que están mediadas por el gen PML. Sin embargo, el bloqueo de la 
diferenciación producido por la formación de la oncoproteína PML/RARα puede ser revertido 
por agentes diferenciadores como el ácido retinoico [25] o el trióxido de arsénico (ATO) [26], 
hecho que ha permitido el uso de estos agentes frente a las APL. 
Línea celular U937  
Es un modelo de APL obtenido de un paciente con linfoma histiocítico generalizado. El origen 
histiocítico de esta línea celular se demostró por su capacidad para la producción de lisozima y 
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la alta actividad esterasa. Esta línea celular se caracteriza por la sobreexpresión de las 
proteínas Bcl-2 y c-Myc, así como una función anormal de la proteína p53, que le confieren a 
esta línea la incapacidad de diferenciarse normalmente, así como de activar la maquinaria 
apoptótica [20, 27, 28]. Sin embargo, estas células sí pueden llegar a diferenciarse a 
monocitos y macrófagos en presencia de agentes diferenciadores [29-31]. 
Las características citogenéticas de esta línea celular son adecuadas para su uso en el estudio 
de mecanismos de regulación de la diferenciación y muerte celular. 
Otras líneas celulares.  
Las células U937/B constituyen una línea celular estabilizada genéticamente, modificada por 
transfección de un vector pMAX que contiene el gen bcl-2 [32]. Estas células sirven como 
modelo para el  estudio de la dependencia de la muerte celular con la vía intrínseca de la 
apoptosis. 
La línea celular THP-1 se aisló a partir de la sangre de un varón joven con leucemia 
monocítica aguda. Estas células son incapaces de desarrollarse a formas maduras, pero son 
susceptibles de diferenciarse al linaje monocítico/macrófago en presencia de agentes 
inductores adecuados [33]. Al igual que la línea promonocítica U937, presenta una mutación 
en el gen p53 que hace indetectable su expresión [34, 35]. Esta línea constituye un modelo útil 
para el estudio de mecanismos implicados en la diferenciación de monocitos, así como para el 
análisis de los mecanismos de toxicidad y muerte provocados por agentes quimioterapéuticos 
[36, 37]. 
Las células RPMI 8866 se obtuvieron a partir de sangre periférica de una paciente con ALL 
(leucemia linfoblástica aguda, ALL). Esta línea de células B humanas expresa una elevada 
cantidad de receptores de membrana de calcitonina, inmunoglobulinas de unión a membrana y 
factor soluble de unión a inmunoglobulina E (Fc épsilon RII/CD23). Se utilizan como modelo 
de células linfoides de tipo B [38-40]. 
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2. METABOLISMO CELULAR 
La glucosa, los ácidos grasos y los aminoácidos componen los tres sustratos esenciales para 
mantener la homeostasis metabólica, ya que son utilizados para la obtención de energía y la 
biosíntesis de macromoléculas (Figura III). 
Figura III: Integración de las rutas del metabolismo de la glucosa, los ácidos grasos y la glutamina. Adaptado de 
Pike et al. 2011 [41]. CPT-1 (carnitina palmitoiltransferasa), α-KG (α-cetoglutarato), OAA (oxalacetato), ETC 
(cadena de transporte de electrones). 
 
2.1. Glucólisis  
La glucólisis es un proceso catabólico en el cual la glucosa se degrada a través de una serie de 
reacciones enzimáticas obteniéndose como resultado dos moléculas de piruvato. 
La glucólisis está compuesta por diez reacciones de las cuales las cinco primeras se 
consideran que forman parte de la fase preparatoria, donde la glucosa se fosforila y se 
convierte en gliceraldehído-3-fosfato (G3P), y las cinco restantes de la segunda fase, de 
“recompensa o de beneficio” en la cual el G3P se oxida para dar lugar a piruvato, acoplado a 
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la formación de dos moléculas de ATP, dos moléculas de NADH, dos moléculas de agua y 
dos protones que se liberan al citoplasma. 
La glucosa se puede encontrar como tal en el organismo, o bien puede obtenerse a partir de la 
dieta o el catabolismo del glucógeno, de la hidrólisis de disacáridos como la maltosa, lactosa, 
trehalosa o sacarosa, por transformación de monosacáridos como la fructosa, manosa y 
galactosa o sintetizarse mediante la guconeogénesis. 
En el inicio del proceso, la glucosa circulante se transporta al interior celular a través de 
transportadores específicos (GLUT). Una vez en citosol, la enzima hexokinasa II (HKII), que 
se encuentra ligada a la superficie de la membrana mitocondrial externa, fosforila 
irreversiblemente la glucosa generando glucosa 6-fosfato con lo que disminuye así la 
concentración intracelular de glucosa y mantiene el gradiente que permite que se introduzca 
más glucosa en la célula a través de dichos transportadores. En una segunda reacción, la 
glucosa-6-fosfato sufre una isomerización y se convierte en fructosa 6-fosfato por acción de la 
enzima fosfoglucosa isomerasa (PGI). En la tercera reacción, ocurre una segunda fosforilación 
irreversible, mediada por la enzima fosfofructoquinasa-1 (PFK-1), dando lugar a la fructosa-
1,6-bisfosfato. La fructosa-1,6-bisfosfato sufre una rotura reversible catalizada por la enzima 
aldolasa, dando lugar a dos moléculas tricarbonadas, el G3P y la dihidroxiacetona fosfato, la 
cual se transforma en G3P por la enzima triosa fosfato isomerasa. A continuación, se lleva a 
cabo la oxidación del G3P a 1,3-bisfosfoglicerato, catalizado por la enzima gliceraldehído-3-
fosfato deshidrogenasa (GAPDH) con la consiguiente liberación de NADH. En la siguiente 
reacción, catalizada por la fosfoglicerato quinasa (PGK), el 1,3-bisfosfoglicerato transfiere su 
grupo fosfato al ADP, dando lugar a la formación de ATP y de una molécula de 3-
fosfoglicerato. Acto seguido, el 3-fosfoglicerato sufre la movilización del grupo fosfato, 
catalizada por la enzima fosfoglicerato mutasa (PGM), formando 2-fosfoglicerato que, por 
acción de la enolasa se deshidrata y se transforma en fosfoenolpiruvato. Por último, este 
compuesto, en una reacción catalizada por la enzima piruvato quinasa (PK), cede su grupo 
fosfato a una molécula de ADP, formando ATP y dando lugar a una molécula de piruvato, 
constituyendo el paso final de la glucólisis (Figura IV).  
En condiciones de aerobiosis, el piruvato resultante se transporta a la mitocondria donde se 
oxida por la enzima piruvato deshidrogenasa (PDH) dando lugar a acetil-CoA, que se 
incorpora al ciclo de los ácidos tricarboxílicos (TCA) o ciclo del ácido cítrico. Otro de los 
productos generados durante la glucólisis es el NADH, que posteriormente se reoxidará a 
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NAD
+
 por transferencia de sus electrones a la cadena de transporte de electrones (CTE) en la 
mitocondria. En cambio, en situaciones de anaerobiosis, el NADH no puede ser reoxidado, 
por lo que el NAD
+
 se regenera, alternativamente, a partir del piruvato formando lactato, 
ayudado por la enzima lactato deshidrogenasa (LDH). La enzima piruvato deshidrogenasa 
quinasa (PDKs) inhibe la enzima piruvato deshidrogenasa (PDH) la conversión a acetil-CoA y 
favoreciendo la formación de lactato [42]. 
Figura IV: Esquema de la ruta metabólica de la glucólisis. 
2.2. β-oxidación de los ácidos grasos  
La vía principal de la degradación de ácidos grasos celulares es la β-oxidación (FAO, fatty 
acid oxidation) y transcurre en la mitocondria y en los peroxisomas. Esta vía se encarga de la 
oxidación de ácidos grasos para la obtención final de acetil-CoA, que se incorpora al ciclo de 
los TCA, NADH y FADH2, que entran en la CTE para la síntesis de ATP.  
El paso previo a la β-oxidación consiste en el procesado de los triacilglicéridos para penetrar 
en la célula. Para ello los triacilglicéridos se hidrolizan por acción de una enzima lipoproteína-
lipasa unida al endotelio, liberando ácidos grasos al medio que entran en la célula a través de 
transportadores específicos de ácidos grasos (FAT, fatty acid transporter), donde son 
acetilados por la enzima acil-CoA sintetasa convirtiéndose en acil-CoA. Esta acetilación le 
permite entrar en la mitocondria por el transportador específico carnitina palmitoiltransferasa-
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1 o (CPT-1) tras la conversión del acil-CoA en acil-carnitina. El acil-CoA se regenera dentro 
de la mitocondria por la acción de la enzima CPT-2, que se localiza en la membrana 
mitocondrial interna [43, 44]. A continuación, ocurre la β-oxidación lipídica, que es un 
proceso cíclico en el que la cadena alifática del acil-CoA se acorta liberando, en cada ciclo, 
unidades de acetil-CoA. En primer lugar el éster de acil-CoA se deshidrogena por acción de la 
enzima acil-CoA deshidrogenasa de cadena larga (VLCAD, very long chain acyl-CoA 
dehydrogenase) formando trans-Δ2-enoil-CoA. Seguidamente el doble enlace formado se 
hidrata mediado por la enzima enoil-CoA hidratasa dando lugar a L-3-hidroxiacil-CoA que, 
por acción de la hidroxiacil-CoA deshidrogenasa, se oxida a 3-cetoacil-CoA, y la rotura 
tiolítica de este, catalizada por una β-cetotiolasa, da lugar a una molécula de acetil-CoA y otra 
de acil-CoA. Por lo tanto, al término de cada ciclo, se obtienen una molécula de acetil-CoA, 
una de acil-CoA y una molécula NADH y otra de FADH2. El acil-CoA resultante es sometido 
a ciclos consecutivos de β-oxidación, mediados primeramente por acil-CoA deshidrogenasas 
de cadena media (MCAD) y, tras tres o cuatro ciclos, por acil-CoA deshidrogenasas de cadena 
corta (SCAD), que participan en los dos últimos ciclos de la β-oxidación (Figura V).  
Figura V: Esquema de la ruta metabólica de la β-oxidación de ácidos grasos 
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2.2.1. Comunicación entre a glucólisis y la β-oxidación de los ácidos grasos: el ciclo de 
Randle 
La utilización de la glucosa o de los ácidos grasos como sustrato depende del tejido en 
cuestión. En condiciones normales de disponibilidad de nutrientes se utiliza preferentemente 
la glucosa para la formación de acetil-CoA que entra en el ciclo TCA. En situaciones de 
ejercicio, por ejemplo, existe un mayor consumo de otros nutrientes como ácidos grasos y 
cetonas como alternativa al uso de la glucosa [45]. 
La β-oxidación de los ácidos grasos y la glucólisis están interconectadas mediante un 
mecanismo bioquímico denominado “ciclo de Randle”, el cual hace referencia a la inhibición 
de estas vías por la interacción entre sus sustratos [46, 47]. Así, la glucólisis está inhibida 
cuando la β-oxidación está activada, y viceversa. Uno de los mecanismos de inhibición de la 
glucólisis ocurre por la inhibición de la PFK por incremento en los niveles de citrato a partir 
del ciclo de los TCA, tras la acumulación de acetil-CoA durante la β-oxidación de ácidos 
grasos [48, 49]. 
2.3. Biosíntesis de ácidos grasos 
La mayoría de los tejidos utilizan los lípidos almacenados en forma de triglicéridos y lípidos 
exógenos provenientes de la dieta para la síntesis de nuevos lípidos complejos, mientras que la 
síntesis de novo se encuentra inhibida y la expresión de la enzima ácido graso sintasa (FAS, 
fatty acid synthase) es reducida, siendo baja su contribución para la formación de ácidos 
grasos [50] 
La síntesis de novo de ácidos grasos ocurre en el citosol y se encarga de la formación de 
ácidos grasos a partir, principalmente, del excedente de hidratos de carbono de la dieta. En la 
primera fase de este proceso el citrato proveniente del ciclo de los TCA se convierte en acetil-
CoA por acción de la enzima ATP-citrato liasa. A continuación, la enzima acetil-CoA 
carboxilasa (ACC) permite la carboxilación de una molécula de acetil-CoA, para formar 
malonil-CoA, que por acción de la enzima ácido graso sintasa (FAS) se transforma en ácidos 
grasos de cadena larga como el palmitato y estearato y otros de cadena más corta. Estos, tras 
una serie de reacciones y modificaciones, se convierten en ácidos grasos más complejos, que 
pasan a formar parte de las membranas celulares, o son metabolizados para la obtención de 
energía [50, 51]. 
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2.4. Ciclo de los ácidos tricarboxílicos (TCA) 
El ciclo del ácido cítrico, de Krebs o TCA (tricarboxylic acid) es la vía central del 
metabolismo de los hidratos de carbono, lípidos y aminoácidos, y ocurre en la matriz 
mitocondrial. Consiste en una vía cíclica que constantemente oxida el grupo acetilo 
proveniente del acetil-CoA a CO2, generando NADH y FADH2, que posteriormente son 
oxidados en la CTE. El ciclo se divide en dos fases: en la primera fase “descarboxilante” el 
citrato (6C) se transforma en succinil-CoA (4C), liberando dos moléculas de CO2, y en la 
segunda fase “reductora” se producen oxidaciones sucesivas de succinato a fumarato, 
fumarato a malato y malato a oxalacetato. 
 
Figura VI: Esquema del ciclo de los ácidos tricarboxílicos o ciclo del ácido cítrico. 
En la primera reacción, el acetil-CoA se condensa con oxalacetato para formar citrato, por 
acción de la enzima citrato sintasa (CS). El citrato puede seguir dos caminos: exportarse al 
citosol donde actúa como precursor en la síntesis de lípidos o permanecer en la mitocondria 
donde se transforma en isocitrato mediante la enzima aconitasa. Acto seguido, el isocitrato se 
transforma en α-cetoglutarato (α-KG) en una reacción catalizada por la isocitrato 
deshidrogenasa (IDH), con la consiguiente liberación de NADH. Después el complejo 
enzimático α-cetoglutarato deshidrogenasa, cataliza la conversión de α-KG en succinil-CoA 
que, por la enzima succinato-CoA sintetasa, se transforma en succinato con la consiguiente 
liberación de ATP o GTP. El succinato resultante se oxida a fumarato en una reacción 
catalizada por la succinato deshidrogenasa (SDH), situada en el complejo II de la CTE. A 
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continuación, la enzima fumarasa cataliza la hidratación del doble enlace de fumarato, 
generando malato. Por último, en la última reacción se forma oxalacetato, catalizado por la 
malato deshidrogenasa mitocondrial (MDH), que acopla la oxidación del malato con la 
reducción de NAD
+
. El oxalacetato formado se condensa de nuevo con otra molécula de 
acetil-CoA y se vuelve a iniciar  el ciclo (Figura VI) [52, 53]. 
2.5. Transporte electrónico mitocondrial y fosforilación oxidativa 
(OXPHOS) 
El fenómeno OXPHOS es la culminación de una serie de transformaciones energéticas que se 
denominan respiración celular, en el cual se forma el ATP por la entrada de protones desde el 
espacio intermembranal a la matriz mitocondrial, como resultado de la transferencia de 
electrones desde el NADH y FADH2 al oxígeno molecular por una serie de transportadores 
electrónicos en la CTE. Este proceso tiene lugar en la mitocondria, y es la mayor fuente de 
ATP ya que, por ejemplo, en el caso de la oxidación de la glucosa se generan 26 de las 30 
moléculas de ATP (las 4 restantes se forman en la glucólisis) en los organismos aeróbicos. 
Figura VII: Representación gráfica de la cadena de transporte de electrones (CTE) mitocondrial. Modificada de 
Cecchini [54]. 
Como se ha descrito anteriormente, y previo a la respiración, los compuestos carbonados 
transformados en acetil-CoA se oxidan en el ciclo de ácido cítrico para ceder electrones, desde 
componentes con bajo potencial de transferencia hasta los que tienen un alto potencial de 
transferencia (en forma de NADH y/o FADH2), los cuales los transfieren al oxígeno molecular 
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formando agua. La transferencia de electrones desde el NADH y FADH2 al oxígeno ocurre a 
través de un sistema de complejos proteicos denominado CTE, situados en la membrana 
mitocondrial interna. Este sistema permite la propulsión de protones fuera de la matriz 
mitocondrial, generando un gradiente de pH y un potencial eléctrico transmembrana que crea 
una fuerza de movimiento de protones hacía el interior de la matriz que permite la síntesis de 
ATP a través del complejo enzimático ATP sintasa o complejo V [55, 56] (Figura VII). 
2.5.1. Complejo I o NADH-Q oxidorreductasa 
Los electrones procedentes del NADH entran a la cadena de transporte electrónico 
mitocondrial a través del complejo I, que está formado por la proteína ubiquinona reductasa 
que contiene dos grupos prostéticos, uno de ellos con mononucleótidos de flavina (FMN) y el 
otro con proteínas ferrosulfuradas (Fe-S) en su estructura. El NADH se une al complejo I y 
transfiere sus electrones al FMN que se reduce a FMNH2, y desde ahí se movilizan a través de 
varias proteínas Fe-S hasta la ubiquinona (Q) o coenzima Q que se reduce a ubiquinol (QH2). 
Esta transferencia electrónica permite la extrusión de cuatro protones al espacio 
intermembranal (Figura VII) [57]. 
2.5.2. Complejo II o succinato-Q oxidorreductasa 
El complejo II está compuesto por la enzima succinado deshidrogenasa (SDH) que está 
formada por dos subunidades solubles (SdhA y SdhB) y dos subunidades integradas en la 
membrana (SdhC y SdhD). La subunidad soluble SdhA tiene unido covalentemente el 
cofactor FAD y cataliza la oxidación de succinato a fumarato en el ciclo de los TCA. El 
FADH2 generado en ciclo de los TCA transfiere sus electrones al complejo II, a través de tres 
proteínas Fe-S de la subunidad SdhB, y después a las subunidades integradas en la membrana 
SdhC y SdhD donde se reduce la Q a QH2. Debido a que esta reacción es menos exergónica 
que la que transcurre en el complejo I, el complejo II no transporta protones a través de la 
membrana mitocondrial interna (Figura VII). 
2.5.3. Complejo III o Q- citocromo c oxidorreductasa 
El complejo III oxida el QH2 transfiriendo sus electrones hacia dos citocromos c. El complejo 
III es un homodímero en el que cada monómero consta de once subunidades. El centro 
funcional del monómero está formado por tres subunidades: citocromo b (con los grupos 
hemo bL y bH de baja y alta energía, respectivamente), la proteína Fe-S de Rieske (RISP, 
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Rieske ferro-sulfur protein) y citocromo c1 (también con un grupo hemo). El centro de la 
interfase de los dos monómeros tiene dos sitios de unión de QH2.  
En el complejo III se oxidan dos moléculas de QH2 en el sitio Q0, liberando cuatro electrones, 
dos de los cuales son aceptados por la proteína RISP, que lo transfiere al citocromo c1 y de ahí 
al citocromo c. La liberación de estos dos electrones crea un intermediario inestable 
denominado ubisemiquinona, que cede los otros dos electrones a los dos grupos hemo 
(primero bl y después bh) del citocromo b. El grupo bh distribuye los otros dos electrones a un 
segundo sitio de procesamiento Q1, en el cual una Q se reduce a QH2 (Figura VII) [42, 58]. En 
este complejo se exportan cuatro protones. 
2.5.4. Complejo IV o citocromo oxidasa 
En el siguiente paso, los electrones que porta el citocromo c se ceden a una molécula de 
oxígeno para producir agua en el complejo IV. Este complejo forma parte de la superfamilia 
hemo-cobre oxidasas constituida por trece subunidades diferentes y posee cuatro centros 
rédox metálicos CuA y los centros hemo a, hemo a3 y CuB. El citocromo c en primer lugar 
cede sus electrones al centro CuA, y secuencialmente al centro hemo a y al centro binuclear 
hemo a3-CuB, que reduce el oxígeno a dos moléculas de agua. Por cada cuatro electrones que 
se transfieren, se translocan cuatro protones al espacio intermembranal y otros cuatro protones 
se utilizan como sustrato para producir dos moléculas de agua (Figura VII) [42]. 
2.5.5. Complejo V o ATP sintasa 
Una vez trasportados los protones al espacio intermembranal se produce una alta diferencia de 
potencial de membrana que provoca la entrada de protones de nuevo a la matriz mitocondrial 
a través de un sistema multiproteico con actividad ATP sintasa, aprovechando dicho 
transporte para la producción de ATP. La enzima es una ATPasa del tipo F que cataliza la 
formación de ATP a partir de ADP y fosfato inorgánico. Está formada por dos componentes: 
F1 contiene nueve subunidades de cinco tipos diferentes α3β3γδε. Cada una de las subunidades 
β tiene un centro catalítico para la síntesis de ATP. El heterodímero αβ adquiere tres 
conformaciones diferentes en función de la presencia de ATP, ADP o la ausencia de estos. La 
subunidad γ se encuentra unida a uno de los tres pares αβ, forzando a los otros pares a tomar 
otras conformaciones, con diferentes sitios de unión a nucleótidos. La región F0, integrada en 
la membrana, forma un poro a través del cual entran los protones y está compuesta de tres 
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subunidades a, b y c en la proporción ab2c10-12. El paso de protones a través de la región F0 
desencadena el giro de las subunidades lo que provoca cambios conformacionales que 
permiten la síntesis de ATP (Figura VII). 
2.6. Metabolismo de las células cancerígenas 
2.6.1. “Efecto Wärburg” 
En condiciones de aerobiosis, las células normales metabolizan la glucosa para la producción 
de piruvato, que se transforma en acetil-CoA y más adelante en CO2 en el ciclo de los TCA, 
para poder obtener moléculas portadoras de electrones (FADH2 y NAD(P)H) que serán 
utilizadas para la producción de ATP en la mitocondria [59]. Sin embargo, las células 
tumorales llevan a cabo mecanismos metabólicos complejos para producir la cantidad de 
biomoléculas necesarias para mantener su alto nivel proliferativo. Por ello, estas células 
presentan un alto índice de glucólisis no oxidativa (incluso en presencia de oxígeno) para la 
producción de energía, así como para la síntesis moléculas para mantener la alta proliferación 
[60].  
El premio Nobel de Fisiología en 1933 Otto Wärburg (1883-1970) fue el primer investigador 
en demostrar que, en células tumorales, la transformación de la glucosa para la producción de 
lactato (que correspondería a la glucólisis anaerobia o no oxidativa) puede ocurrir incluso en 
presencia de oxígeno (glucólisis aerobia), pudiendo representar el mecanismo principal de 
obtención de energía utilizando la fosforilación oxidativa en menor proporción [61]. El efecto 
Wärburg se explicó como una respuesta adaptativa de las células tumorales para su 
crecimiento y supervivencia en zonas con baja concentración de oxígeno, o bien se explicó 
como un mecanismo para contrarrestar una disfunción de la CTE debido a posibles 
mutaciones a nivel mitocondrial [61]. Por otro lado, recientemente se ha asociado el cambio 
de las células tumorales hacia un fenotipo glucolítico a transformaciones oncogénicas ya que 
se ha comprobado que la activación de la glucólisis está regulada por oncoproteínas como el 
factor inducible por hipoxia-1 (HIF-1, hipoxia inducing factor-1), la oncoproteína Ras, la vía 
PI3K/Akt/mTOR, c-Myc y NF-κB, y se encuentra inhibida por supresores tumorales como 
p53 y pRb [62-64]; o bien está provocada por desacoplamientos mitocondriales que impiden 
la utilización del piruvato para formar acetil-CoA, promoviendo la utilización de otros 
sustratos en el ciclo de los TCA como la glutamina o el acetil-CoA proveniente de los ácidos 
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grasos con un normal funcionamiento de la respiración celular [65], hecho concretamente 
descrito en modelos celulares leucémicas [65].  
De cualquier manera, el mecanismo de adaptación a una alta actividad glucolítica en las 
células tumorales implica un aumento del consumo de glucosa así como la expresión de genes 
relacionados con la glucólisis, como los que codifican los GLUT y las enzimas HKII y 
GAPDH [55]. Además, la actividad glucolítica exacerbada de las células tumorales 
clínicamente se encuentra explotada mediante el uso de la técnica de tomografía de emisión de 
positrones con 
18
F-desoxiglucosa (FDG-PET), ya que detecta y monitoriza tumores en virtud 
de su elevada capacidad para captar y catabolizar la glucosa en comparación con los tejidos 
sanos [66]. 
2.6.2. Lipogénesis y utilización de ácidos grasos 
Otra característica observada en las células tumorales es la tasa elevada nivel de oxidación de 
ácidos grasos, que a su vez se encuentra favorecida por la síntesis de novo de ácidos grasos, en 
lugar de la utilización de los ácidos grasos provenientes de la dieta, como ocurre de manera 
normal en las células sanas [67]. En las células cancerígenas, hay una elevada síntesis de novo 
de ácidos grasos y las provisiones de lípidos celulares dependen altamente de dicha síntesis, 
para la formación de la membrana celular y la obtención de energía a través de la β-oxidación 
de los ácidos grasos formados [51]. La β-oxidación, por lo tanto, puede suponer una fuente 
alternativa para mantener el crecimiento y supervivencia de las células cancerígenas [65, 68-
70]. Esta adaptación celular, al igual que en el caso de la glucólisis, puede estar regulada 
génicamente por los protooncogenes c-myc, mTOR o el gen supresor tumoral PML, o inhibida 
por pRb, o por cambios en la expresión de genes que codifican para de enzimas reguladoras de 
esta vía metabólica [64, 71]. 
Aunque el papel que juegan los ácidos grasos como combustible bioenergético en células 
cancerígenas es menos conocido, se considera que el aumento de la β-oxidación tiene el fin de 
generar el NADPH, a través del ciclo de los TCA, que tiene importancia para la defensa ante 
el estrés oxidativo, la pérdida de ATP y la muerte celular [41]. 
En definitiva, el catabolismo de la glucosa para la transformación en lactato y la β-oxidación 
son dos vías metabólicas de obtención de ATP y mantenimiento celular en células 
cancerígenas, y su contribución variará en función de la variabilidad genética de las células 
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tumorales, así como del nicho que las rodea [51]. Debido a esta característica de las células 
tumorales, ambas vías representan dianas de intervención farmacológica para el diseño de 
nuevos compuestos que las inhiban en diferentes reacciones del proceso [72]. 
3. MECANISMOS DE MUERTE CELULAR 
La muerte celular es uno de los procesos celulares más importantes, dado que regula 
fenómenos vitales tales como el desarrollo, la homeostasis de los tejidos y la respuesta al 
estrés, estableciendo para ello una interconexión con los procesos de proliferación y 
supervivencia celular [73]. Además, la muerte celular tiene un papel fundamental en el 
desarrollo de tumores, debido a que el crecimiento celular descontrolado que ocurre suele 
venir acompañado por una incapacidad de ejecución de la muerte, por la activación de una 
serie de oncogenes específicos que inhiben dicho proceso [74]. 
Se han descrito tres tipos principales de muerte celular, a saber apoptosis (muerte celular 
programada tipo I), autofagia (muerte células programada tipo II) y necrosis (muerte celular 
no programada), aunque también se conocen otros mecanismos menos comunes como la 
necroptosis, la cornificación y la piroptosis [75]. 
3.1. Muerte celular programada tipo I o apoptosis  
La muerte celular por apoptosis es un proceso programado endergónico que se clasifica en 
función de su mecanismo de iniciación, ya que puede ocurrir mediante la interacción de 
ligandos específicos con receptores celulares de muerte (vía extrínseca), o a través de la 
liberación del citocromo c de la mitocondria (vía intrínseca o mitocondrial), siendo el común 
denominador final la activación de una familia de proteasas, denominadas caspasas, 
responsables de la activación de la maquinaria de degradación celular [76]. 
Las características morfológicas de la apoptosis incluyen la pérdida del contacto entre células, 
el adelgazamiento celular debido a la pérdida de potasio y agua, la condensación de la 
cromatina y fragmentación del DNA internucleosómico, la formación de evaginaciones en la 
membrana plasmática denominadas “blebs”, y la auto-fragmentación celular formando 
cuerpos apoptóticos que rápidamente son eliminados por acción de fagocitos y células 
adyacentes, las cuales son atraídas por la exposición de fosfatidilserina en la cara externa de la 
membrana plasmática. 
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Figura VIII: Esquema de la integración de las vías apoptóticas celulares. Modificado de Fulda y Vucic, 2012. 
[77]. 
3.1.1. Vía extrínseca de la apoptosis 
La vía extrínseca de la apoptosis tiene lugar tras la interacción de los ligandos de muerte (Fas, 
TNFα (factor de necrosis tumoral) y TRAIL (ligando inductor de apoptosis relacionado con-
TNF) con los receptores de muerte celular localizados en la membrana y transmiten señales 
apoptóticas al interior celular que culminan en la activación de las caspasas y la muerte celular 
(Figura VIII). Estos ligandos se expresan y liberan en linfocitos T citotóxicos, en células 
natural killer y otras células del sistema inmune tras un estímulo, y son liberados próximos a 
la célula a eliminar [76, 78]. 
A. Receptor de muerte de unión a TNF (TNFR) 
Este receptor recibe su nombre de su ligando, el TNF. Este factor es una citoquina pro-
inflamatoria pleiotrópica, que se secreta principalmente por monocitos y macrófagos. Esta 
citoquina se expresa como pro-forma no activa de 26 KDa (pro-TNFα) que se activa por su 
rotura mediada por las metaloproteasas de la matriz, dando lugar a una forma soluble de 17 
KDa que se une a su receptor principal TNFR1, implicado en la citotoxicidad primaria, y al 
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receptor TNFR2, encargado de la señalización pro-inflamatoria primaria [79]. Ambos 
receptores pertenecen a la superfamilia de receptores TNF, y se caracterizan por la presencia 
de un dominio extracelular de unión al ligando y un dominio intracelular de muerte (DD, 
death domain) el cual sirve para el reclutamiento de proteínas y activación de la señalización.  
La unión del ligando al receptor provoca la trimerización de éste (Figura VIII), la fusión del 
receptor con balsas lipídicas celulares (lipid rafts) y la internalización del dominio de muerte, 
permitiendo así el reclutamiento de la proteína asociada al dominio de muerte de TNFR 
(TRADD, TNF receptor-associated death domain), que a su vez recluta los factores TRAF-
1/2 (factor 2 asociado al TNFR), RIP (proteína de interacción con receptor) y FADD (proteína 
asociada al dominio de muerte de Fas), formando el “Complejo I” [80]. Este complejo se 
disocia del TNF1R y en el citoplasma se une a la caspasa-8 formando el “Complejo IIa”, que 
se encuentra negativamente regulado por la proteína antiapoptótica c-FLIP (proteína 
inhibitoria FLICE) (Figura VIII) [81]. 
B. Receptores de muerte Fas y TRAIL 
La unión del ligando Fas (FasL o CD95L) a su receptor CD95 produce la internalización del 
receptor para la formación del complejo de señalización inductor de muerte (DISC, death 
inducing signalling complexes), cuyos elementos principales son el factor FADD y la caspasa-
8, permitiendo la formación del homodímero de caspasa-8 y la activación de la misma por 
proteólisis recíproca. 
La muerte celular mediada por TRAIL (DR4 y DR5, receptor de muerte) es similar a la 
producida por la señalización de Fas, excepto por la existencia de receptores “señuelo” (DcR1 
y DcR2) que compiten con los receptores de TRAIL por la unión del ligando y no producen la 
cascada de muerte celular. Al igual que el sistema Fas, la unión de TRAIL induce la 
formación del complejo DISC y la activación de la caspasa-8 [78]. 
3.1.2. Vía intrínseca de la apoptosis 
La mitocondria es el orgánulo implicado en la activación de la vía intrínseca de la apoptosis, 
así como de la autofagia y la necrosis [82]. La vía apoptótica mitocondrial se modula por el 
balance de factores proapoptóticos y antiapoptóticos de la superfamilia de proteínas Bcl-2. 
La activación de la vía mitocondrial de la apoptosis ocurre tras un estímulo (por ejemplo: 
radiación, agentes antitumorales, estrés hipotérmico u oxidantes) que desencadena un proceso 
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que lleva a la permeabilización de la membrana mitocondrial externa (mOMP) y la 
consiguiente liberación de factores proapoptóticos presentes en el espacio intermembranal 
[83]. Esta permeabilización supone un punto de no retorno de la apoptosis, y los mecanismos 
que la regulan son objeto de controversia. Existen dos hipótesis que explican la mOMP: La 
primera de ellas postula que la mOMP resulta de la formación de poros en la membrana 
mitocondrial externa, regulados y/o formados por proteínas de la familia Bcl-2, y de tamaño 
suficiente para permitir la salida de las proteínas del espacio intermembranal. La segunda 
hipótesis parte de la permeabilización de la membrana mitocondrial interna (mIMP), por la 
formación del poro de permeabilidad de transición mitocondrial (mPTP) y la liberación de 
solutos de menos de 1,5 kDa al citosol. El mPTP es un poro grande que se expande desde la 
membrana externa a la membrana interna de la mitocondria y está compuesto principalmente 
por el canal de aniones dependiente de voltaje las proteínas (VDAC, voltaje dependent anion 
channel) en la membrana externa, del translocador de nucleótidos de adenina (ANT, adenine 
nucleotide translocator) en la membrana interna, y la proteína soluble de la matriz ciclofilina 
D. En condiciones normales, este poro se encuentra en un estado de baja conductancia, pero 
tras un incremento en la liberación de Ca
2+
 del retículo endoplasmático, este catión se asocia 
al mPTP transformándolo en un poro de alta conductividad por el cual se permite la libre 
difusión de agua e iones a la matriz mitocondrial. Esta difusión provoca el colapso del 
potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm), desacoplamiento de la CTE e hinchamiento de la 
matriz mitocondrial, que conlleva a la rotura mecánica de la membrana mitocondrial externa y 
la liberación de las proteínas proapoptóticas al citosol. Por lo tanto, la segunda hipótesis 
señala a la mIMP como causa inicial de la mOMP.  
Sea como fuere el mecanismo de iniciación, la mOMP culmina con la liberación de proteínas 
al citosol desde el espacio intermembranal de la mitocondria, como es el caso del citocromo c, 
Smac/DIABLO, la Omi/HtrA2, la endonucleasa G (EndoG) y el factor inductor de apoptosis 
(AIF, apoptosis inducing factor), comprometiendo a la célula a la muerte celular [82]. 
Una vez en el citosol, el citocromo c liberado forma un complejo, junto al factor activador de 
proteasas-1 (APAF, apoptosis protease-activating factor-1, con actividad ATPasa) y a la 
procaspasa-9, denominado apoptosoma, que da lugar a la activación de esta caspasa y 
ulteriormente a las caspasas efectoras (-3, -6 y -7) [84]. Dicha formación requiere la unión de 
ATP y, por lo tanto, es un proceso consumidor de energía. Además, al apoptosoma también se 
unen proteínas inhibidoras de la apoptosis (IAPs, inhibitory apoptosis proteins) que poseen un 
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dominio de activación y reclutamiento de caspasas (CARD, caspase activating and 
recruitment domain), por el cual se unen y bloquean la activación de las caspasas. Estos 
inhibidores, en cambio, se bloquean o degradan por antagonistas que contienen un motivo de 
unión a IAPs, como es el caso de las proteínas Smac/DIABLO y Omi/HtrA2, liberadas 
durante la mOMP [85]. Además del citocromo c, Smac y HtrA2/Omi, la mOMP también 
permite la liberación de EndoG y AIF que, tras su translocación al núcleo, promueven la 
fragmentación del DNA [85, 86]. 
A. Familia de proteínas Bcl-2  
La familia de proteínas Bcl-2 son reguladoras de la muerte celular ya que controlan la salida 
del citocromo c de la mitocondria [83]. Todas las proteínas de esta familia tienen al menos un 
dominio de homología Bcl-2 (BH, Bcl-2 homology), y se han identificado más de veinte 
proteínas pertenecientes a esta familia que, basándose en su estructura y función, se dividen en 
tres grupos (Figura IX) [83]. 
i.- Proteínas antiapoptóticas, como Bcl-2, Bcl-xl, Bcl-w, Bcl-b, Bcl-2A1y Mcl-1. Contienen 4 
dominios BH y, muchas de ellas, dominios transmembrana. Todas ellas participan en la 
prevención de la apoptosis por limitación del mOMP, manteniendo la integridad mitocondrial 
y bloqueando la liberación de factores iniciadores de la apoptosis como el citocromo c. 
ii.- Las proteínas proapoptóticas Bax, Bak y Bok. Tienen tres dominios BH y su función es 
promover la apoptosis por formación del mPTP. 
iii.- Proteínas de la familia Bcl-2 con un solo dominio BH3: Bad, Bik, Bid, Bim, Bmf, Noxa, 
Puma y HRK. Todas ellas con una función proapoptótica. 
El modelo planteado de la liberación del citocromo c mediante la formación del poro mediado 
por proteínas de la familia Bcl-2 describe que, en situaciones normales, las proteínas 
antiapoptóticas Mcl-1, Bcl-xl y Bcl-2 se encuentran unidas e inhibiendo a las proteínas pro-
apoptóticas Bax y Bak. Tras un estímulo apoptótico, las proteínas proapoptóticas con un solo 
dominio BH (Bad, Bim, Noxa, Puma) compiten con Bax y Bak por la interacción con Bcl-2, 
Bcl-xl o Mcl-1, resultando en la liberación de Bax o Bak. Estas entonces oligomerizan en la 
membrana mitocondrial externa, formando el poro. Alternativamente, los miembros 
proapoptóticos de un solo dominio pueden interaccionar directamente y activar Bak y Bax 
[87].  
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Figura IX: Estructura de las proteínas de la familia Bcl-2. Modificada de Taylor et al.[83] 
Otro factor importante durante el proceso de mOMP es Bid, que sufre proteólisis por acción 
de la caspasa-8 para dar la forma truncada o activa tBid, la cual a su vez se une y activa Bax y 
Bak. De esta manera, Bid es una proteína que interconecta la vía de los receptores de muerte y 
la vía mitocondrial [88]. Otro factor proapoptótico es Bad que, en presencia de factores de 
supervivencia, se encuentra fosforilado y retenido en el citoplasma por efecto de la proteína 
14-3-3. Tras la desfosforilación, Bad se libera de la proteína 14-3-3 y se transloca a la 
mitocondria donde induce la muerte por neutralización del efecto antiapoptótico de Bcl-2 y 
Bcl-xl [89]. 
3.1.3. Activación de la vía de las caspasas 
Las proteínas caspasas pertenecen a la familia de proteínas con actividad cisteinil-aspartasa, y 
suponen el elemento de convergencia del proceso apoptótico [90]. La familia de caspasas se 
subdivide en dos grupos: el de las caspasas iniciadoras, que se auto-activan e inician el 
procesamiento proteolítico de otras caspasas, y el de las caspasas efectoras, que se activan por 
las iniciadoras, y a su vez son responsables de la rotura de la mayoría de los sustratos durante 
la apoptosis. 
Todas las caspasas tienen una estructura pro-péptido formada por una zona pro-dominio 
compuesta por el dominio de reclutamiento de caspasas (CARD, caspase recruitment domain) 
y el dominio efector de muerte (DED, death effector domain), seguido de un heterodímero 
formado por una subunidad peptídica larga y otra corta, que conforman la parte activa de la 
proteína (Figura X). La activación de las caspasas se inicia a través de la liberación de la 
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subunidad larga y corta del pro-dominio por rotura a nivel de enlaces con residuos de 
aspártico (Asp-X) entre el pro-dominio y la subunidad larga y la subunidad larga y la 
subunidad corta, que expone el sitio activo por interacción entre la subunidad larga y la corta 
de la caspasa en su conformación activa. Las caspasas no activas pueden encontrarse en forma 
de monómeros (iniciadoras) o dímeros (efectoras) [83], mientras que las formas activas de las 
caspasas funcionan comúnmente como heterotetrámeros, compuestos por la dimerización de 
dos heterodímeros (subunidad grande más subunidad pequeña) de la caspasa (Figura X).  
 
Figura X: Estructura y activación de las caspasas.  
Las caspasas se clasifican en base a su función celular pues existen caspasas con función 
principal apoptótica (caspasas-2, -3, -6, -7, -8, -9 y -10), inflamatoria (caspasas -1, -5 y -4) o 
diferenciadora (caspasa-14). Las caspasas con función apoptótica a su vez se clasifican en 
iniciadoras (caspasa-2, -8, -9 y -10) o efectoras (caspasas-3, -6, -7), que se distinguen por su 
mecanismo de activación. Las caspasas iniciadoras se activan por dimerización, mediante la 
unión de los complejos adaptadores al pro-dominio, como es el caso del complejo DISC para 
las caspasa-8 y-10, el apoptosoma para la caspasa-9 y el PIDDosoma para la caspasa-2, que 
favorecen la proximidad entre las caspasas forzando así su dimerización. La activación de las 
caspasas ejecutoras ocurre por la rotura proteolítica entre la subunidad larga y la corta de los 
monómeros que lo forman, llevada a cabo por las caspasas iniciadoras. Las caspasas 
ejecutoras activadas pueden sufrir a continuación un proceso de maduración que suele 
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consistir en la eliminación del pro-dominio, y le suele otorgar funciones diferentes a la forma 
sin madurar (Figura X).  
La activación de la caspasa-3 tras la activación de la vía extrínseca puede ocurrir por dos vías, 
en función de la fuerza del estímulo inductor y tipo celular. Así, se pueden dar dos situaciones 
alternativas en función del tipo celular. En las células de clase I, la señal es lo suficientemente 
intensa como para activar por sí misma la caspasa-3 efectora a través de la caspasa-8. En 
cambio, en las células de clase II (un ejemplo de ello es el modelo leucémico mieloide HL60), 
la activación de la caspasa-8 es débil por lo que se requiere una amplificación del efecto por 
desviación a la vía mitocondrial, mediada por la activación por rotura de la proteína pro-
apoptótica Bid a su forma activa t-Bid, que se transloca a la mitocondria desde el citosol 
activando la vía intrínseca de la apoptosis, amplificando la señal [91].  
Otros mecanismos alternativos de ejecución de la apoptosis, pueden iniciarse tras un daño en 
el DNA, donde la proteína proapoptótica p53 induce la expresión de la proteína con dominio 
de muerte inducido por p53 (PIDD, p53-induced death domain), que se asocia a las proteínas 
con un dominio de muerte CRADD y RAIDD (death domain containing protein/ RIP 
associated Ich-1/CED homologous protein with death domain) y a la pro-caspasa-2 formando 
el complejo denominado PIDDosoma. Este complejo favorece la activación de la caspasa-2 
por proteólisis y pone en marcha la vía apoptótica mitocondrial a través de la activación de la 
proteína proapoptótica Bid. Sin embargo, su papel no es exclusivo de la apoptosis, sino que 
también está implicado en la activación de vías de supervivencia, como la del factor nuclear 
potenciador de las cadenas ligeras kappa de las células B activadas (NF-κB, nuclear factor of 
the κ enhancer B) [92]. 
Entre las vías efectoras de las caspasas se encuentran proteínas asociadas a la estructura 
celular como actina y laminina A, así como proteínas reparadoras del DNA entre los que se 
encuentran PARP (poli (ADP-ribosa) polimerasa), proteínas específicas de parada de ciclo 
celular GAS2 (growth arrest specific protein2) y vías de transducción de señales que median 
el desmantelamiento y rotura de material celular. Este es el caso de proteínas encargadas de la 
fragmentanción del DNA, como la DNasa activada por caspasas (CAD, caspase activated 
DNase), a partir de la rotura de la proteína inhibidora de CAD (ICAD) [93]. 
Para completar el proceso de apoptosis, la célula debe ser eliminada mediante fagocitosis por 
macrófagos tisulares o células vecinas. Para ello, en las células apoptóticas se activan señales 
 48 
 
moleculares tales como la exposición de fosfatidilserina o calreticulina en la cara externa de la 
membrana celular, que ayudan a su reconocimiento por los fagocitos. Mientras, las células 
sanas se protegen con la expresión en superficie de la proteína CD47 [93]. 
3.1.4. Apoptosis en cáncer 
La apoptosis es un proceso frecuentemente alterado durante la carcinogénesis como 
mecanismo de evasión de la muerte celular. Estas modificaciones pueden ocurrir a nivel 
génico y epigenético con la alteración de la expresión de proteínas de señalización, como es el 
caso de la disminución de la expresión de receptores de muerte (CD95 y TRAIL) o caspasa-8 
como ocurre en ciertos tipos de leucemias, o la sobreexpresión de la proteína inhibitoria de la 
vía extrínseca de la apoptosis c-FLIP. A nivel de la vía intrínseca se ha observado en muchos 
tipos de cánceres (entre ellos AMLs) incremento en la expresión de la proteína antiapoptótica 
Bcl-2, o descenso de la expresión de las proteínas proapoptóticas Bax o Bim, impidiendo con 
ello la activación de la vía apoptótica mitocondrial y adquiriendo resistencia a la muerte. Otra 
alteración común es la mutación del gen de la proteína supresora tumoral p53, lo que da lugar 
a una pérdida de la función de dicha proteína [11].  
3.2. Necrosis 
En el momento en el que las células son incapaces de desencadenar la muerte por apoptosis, 
por ejemplo por contenido insuficiente de ATP, éstas pueden tomar un destino alternativo y 
llevar a cabo la muerte por necrosis. 
La necrosis se considera un proceso de muerte celular no programado que desemboca en la 
alteración irreversible de parámetros esenciales del metabolismo y de la estructura celular [94]. 
Sin embargo, pese a considerarse un fenómeno accidental, provocado por daño químico o 
físico, por un daño celular agudo, o bien por incapacidad de llevar a cabo la muerte por 
apoptosis, este proceso se puede considerar ordenado en términos de curso y desenlace, ya que 
las alteraciones observadas durante el final de la necrosis suelen ser constantes. 
Algunos eventos asociados o desencadenantes de la necrosis son: la disfunción mitocondrial,  
la producción excesiva de especies reactivas de oxígeno (ROS, reactive oxygen species), el 
hinchamiento mitocondrial, la disminución drástica en los niveles de ATP, el fallo en la 
homeostasis del calcio, el agrupamiento de orgánulos en la zona perinuclear, la activación de 
proteasas como las calpaínas y catepsinas, la rotura lisosomal y, finalmente, la rotura de la 
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membrana plasmática. Al contrario de lo que ocurre en la apoptosis, no hay alteraciones a 
corto plazo en la integridad del DNA, aunque su fragmentación puede ocurrir en los últimos 
estadíos del proceso [95]. Aunque no se produce la translocación de fosfatidilserina a la 
superficie de la membrana plasmática que sirve de reclamo para la los fagocitos, la necrosis 
produce una reacción inflamatoria local provocada por la liberación de factores celulares al 
medio, que alertan a las células del sistema inmunológico para su eliminación [96-98]. 
3.3. Otros mecanismos de muerte 
3.3.1. Necroptosis 
La “necrosis programada” o “necroptosis” representa un programa de muerte intrínseco 
independiente de caspasas, regulado a través de la estimulación de receptores de la familia del 
TNF, Fas ligando, toll-like receptors, lipopolisacáridos, estrés genotóxico y físico o químico 
[99, 100]. Tras la activación estos receptores, se promueve la formación del complejo IIa (o 
DISC) que tiene la caspasa-8. Sin embargo, si la célula tiene un alto contenido en la proteína 3 
de interacción con el receptor (RIP3, receptor interacting protein 3), este entra en el complejo 
II por interacción con RIP1 y, tras la inhibición de la caspasa-8 y supresión de los factores 
FADD y TRADD del complejo II, se forma el complejo IIb o necrosoma. La activación de la 
necroptosis culmina en cambios como el aumento del metabolismo de hidratos de carbono y 
glutamina, dando lugar a un aumento de la producción de ROS mitocondrial por disfunción de 
la CTE y muerte celular. Además, la necroptosis también se puede regular a nivel 
mitocondrial, ya que un aumento en la producción de ROS puede desencadenar el mPTP y la 
caída en los niveles de ATP [99, 101], que hagan difícil la ejecución de la apoptosis. 
3.3.2. Autofagia 
La autofagia es un proceso catabólico de supervivencia que se inicia en situaciones de falta de 
nutrientes, en la cual ocurre una autodigestión de orgánulos y proteínas intracelulares como 
mecanismo de reciclaje, reparación de estructuras erráticas y fuente alternativa de energía 
[102]. Bioquímicamente, la autofagia está regulada por la proteína diana de rapamicina en 
mamíferos (mTOR, mammalian target of rapamycin), como punto de convergencia de las vías 
de señalización LKB-1/AMPK y PI3K/Akt (las cuales se estudiarán en el apartado 4) que 
controlan el crecimiento celular y la síntesis proteica en respuesta a la disponibilidad de 
nutrientes. El proceso autofágico se caracteriza por la formación y elongación de una 
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membrana de aislamiento o fagóforo mediada por la rotura y activación de la proteína 3 de 
cadena ligera (LC3, light chain-3), la maduración por cierre del fagóforo con la formación del 
autofagosoma que contiene la carga citosólica seleccionada unida a la proteína de 
reclutamiento p62, la fusión del autofagosoma con el lisosoma y, finalmente, la digestión de la 
carga citosólica por las proteasas lisosomales y enzimas hidrolíticas [102]. 
Además de la importancia que tiene la autofagia en la supervivencia celular por el reciclaje de 
macromoléculas, también se le ha asignado un papel regulador del desarrollo, la 
diferenciación, la tumorogénesis y la apoptosis. De hecho, puede ser un mecanismo de 
supervivencia o de muerte celular. La producción de autofagosomas y vesículas autofágicas 
tiene en principio un efecto protector, pero si la autofagia se alarga en el tiempo o es excesiva 
puede tener un efecto letal. La autofagia como mecanismo de muerte, sin embargo, es 
diferente a la apoptosis en cuanto a sus características bioquímicas ya que, por ejemplo, se 
produce una condensación parcial de la cromatina, pero no fragmentación del DNA [103]. 
4. VÍAS DE SEÑALIZACIÓN DE MUERTE CELULAR, 
CRECIMIENTO Y SUPERVIVENCIA  
Las vías de señalización celular están formadas por unas cascadas de activación de proteínas 
encargadas de la transducción de señales, que suelen iniciarse a nivel de la membrana 
plasmática por interacción de ligandos específicos con receptores, y traspaso de la señal a 
otras proteínas mediante procesos de activación o inhibición (p.e. por fosforilación), hasta 
llegar al efector final (p.e. proteína implicada en el metabolismo, proliferación,  supervivencia, 
apoptosis, etc), que ejecuta la señal primaria recibida. 
Entre los ligandos que se unen a los receptores se encuentran los factores de crecimiento como 
la insulina, el factor de crecimiento insulínico (IGF, insulin like growth factor), el factor de 
crecimiento epidérmico (EGF, epidermal growth factor),  el factor de crecimiento de 
fibroblastos (FGF, fibroblast growth factor), eritropoyetina (EPO), interleuquinas, etc., todos 
ellos implicados en la proliferación, diferenciación y supervivencia celular. Por ello, una 
inadecuada señalización de factores de crecimiento puede producir muerte o crecimiento 
celular incontrolado.  
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4.1. IGF-1 e IGF-1R 
El factor de crecimiento insulínico tipo (IGF) es una proteína de la familia IGF formada por 
dos miembros (IGF-1 e IGF-2), con una secuencia peptídica similar a la insulina. La 
disponibilidad del IGF se regula extracelularmente por las 6 proteínas de unión a IGF (IGFBP, 
IGF binding protein), que lo mantienen secuestrado en el medio extracelular y cuya liberación, 
en respuesta a señales paracrinas y autocrinas, permite la unión del factor a su receptor IGF-
1R [104]. Este receptor está formado por un dominio extracelular de unión a IGF-1, conectado 
por una región transmembrana a la región citoplasmática que contiene un dominio tirosina 
quinasa (TKD, tyrosine kinase domain), además de otras regiones reguladoras en la parte C-
terminal y juxtamembranal, y se encuentra de manera natural formando dímeros unidos 
mediante enlaces disulfuro en la región extracelular en residuos de tirosina. Tras la unión de 
IGF-1 al receptor este sufre un cambio conformacional que culmina en la activación por auto-
fosforilación de las fracciones citosólicas del receptor. La activación del receptor promueve la 
unión de proteínas de anclaje que tienen dominios de homología a Src 2 (SH2, Src 2 
homology), de unión a fosfotirosina (PTB, phosphotyrosine binding) o de homología a Src 3 
(SH3, Src 3 homology), como la proteína sustrato del receptor de insulina (IRS, insulin 
receptor substrate) y Shc, que se unen a regiones con fosfotirosina del receptor y son 
fosforiladas por el mismo (Figura XI). Estas proteínas reclutan otras proteínas implicadas en 
el proceso de transducción de la señal, que desencadenan la activación de múltiples vías de 
señalización como PI3K/Akt, Ras/Raf/MEK/ERK o JAK/STAT, que dan lugar a la 
estimulación de funciones específicas celulares como la proliferación, apoptosis, metástasis, 
diferenciación, supervivencia y metabolismo [105-108].  
El IGF-1R desempeña un papel importante en el desarrollo y crecimiento tumoral, ya que este 
receptor se encuentra sobreexpresado en la amplia mayoría de tumores estudiados, 
activándose tanto de manera paracrina como autocrina, por secreción de IGFs en células 
estromales y tumorales [109]. Además, este receptor está relacionado con procesos de 
resistencia frente a tratamientos terapéuticos como la radiación, administración de fármacos 
antitumorales y terapia molecular [110-113], lo que sugiere que la inhibición de la 
señalización por este receptor tiene gran interés en el desarrollo de estrategias de terapia 
antitumoral [114]. 
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Figura XI: Esquema de la activación del receptor de IGF-1 (IGF-1R). 
4.2. Vía PI3K/Akt 
Como se ha mencionado anteriormente, muchos receptores de membrana (entre ellos el IGF-
1R) transmiten las señales de supervivencia a través de la vía de PI3K/Akt. La activación del 
receptor promueve el reclutamiento y la activación por fosforilación de la proteína PI3K a 
través de un factor de anclaje IRS. La PI3K fosforilada activa la proteína quinasa dependiente 
de 3-fosfoinosítido (PDK-1, 3-phosphoinositide dependent protein kinase) así como el 
fosfatidilinositol (PI), formando 3-fosfatidilinositol fosfato (PIP3). El PIP es un mensajero 
lipídico que se une a proteínas que poseen dominios de homología con la pleckstrina (PH, 
plecsktrin homolog), como la proteína Akt, que es una de las proteínas efectoras más 
conocidas de PI3K. La unión de Akt a PIP3 da lugar a su translocación a la membrana 
plasmática y la fosforilación en dos residuos críticos, treonina (Thr
308
) y serina (Ser
473
). La 
fosforilación a nivel de Thr
308
 se consigue a través de quinasas adicionales como la PDK-1, 
activada por PIP3 [115]. La enzima responsable de la fosforilación de Ser
473
 aún no ha sido 
identificada, pero la proteína Ca
2+
/CaMKK (quinasa quinasa calcio calmodulina dependiente) 
o la proteína quinasa dependiente de AMPc (PKA) se sugieren como posibles candidatas [116, 
117]. 
La activación de Akt promueve señales efectoras implicadas en la proliferación celular y la 
inhibición de la apoptosis. Una de ellas transcurre mediante la inhibición de la proteína TSC 2 
(esclerosis tuberosa 2), con la subsecuente activación de los efectores Rheb-GTP (homóloga 
de Ras enriquecida en cerebro), mTOR, p70S6K, que controlan procesos relacionados con la 
regulación del ciclo celular, metabolismo, transcripción y traducción, en respuesta al 
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contenido nutricional del medio. La proteína mTOR actúa a través de dos complejos 
diferentes: el primero de ellos es TORC1, sensible al fármaco inmunosupresor rapamicina, 
que contiene las proteínas mTOR, Raptor y GβL (subunidad tipo proteína G beta) y regula la 
traducción y el crecimiento celular por la fosforilación de la quinasa ribosómica S6 
(rpS6) y la proteína 4EBP1 (proteína de unión al factor de iniciación 4E) [118]. El 
segundo complejo es TORC2, que es insensible a la rapamicina, está formado por las 
proteínas Rictor, GβL, mTOR y Sin, y su función principal es la activación de Akt en la Ser473 
y la organización y polarización de la actina [119]. En situaciones de disponibilidad de 
nutrientes, el factor mTOR regula numerosas vías metabólicas como la glucólisis y la vía de 
las pentosas fosfato, a través del factor de transcripción HIF-1, la síntesis de lípidos, a través 
de la proteína de unión a elementos reguladores de esterol (SREBP, sterol response element-
binding protein), la síntesis de ácidos nucleicos y la síntesis de proteínas, a través de la 
fosforilación 4E-BP1 y la quinasa ribosómica S6K1 [120, 121]. Además, en situación de 
disponibilidad de nutrientes, mTOR inhibe el proceso catabólico de la autofagia como 
mecanismo de reciclaje de macromoléculas celulares. En cambio, en situación de falta de 
nutrientes, la proteína mTOR está inhibida por la proteína quinasa activada por AMP (AMPK, 
AMP activated protein) de la vía LKB-1/AMPK (quinasa b-1 hepática, liver kinase b-1), 
impidiendo con ello el gasto energético que requiere la síntesis de nuevos componentes.  
Otra acción que regula Akt ocurre a nivel de la fosforilación de la proteína proapoptótica de la 
familia Bcl-2, Bad (Ser
136
). La fosforilación de Bad le mantiene secuestrado en el citosol por 
la proteína 14-3-3, impidiendo que ejerza su acción proapoptótica en la mitocondria [122]. 
Akt también inactiva por fosforilación el factor de transcripción Forkhead, implicado en la 
transcripción de Fas-ligando, y GSK3β (glucógeno sintasa quinasa β). Esta última es una 
proteína proapoptótica implicada en la inhibición de la proliferación celular y regulación del 
metabolismo de la glucosa a nivel del transportador de la glucosa (GLUT), de la PFK2 y de la 
glucógeno sintasa 3. La inhibición de GSK3β tiene gran importancia ya que la supervivencia 
de la célula reside, en parte en el mantenimiento de altos niveles de glucólisis, para mantener 
los niveles de ATP necesarios [123, 124]. Otras vías reguladas por Akt, menos relevantes, son 
la activación del NF-κB (vía TNFR) y de cAMP, ambas relacionadas con la transcripción y 
expresión de proteínas antiapoptóticas de la familia Bcl-2 [125, 126], y la activación de la 
proteína MDM2, que se inactiva por unión el factor proapoptótico p53, reprimiendo su acción 
transcripcional (Figura XII). La regulación de Akt depende de su localización celular así como 
de su fosforilación, esta última regulada por los niveles de PIP que, a su vez, está regulado por 
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la actividad de la proteína supresora tumoral homóloga de fosfatasa y tensina (PTEN, 
phosphatase and tensin homolog) o por la proteína fosfatasa 2A (PP2A, phosphatase protein 
2A), que actúan hidrolizando PIP, antagonizando la función de la PI3K [127]. 
Figura XII: Vía de señalización PI3K/AKT y sus funciones efectoras. El símbolo (P) indica reacción de 
fosforilación. Imagen modificada y adaptada de Vivanco y Sawyers. [128]. 
La vía PI3K/Akt puede sufrir múltiples mutaciones como, por ejemplo, a nivel de la proteína 
fosfatasa PTEN, mutación característica de la AML. Esta mutación resulta en una sobre-
activación de la vía, contribuyendo con ello a una alta capacidad proliferativa y a la resistencia 
a la apoptosis natural o inducida por agentes apoptogénicos [129]. Además, la activación 
constitutiva de la vía de Akt es una de las principales responsables del metabolismo 
glucolítico exacerbado en las células tumorales, ya que incrementan la captación de glucosa, 
por incremento de la expresión y translocación de transportadores GLUT a la membrana y 
activación la enzima PFK [130, 131]. Además, la vía efectora de mTOR es una de las rutas de 
señalización más alteradas en los cánceres humanos, pues se ha observado la activación 
constitutiva de dicha proteína en más del 80% de tumores [132]. Así mismo, la alteración de 
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esta vía también está relacionada con otras patologías como la obesidad y la diabetes tipo II 
[133]. 
4.3. Proteínas quinasas activadas por mitógenos (MAPK) 
Las proteínas quinasas activadas por mitógenos (MAPK, mitogen activated protein kinase) 
pertenecen a una familia de proteínas con actividad serín-treonín quinasa, y constituyen el 
mayor grupo de proteínas de señalización desde la superficie celular al núcleo. Las MAPK se 
pueden activar por estímulos extracelulares, como por ejemplo mediante la estimulación de 
receptores acoplados a proteínas G (GPCRs), factores de crecimiento, factores inflamatorios, 
por radiación ultravioleta, agentes genotóxicos y estrés oxidativo. Las MAPKs activan 
multitud de efectores intracelulares, entre los que se encuentran factores de transcripción, 
proteínas del complejo del poro nuclear, transportadores de membrana, elementos del 
citoesqueleto y otras proteínas quinasas [134]. Estas señales efectoras desencadenan un 
amplio rango de respuestas celulares, que incluyen la proliferación, diferenciación, 
senescencia, apoptosis, etc. [135-137].  
Figura XIII: Esquema de la señalización de la familia de las MAPKs. 
Las MAPKs están divididas en tres subfamilias clásicas: la vía p38MAPK, la vía JNK/SAPK 
(quinasa c-Jun N-terminal /proteína quinasa activada por estrés), y la vía Ras/Raf/MEK/ERK 
(quinasa regulada extracelularmente/ extracellular regulated kinase) [138], las cuales 
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conforman los seis grupos de MAPKs presentes en mamíferos: ERK1/2, ERK3/4, ERK5, 
ERK7/8, JNK1/2/3, y las isoformas de p38 α/// [139-141]. Estas MAPKs se activan por 
fosforilación a partir de las MAPK quinasa (MAPKK, MAPK kinase), que a su vez se activan 
por fosforilación mediada por las proteínas MAPKK quinasa (MAPKKK, MAPKK kinase). 
Las proteínas MAPKKK fosforilan MAPKK específicos, y tienen motivos diferentes en sus 
secuencias que les confieren selectividad de activación en respuesta a diferentes estímulos 
(Figura XIII). 
La alteración de estas cascadas de señalización está directamente relacionada con la 
patogénesis, la progresión y el comportamiento oncogénico del cáncer. Sin embargo, estas 
vías tienen una función pleiotrópica, pudiendo variar en función del origen del tumor, siendo 
esto importante para el resultado y la sensibilidad de la terapia anticancerígena [142]. 
4.3.1. Vía p38/MAPK 
La vía p38MAPK constituye una subfamilia de proteínas quinasas activadas por estrés 
ambiental, como el estrés oxidativo y citoquinas inflamatorias y, en menor medida, por suero 
o factores de crecimiento [174]. La activación de esta vía comienza con uno de estos 
estímulos que activan proteínas con actividad GTPasa como las de la subfamilia de Rho (Rho, 
Rac1, Cd242 y Rit), y de GPCRs. Éstas  proteínas a su vez activan las MAPKKK, que tienen 
actividad serín-treonín quinasa, entre ellas la quinasa reguladora de señales apoptóticas (ASK-
1, apoptosis signal-regulating kinase), diferentes proteínas quinasas de linaje mixto (MLKs, 
mixed-lineage protein kinases), la quinasa activada por el factor de crecimiento transformante 
beta (TAK1, transforming growth factor beta-activated kinase,), la proteína TAO1/2 
(thousand-and-one amino acid), MAPKKK8, MEKK3 y MEKK4 [143-145], y cuya 
activación dependerá del estímulo. Estas MAPKKK a su vez fosforilan de manera específica 
las MAPKK MKK3 y MKK6, que a su vez activan las MAPK de p38. La proteína quinasa 
p38 está codificada por cuatro genes denominados , ,  y , cuya expresión varía en función 
del tejido en el que se localizan así como por la afinidad que poseen por sus elementos 
activadores y efectores [146]. La isoforma p38α es la más ampliamente distribuida y se 
conoce que es una quinasa que se activa por estrés oxidativo [147]. El mecanismo canónico de 
activación de las p38 transcurre mediante la doble fosforilación del motivo Thr-Gly-Tyr en el 
blucle de activación, por MKK3 y MKK6. Además, existen otros mecanismos de activación 
de p38 independiente de MKK como es vía activación de AMPK o por receptores antigénicos 
de células T (TCRs, T cell antigen receptor). Por otro lado, la activación de p38 está regulada 
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por diferentes proteínas con actividad fosfatasa, como es el caso de la PP2C (Ser/Thr 
fosfatasa), PTP (tirosina fosfatasa), M3/6 y la proteína fosfatasa-7 de quinasas activadas por 
mitógenos (MKP-7, mitogen-activated protein kinase phosphatase-7) [144]. 
Las señales efectoras de p38 son numerosas y van a depender del estímulo recibido. A su vez, 
la p38 puede activar por fosforilación diferentes factores de transcripción como el factor de 
transcripción activador (ATF-2, activating transcription factor), la proteína tipo ets-1(Elk1, 
ets-like-1), la proteína homóloga a c/EBP (CHOP, c/EBP-homologous protein) y la proteína 
accesoria del factor de respuesta a suero (SAP, serum response factor accessory protein), 
estimulando la transcripción génica. También activa proteínas quinasas como p90
RSK
 y la 
proteína quinasa activada por estrés y mitógenos (MSK1/2, mitogen and stress activated 
protein kinase), las cuales estimulan la proteína de choque térmico (Hsp27, heat shock 
protein-27) por fosforilación y regulan factores de transcripción implicados en la 
supervivencia celular, como ATF-1 y CREB (elemento de unión en respuesta a cAMP, cAMP 
response element-binding). La respuesta celular de p38 es diversa dependiendo del tipo celular 
y del estímulo, ya que puede producir inhibición de la proliferación por parada del ciclo 
celular, inducir diferenciación, migración, regulación de la síntesis de citoquinas inflamatorias 
o apoptosis [145, 148, 149].  
Las alteraciones y mutaciones a nivel de esta vía se han visto involucradas en muchos de los 
procesos de transformación celular que sufren las células cancerígenas, como son el potencial 
replicativo ilimitado, auto-suficiencia de señales de crecimiento, protección frente a la 
apoptosis, angiogénesis, invasión de tejidos y metástasis [2]. 
4.3.2. Vía JNK/SAPK 
La vía JNK/SAPK se activa inicialmente en respuesta a una amplia variedad de señales de 
estrés celular, estando por ello implicada en la regulación de procesos como la apoptosis y la 
autofagia como mecanismos de supervivencia en respuesta a dicho estrés. En mamíferos, 
existen tres genes de JNK: JNK1, JNK2 y JNK3, cada uno de los cuales codifica 2 y 4 
isoformas [150].  
La activación de JNK está mediada por la fosforilación de los residuos de treonina y tirosina 
del motivo Thr-Pro-Tyr, provocada por las MAPKK MKK4 y MKK7 [151], las cuales se 
activan por las mismas MAPKKK que p38. La activación de JNK regula un gran número de 
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factores de transcripción tales como la proteína activadora 1(AP-1, activator protein-1), c-Jun, 
c-Fos, Maf y ATF-2, p53 y Elk-2, además de otras proteínas citosólicas como Bcl-2 o Bcl-xl 
[152, 153]. El más importante es c-Jun, que es un factor de transcripción que, tras su 
activación, forma homodímeros y heterodímeros con otros factores, induciendo la 
transcripción de diversos genes que provocan una plétora de efectos que implican la 
proliferación celular, la apoptosis, la autofagia, la motilidad celular, el metabolismo y la 
reparación del DNA [154, 155]. 
La vía de JNK regula la apoptosis mediante dos mecanismos. El primero de ellos es 
promoviendo la fosforilación de c-Jun y ATF-2, que dan lugar a la formación y activación de 
AP-1 y a la expresión de proteínas relacionas con la vía de señalización de Fas/FasL. En 
segundo lugar, JNK regula la fosforilación de las proteínas antiapoptóticas Bcl-2 y Bcl-xl, que 
promueven la liberación de Bax y Bak de las proteínas que las mantienen bloqueadas, y la 
formación de poros en la membrana mitocondrial, provocando una caída en el ΔΨm y 
liberación del citocromo c al citosol [156, 157]. 
4.3.3. Vía Ras/Raf/MEK/ERK  
Muchos de los factores de crecimiento que activan la vía de PI3K también son responsables de 
la activación de la vía Ras/Raf/MEK/ERK. 
La proteína monomérica Ras (H-RAS, N-RAS, K-RAS) es la primera proteína con actividad 
GTPasa de la vía y se encuentra anclada a la membrana plasmática. La estimulación de Ras 
ocurre mediante la activación de un receptor con actividad tirosina quinasa que recluta la 
proteína de anclaje citosólica Shc, GRB2 (proteína 2 de unión a receptores de factores de 
crecimiento) y SOS (son of sevenless). GRB2 tiene un dominio SH2 que se une al residuo 
fosfotirosina del receptor y dos dominios SH3 que se fijan a SOS, que a su vez posee 
actividad GEF (factor intercambiador de nucleótidos de guanuna, guanine exchange factor), 
que activa Ras por cambio conformacional. La inactivación de Ras puede estar mediada por la 
proteína con actividad GTPasa GAP (GTPase activating protein). Ras activada recluta la 
proteína Raf (A-Raf, B-Raf, y Raf-1) que es una serín-treonín quinasa que se activa por la 
dimerización de proteínas Raf, la fosforilación y desfosforilación en diferentes dominios de la 
proteína, la disociación de la proteína inhibitoria de Raf (RKIP), y la asociación con proteínas 
acopladoras (p.e. KSR (quinasa supresora de Ras, kinase supresor of Ras)). Ras tiene cerca de 
treinta sitios de fosforilación, que estabilizan la proteína en su forma inactiva o activa. Aparte 
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de Ras, la activación de la proteína Raf también depende de otras proteínas como la fosfatasa 
PP2A, las quinasas Src y la proteína quinasa C (PKC, protein kinsase C). Ras y Raf 
desencadenan la activación de MEK/ERK, así como otras señales efectoras independientes 
implicadas en la regulación del ciclo celular, activación de PI3K y activación de la vía NF-κB, 
etc. [158]. 
La proteína Raf fosforila y activa directamente la proteína quinasa de ERK MEK (MAPK ERK 
kinase) en residuos de serina de su centro catalítico. MEK es una proteína con actividad 
tirosín y serín/treonín quinasa la cual tiene especificidad dual y fosforila ERK en los residuos 
tirosina y serina/treonina. ERK 1/2 es una serín/treonín quinasa que en su forma inactiva tiene 
su centro catalítico bloqueado por una extensión de aminoácidos (“labio de activación”), que 
se desestabiliza por la fijación de MEK1/2, exponiendo el centro catalítico y fosforilando los 
residuos de tirosina 185 (Tyr
185
) y de treonina 183 (Thr
183
). 
Las señales efectoras de ERK1/2 dependen de las dianas específicas con las que interacciona 
en su diversa localización celular. ERK1/2 puede translocarse al núcleo fosforilando factores 
de transcripción (c-Fos, c-Jun, c-Myc, AP-2, Elk-1, CREB,) que se unen a regiones 
promotoras de numerosos genes, como los que codifican factores de crecimiento y citoquinas, 
importantes para el crecimiento celular y la prevención de la apoptosis [159]. ERK también 
activa el factor de transcripción NF-κB mediante la fosforilación y la estimulación de la 
quinasa inhibidora de IKB (IKK, inhibitory IKB kinase) [160]. La ERK también puede 
dirigirse a la mitocondria, dónde actúan favoreciendo la síntesis de ATP, manteniendo el ΔΨm 
y previniendo la apoptosis por la fosforilación de proteínas de la familia Bcl-2, respondiendo 
al estrés oxidativo generado y participando en la eliminación de orgánulos dañados [161, 162]. 
Estas acciones, en definitiva, actúan regulando la trascripción de genes y procesos celulares 
que implican aumento de la proliferación, supervivencia y la evasión de la apoptosis (Figura 
XIV). 
La vía Ras/Raf/MEK ERK es de las más conocidas MAPK y se encuentra alterada en un 
tercio de los cánceres sólidos y hematológicos, como en la AML. Esta vía se encuentra 
constitutivamente activa como consecuencia de mutaciones en las proteínas Ras y Raf, dando 
lugar a una sobreactivación de MEK1/2 y ERK1/2, así como de sus dianas efectoras, 
contribuyendo todo ello a la supervivencia de la célula y a la baja eficacia de la terapia 
antitumoral [163, 164]. Uno de los procesos afectados por la activación constitutiva de 
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Ras/Raf/MEK/ERK es el metabolismo celular, en el cual se produce un incremento de la 
glucólisis y la vía de las pentosas fosfato, para mantener el crecimiento celular. Los 
mecanismos de activación del metabolismo mediados por Ras ocurren a través de la vía 
PI3K/Akt/mTOR o a través de la estimulación de c-Myc, NF-κB o HIF-1 (indirectamente a 
través de PI3K) [165]. Este hecho resulta de gran interés para el diseño y búsqueda de 
inhibidores de dicha vía que actúen como fármacos antitumorales. 
 
Figura XIV: Vía de señalización de Ras/Raf/MEK/ERK 
4.4. Vía LKB-1/AMPK 
La proteína quinasa activada por AMP (AMPK, AMP-activated kinase) es una serín/treonín 
quinasa que se activa en respuesta a una bajada en el contenido energético en forma de un 
incremento del cociente AMP/ATP, a consecuencia de la inhibición del catabolismo, estrés 
oxidativo, hipoxia o falta de nutrientes. De manera fisiológica, se puede activar por una 
disminución del contenido ATP debido a un alto ejercicio muscular. La vía de AMPK actúa, 
de esta manera, como un sensor energético celular, que activa vías catabólicas con la finalidad 
de restablecer los niveles de ATP. 
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Se han descrito dos proteínas quinasas superiores que pueden modular la actividad de la 
AMPK, la quinasa supresora tumoral LKB-1 y la quinasa b calcio/calmodulina dependiente 
(CaMKKb) en respuesta a un aumento en el contenido de calcio intracelular [166-170]. La 
proteína LKB-1 se activa en respuesta a metformina o a la disminución energética, formando 
un complejo con dos proteínas accesorias, STRAD (adaptador relacionado con STE, STE-
related adaptor) y MO25 (proteína murina-25, mouse protein 25) [171], y activa la proteína 
AMPK [166, 167] (Figura XV). 
La proteína AMPK está formada por un complejo heterotrimérico consistente en una 
subunidad catalítica (α) y dos subunidades reguladoras (β y γ). AMPK se activa por 
fosforilación del residuo 172 de treonina (Thr
172
), localizado en la subunidad α, y la unión del 
AMP a la subunidad γ permite la activación alostérica de la proteína [172, 173]. 
Tras la activación, AMPK regenera la energía celular a partir del cambio en el patrón 
metabólico celular bloqueando vías consumidoras de ATP como la síntesis de ácidos grasos y 
de colesterol y la gluconeogénesis, favoreciendo vías productoras de este, como es la β-
oxidación de los ácidos grasos y la glucólisis [174, 175].  
Las señales efectoras de AMPK no se limitan únicamente a la fosforilación de enzimas del 
metabolismo, sino también a la inducción de la expresión génica (como la sobreexpresión del 
transportador de glucosa GLUT o genes mitocondriales) y a la estabilidad de mRNA. Otro 
evento afectado tras la activación de AMPK es la síntesis proteica, que se inhibe a través de la 
fosforilación e inactivación del factor de elongación-2 eucariótico (eEF-2, eucariotic 
elongation factor-2), que bloquea la traducción en la fase de elongación, y a través de la 
inhibición de la actividad de la proteína mTOR. Además, la inhibición de esta última permite 
la activación de la autofagia, que participa en el reciclaje de macromoléculas [176]. 
A efectos funcionales, la activación de AMPK, aparte de protectora por restablecimiento del 
balance energético, también puede ser proapoptótica. Un ejemplo de ello es su activación en 
respuesta al estrés oxidativo en la célula, que culmina en la ejecución de apoptosis. Esta 
acción puede ejecutarla a través de la activación del factor de transcripción FOXO3 (caja 
forkhead O3), que regula la expresión de proteínas proapoptóticas como Bim y PUMA, y de 
proteínas antioxidantes [177, 178].  
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La vía LKB-1/AMPK se considera una vía supresora tumoral, ya que regula negativamente la 
síntesis de macromoléculas y proteínas, necesarias para el mantenimiento de la alta 
proliferación, y se han encontrado mutaciones de esta vía en varios tipos de tumores [179]. Un 
ejemplo de ello es la inhibición por mutación de LKB-1 que causa el síndrome de Peutz-
Jeghers, que está asociado a un alto riesgo de padecer tumores en múltiples tejidos [171]. Este 
hecho sugiere que la activación farmacológica de esta vía puede tener ventajas para la terapia 
anticancerígena, ya que dicha activación se ha relacionado con la apoptosis inducida por 
diferentes agentes antitumorales [178]. Además, el activador farmacológico de AMPK, la 
metformina, ha demostrado tenea una potente actividad antileucémica frente a AML primarias 
[179]. 
Figura XV: Vía de señalización LKB-1/AMPK 
4.5. Comunicación Akt-AMPK 
Las vías de señalización no son cascadas infranqueables de transmisión de señales sino que 
representan una red de comunicación y regulación, tanto positiva como negativa, mediante la 
interacción de las proteínas de las diferentes vías. De igual manera, una vía se puede 
autorregular por retroalimentación positiva o negativa, en la cual el producto final inhibe o 
activa el inicio de la vía. Estas consideraciones incrementan la complejidad de regulación de 
dichas vías. 
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Un ejemplo de ello son las vías PI3K/Akt y LKB-1/AMPK. En ellas, la activación de la vía 
PI3K/Akt puede inhibir la vía AMPK como mecanismo de amplificación de la acción de la 
proteína mTOR, ya que la vía LKB-1/AMPK tiene un papel regulador de la síntesis proteica a 
través de la inhibición de mTOR [180, 181]. 
5. HOMEOSTASIS REDOX CELULAR 
Las reacciones metabólicas rédox (reducción-oxidación) son fundamentales para la 
producción de energía y mantenimiento de la capacidad biosintética celular, siendo esencial 
para una función normalizada de todos los sistemas vivos. 
 5.1. ROS 
Los ROS hacen referencia a las diferentes moléculas reactivas y radicales libres derivados del 
oxígeno molecular. Estas moléculas, producidas como subproductos durante el transporte de 
electrones en la CTE por enzimas oxidorreductasas, o a través de la oxidación catalizada por 
metales. Los subproductos formados durante estas reacciones son en forma de anión 
superóxido (O2
·-
), peróxido de hidrógeno (H2O2), peróxidos orgánicos (ROOH), radicales 
hidroxilo (OH
·
) y radicales alcoxilo (RO·). 
El primer paso de la formación de ROS ocurre mediante la reducción del oxígeno por adición 
de un electrón, dando lugar a O2
·-
, que rápidamente se dismuta, por acción de la enzima 
superóxido dismutasa (SOD), formando H2O2 y O2. El O2 formado puede ser utilizado para 
formar de nuevo O2
·-
. En presencia de metales de transición, el H2O2 también se puede 
convertir en OH
·
, que es altamente inestable. De manera similar, las células también van a 
formar RNS. El óxido nítrico (NO·) se forma por la enzima óxido nítrico sintasa (NOS), como 
son la óxido nítrico sintasa mitocondrial (mtNOS), neuronal (nNOS), endotelial (eNOS), e 
inducible (iNOS), y los general peroxinitritos (ONOO- ) que se forman por la reacción del 
óxido nitroso (NO) con el H2O2 [182] (Figura XVI). 
En cuanto a las fuentes de producción de ROS/RNS, estas pueden ser tanto exógenas como 
endógenas. Entre las fuentes exógenas se incluye las radiaciones (ultravioleta, rayos-X, rayos 
–γ), la contaminación atmosférica y agentes químicos. Las células también pueden recibir 
ROS/RNS de fuentes exógenas por parte de células adyacentes implicadas en la respuesta 
defensiva como los neutrófilos o macrófagos [183]. De manera endógena, la mayor fuente de 
ROS proviene de la CTE, donde se genera O2
.-
 por liberación de electrones de los complejos I 
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y III que reaccionan con O2 [183]. En menor medida, las enzimas NADPH oxidasas, 
localizadas en las membranas plasmática y mitocondrial, los peroxisomas y el citocromo p450 
también generan estas especies [184]. 
Funcionalmente, los efectos de las ROS/RNS dependen de los niveles que alcancen dentro de 
la célula. A bajas concentraciones, los efectos son deseables ya que intervienen en la 
señalización celular fisiológica, pudiendo actuar como segundos mensajeros en la regulación 
de diversos procesos celulares por la oxidación de moléculas diana como proteínas quinasas y 
fosfatasas, sobre factores de transcripción sensibles a ROS, proteínas reguladoras del ciclo 
celular y sobre lípidos de membrana [185]. Sin embargo, una acumulación excesiva de 
ROS/RNS tienen efectos perjudiciales, como el daño de macromoléculas por oxidación 
(mDNA, lípidos y proteínas), interfiriendo en las funciones vitales [186]. 
5.2. Sistemas antioxidantes 
La célula ha desarrollado sistemas enzimáticos y no enzimáticos de eliminación del exceso de 
ROS/RNS como mecanismo regulador del estrés oxidativo. Los niveles basales de producción 
de ROS están regulados por sistemas antioxidantes celulares que incluyen enzimas 
detoxificantes como la SOD, catalasa, glutatión peroxidasa (GPXs), peroxirredoxinas (Prxs), 
algunas tiorredoxinas (Trxs) y pequeñas moléculas antioxidantes como el glutatión (GSH) y 
las vitaminas C y E [187]. De los sistemas antioxidantes enzimáticos, destaca la SOD que 
cataliza la conversión de O2
·-
 a H2O2 [188]. A su vez, la enzima catalasa se encarga de la 
conversión del H2O2 en agua y O2. Esta conversión también la puede llevar a cabo la enzima 
GPX, cuyo mecanismo de acción es a través de la reducción de peróxidos a su alcohol 
correspondiente con la oxidación de una molécula de glutatión reducido (GSH) a glutatión 
oxidado (GS-SG). A su vez, las enzimas glutatión-S-transferasas (GTSs) catalizan la 
conjugación del GSH con sustratos electrófilos, para disminuir la reactividad de estos 
sustratos [189]. El sistema Trx, compuesto por la proteína Trx y la enzima Trx reductasa juega 
un papel importante en la reducción de proteínas que presenten grupos tiólicos oxidados [190]. 
De la misma manera, existen otros péptidos como la glutarredoxina (Grx), que reduce 
disulfuros proteicos, y Prxs, que reducen hidroperóxidos [191, 192] (Figura XVI). 
Además, existen antioxidantes no enzimáticos que catalizan reacciones tiol-sulfúricas. Entre 
ellos se encuentra el ya mencionado GSH, que es un tripéptido con un grupo tiólico 
nucleofílico que se encarga de la eliminación de radicales de oxígeno y la regeneración de 
otros antioxidantes como la vitamina C y E a sus formas reducidas [193]. A su vez, el GS-SG 
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se regenera a su forma reducida GSH por acción de la enzima glutatión reductasa (GR) con 
ayuda de NADPH [191].  
 
Figura XVI: Esquema de la regulación rédox celular. 
El complejo mecanismo de regulación del estado rédox mantiene un delicado balance entre la 
generación de ROS/RNS y su eliminación. Por lo tanto, una disfunción en la homeostasis 
rédox, debido a un aumento en la producción o una bajada en la degradación de ROS/RNS, 
puede dar lugar a un incremento del estado oxidativo celular, denominado “estrés oxidativo” 
que, de persistir, puede desembocar en una acumulación de daños en ciertas biomoléculas 
críticas. De hecho, un aumento en los niveles de estrés oxidativo está relacionado con 
patologías tales como enfermedades neurodegenerativas, cáncer y envejecimiento [194]. 
6. AGENTES ANTITUMORALES 
6.1. Inhibidores metabólicos 
6.1.1. Inhibidores de la Glucólisis 
A. Lonidamina  
La lonidamina es un derivado del ácido 1-(2,4-diclorobencil)-1H indazol-3-carboxílico 
empleado inicialmente como agente espermatogénico ya que interfiere en los mecanismos 
bioquímicos y fisiológicos implicados en el desarrollo de las células germinales [195, 196].  
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La lonidamina es un agente inhibidor de la glucólisis, a través de la inhibición de la actividad 
de la enzima asociada a la mitocondria HKII, responsable de la fosforilación de la glucosa en 
el citosol en la primera reacción de la glucólisis (ver Figura IV). La inhibición de la glucólisis 
impide la formación de sustratos necesarios para esta vía y para la de las pentosas fosfato, así 
como la generación de la energía necesaria para llevar a cabo la síntesis de proteínas y de 
ácidos grasos, afectando al crecimiento y a la proliferación celular. La lonidamina también 
impide el transporte de lactato al exterior provocando sobre-acidificación celular [195, 196].  
La lonidamina tiene otras dianas a nivel mitocondrial, ya que afecta a la mPTP por interacción 
directa con la proteína ANT, asociada al mPTP, con la consiguiente alteración del cociente de 
ATP/ADP [197]. También tiene un efecto sobre la respiración mitocondrial por la inhibición 
de todos los complejos de la CTE [198]. Además, la lonidamina puede aumentar la captación 
y acumulación de otros fármacos, ya que afecta al normal funcionamiento de los mecanismos 
de expulsión de fármacos (MDR, multidrug resistance protein) [199, 200]. 
En ensayos farmacocinéticos realizados en humanos con lonidamina se observó que este 
agente puede alcanzar una concentración plasmática máxima de 33,8 µg/mL, que equivale 
aproximadamente a 100 µM [197]. A dichas concentraciones, la lonidamina es un fármaco 
con una alta seguridad y leves efectos adversos, en comparación con los agentes 
quimioterápicos convencionales. El problema que presenta la lonidamina reside en que a 
dichas dosis el efecto terapéutico en monoterapia es bajo [201-203]. Sin embargo, 
presumiblemente debido a la capacidad supresora energética, que impide procesos de 
reparación del DNA que suelen requerir del uso de ATP, al efecto inhibidor de MDR, así 
como por su efecto acidificador, resulta ser un buen candidato como sensibilizador en 
combinación con otros agentes, especialmente aquellos que dañan el DNA (radiación, 
antraciclinas y cisplatino) [204]. Sobre esta base, la lonidamina en combinaciones con 
radioterapia y quimioterapia se encuentra en fase clínica de ensayo en glioblastoma 
multiforme (fase II) [205], cáncer de mama (fase III) [206], cáncer de ovario (fase II)[207], 
cáncer de pulmón avanzado (fase II) [208] y en el tratamiento sintomático del cáncer benigno 
de próstata (fase III) [197, 209]. 
B. 2- Desoxiglucosa  
La 2-desoxiglucosa (2-DG) es un análogo no metabolizable de la glucosa cuya modificación 
consiste en la eliminación de un grupo hidroxilo unido al carbono en la posición 2. Este agente 
se ha utilizado ampliamente como herramienta diagnóstica FDG-PET, para la detección y 
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monitorización de tumores, debido a la alta capacidad glucolítica de las células tumorales 
[210]. 
La 2-DG es un antimetabolito que compite con la glucosa a diferentes niveles por la entrada 
en la célula a través de los transportadores GLUT. Además, es fosforilada por la HKII a 2-
desoxiglucosa-6-fosfato (2-DG-6P), la cual es más estable que la glucosa-6-fosfato, se 
acumula dentro de la célula e inhibe la HKII, bloqueando así la vía glucolítica y la 
consecuente bajada de los niveles de ATP y de NADH [211]. 
Además de sobre la glucólisis, la 2-DG puede ejercer otros efectos, incluyendo la N-
glicosilación de proteínas induciendo estrés de retículo o respuesta de mal plegamiento 
proteico (UPR, unfolded protein response) [212], cambios en la expresión génica y en la 
fosforilación de proteínas implicadas en la señalización celular de muerte y supervivencia 
[213], alteraciones en el flujo de calcio, inhibición de la proliferación y ciclo celular y la 
separación de HKII de la mitocondria con la consiguiente alteración de la integridad 
mitocondrial y la liberación de factores apoptogénicos [187]. 
La 2-DG ha sido testada en animales, en los cuales se ha visto que la concentración máxima 
que puede alcanzar en plasma ronda entre 5-10 mM y en pacientes la dosis clínicamente 
tolerable es de 63 mg/kg de peso. Los efectos adversos más comunes derivan del carácter 
hipoglucémico de la 2-DG (fatiga, nauseas, sudoración, mareos, etc.) [214]. A las dosis 
consideradas como tolerables, su eficacia antitumoral en monoterapia es escasa, por ello se 
plantea su uso en combinación con agentes antitumorales convencionales. Así, se ha 
demostrado su eficacia como agente quimiosensibilizador en el tratamiento con adriamicina o 
paclitaxel del osteosarcoma o en cáncer de pulmón de células no pequeñas, como inhibidor de 
los mecanismos de reparación del DNA [215, 216]. Actualmente, la 2-DG se encuentra en 
ensayos en fases I y II de investigación para el tratamiento de cánceres en fase avanzada y del 
cáncer de próstata refractario [214, 217]. 
C. 3-Bromopiruvato  
El 3-Bromopiruvato (3-BrP) es un análogo no metabolizable de la molécula de piruvato, un 
intermediario formado durante la glucólisis. Esta cualidad le confiere una potente capacidad 
inhibidora de dicha vía, más aún que la producida por la 2-DG y la lonidamina [218]. Debido 
a su similitud estructural con el lactato, el 3-BrP puede entrar en las células cancerígenas por 
el mismo trasportador por el que sale el lactato. Una vez en el interior celular, la acción sobre 
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la glucólisis ocurre principalmente por la inhibición por alquilación de las enzimas GAPDH y 
PGK y, con menos efectividad, de la enzima HKII [219, 220]. También se ha descrito 
afectación de enzimas posteriores de la vía glucolítica como la PDH, encargada de la 
formación de acetil-CoA, y la LDH [221, 222]. El 3-BrP también interfiere en la respiración 
mitocondrial, por inhibición de la enzima SDH del complejo II de la CTE. Todo ello, la 
inhibición de la glucólisis y de la respiración mitocondrial, explica la acción del 3-BrP como 
reductor energético, disminuyendo drásticamente los niveles de ATP y provocando la 
generación de ROS [223]. Más aún, su carácter alquilante lo hace potencialmente reactivo con 
grupos tiólicos de moléculas, con importantes consecuencias en la mortalidad celular. Así, el 
3-BrP produce estrés oxidativo por interacción con y disminución de los niveles de GSH, UPR, 
bloqueo de la síntesis proteica [224] y la alteración del gradiente de pH por bloqueo de la 
enzima H
+
-ATPasa lisosomal [220]. 
Los efectos descritos del 3-BrP le confieren una buena eficacia antitumoral in vitro e in vivo 
[219, 224], con casos de eficacia clínicamente probada [225, 226]. Sin embargo, su 
aplicabilidad clínica se ve limitada por la potencial toxicidad, ya que puede producir efectos 
adversos graves en tejidos sanos, especialmente aquellos cuya funcionalidad dependa 
altamente del metabolismo de la glucosa y de la fosforilación oxidativa mitocondrial, como el 
corazón, cerebro o los riñones. Estos efectos se producen, en su gran mayoría, debido a la 
actividad alquilante [227], sin embargo, comparado in vivo con otros agentes alquilantes 
electrofílicos como son el cisplatino o la doxorubicina, produce menos efectos tóxicos [228, 
229]. 
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Tabla II: Resumen de las dianas de actuación de los inhibidores glucolíticos 
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6.1.2. Inhibidores del metabolismo de ácidos grasos 
A. Etomoxir  
El etomoxir es un derivado oxirano del ácido carboxílico con acción inhibidora, específica e 
irreversible de la enzima carnitina palmitoiltransferasa-1 (CPT-1) transportadora de ácidos 
grasos a la mitocondria para que se oxiden en la β-oxidación. El bloqueo de la β-oxidación por 
etomoxir, provoca una conversión metabólica en la cual se produce un aumento de la 
oxidación de la glucosa en el corazón [230], favoreciendo así la eficiencia cardiaca. Estas 
características supusieron la utilización de este compuesto en pacientes con diabetes mellitus y 
con insuficiencia cardíaca crónica con objeto de aumentar la eficiencia energética [231]. 
Así mismo, la inhibición de la β-oxidación por etomoxir ha demostrado tener una buena 
eficacia antitumoral en diferentes modelos tumorales [41, 232]. Esta eficacia ocurre debido a 
que la β-oxidación es un mecanismo de producción de energía alternativo a la glucólisis en 
células tumorales, generando sustratos necesarios para la CTE [232]. Además, la toxicidad del 
etomoxir puede residir en la acumulación del esfingolípido ceramida por la acumulación de 
palmitoil-CoA, derivada de la inhibición de la β-oxidación, que constituye un segundo 
mensajero lipídico involucrado en la respuesta apoptótica por TNFα, radiación ionizante y 
choque térmico [233]. La acumulación de ceramidas y la inhibición de la proteína 
mitocondrial CPT-1 está relacionada con mPTP, que favorece la salida de factores 
mitocondriales que regulan la apoptosis al citosol [232]. Por ello, el etomoxir se plantea como 
un potencial agente quimiosensibilizador. De hecho, con tal fin se ha ensayado, in vitro e in 
vivo, en combinación con compuestos miméticos de proteínas proapoptóticas de la familia 
Bcl-2 en modelos de tumores sólidos y leucemias [232], así como con inhibidores de la 
glucólisis, placlitaxel, cisplatino, quercetina y ATO [234-236]. Sin embargo, no es eficaz en 
todos los modelos celulares ni con todos los agentes antitumorales ensayados, y los 
mecanismos responsables de su acción proapoptótica están escasamente caracterizados [236].  
Aunque es un compuesto bien tolerado, tiene un estrecho margen terapéutico por los efectos 
secundarios lipotóxicos que produce en tejidos muy dependientes de esta vía, como es el caso 
del músculo esquelético [231, 237]. 
B. Orlistat  
El orlistat (tetrahidrolipstatina, Xenical
®
, Alli
®
) es un derivado semisintético de la lipstatina, 
que actúa como inhibidor de enzimas denominadas lipasas, como la lipasa pancreática, en el 
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lumen intestinal. Por ello, se ha aprobado su uso en el tratamiento de la obesidad [238]. 
Además, afecta a otras enzimas lipídicas ya que también es inhibidor de la enzima ácido graso 
sintetasa (FAS) [239], que se encuentra sobre-expresada en ciertos tipos de células tumorales 
con la función de proporcionar sustratos suficientes para que la β-oxidación de los ácidos 
grasos se mantenga, y está relacionada con un fenotipo maligno del tumor [51, 67, 240]. El 
orlistat, por ello, ha demostrado tener una buena eficacia antitumoral in vitro en diferentes 
tipos de tumores [239, 241-245]. El mecanismo de toxicidad de orlistat se debe a la inhibición 
de FAS, que provoca la acumulación de su sustrato el malonil-CoA que inhibe la β-oxidación 
a través de la enzima CPT-1, desencadenando una respuesta proapoptótica por acumulación 
del lípidos [246]. Además, la toxicidad también puede producirse por alteraciones en la 
síntesis de los constituyentes de la membrana celular, pudiendo impedir la proliferación, 
producir lipotoxicidad y apoptosis [240, 241, 246].  
La acción antitumoral, unida a la relación que guardan la obesidad y el cáncer, pues la 
obesidad es un factor de riesgo del cáncer estando relacionada no sólo con la incidencia sino 
también con la supervivencia y recurrencia del tumor [247], hacen del orlistat un candidato de 
interés para el tratamiento antitumoral y estudio de estrategias de quimiosensibilización [242]. 
6.2. Agentes antitumorales convencionales 
A. Trióxido de arsénico (ATO) 
El arsénico es un buen conocido carcinógeno humano. Es un agente ampliamente distribuido 
en la corteza terrestre, y las especies arsenicales que origina tienden a mantenerse en solución 
a pH neutro, incluso a altas concentraciones. La exposición al arsénico a través del agua se 
considera la principal causa de envenenamiento a nivel mundial. 
Sin embargo, el arsénico también se ha utilizado en Medicina Tradicional China durante más 
de 2.400 años con diferentes indicaciones tales como antiulcerogénico y para el tratamiento de 
la peste y la malaria. A finales del siglo XIX se observó que el arsenito potásico poseía efecto 
antileucémico y se utilizó para tal fin desde finales del siglo XIX hasta mediados del XX 
(1950), en que fue sustituido por el busulfán. 
Actualmente, el interés de la comunidad médica en el arsénico ha vuelto a crecer debido a su 
efectividad en diferentes tipos de cánceres del derivado arsenical trióxido de arsénico (ATO) 
[248], hecho que ha derivado en su uso clínico frente a APL. 
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El mecanismo de acción principal del ATO en las APL radica en su capacidad para forzar a 
bajas concentraciones (0.1-0.5 M) la diferenciación de estas células hasta su forma final, 
probablemente por la reacción con la porción PML de la oncoproteína de fusión PML-RAR 
en una región rica en cisteínas, que resulta en la degradación de esta oncoproteína [249, 250]. 
Esta degradación se produce principalmente en el autofagosoma, por la activación de la 
autofagía mediada por el ATO [251]. Además, este agente produce acetilación de histonas lo 
que provoca alteraciones en la transcripción génica que también favorecen dicha 
diferenciación [252] (Figura XVII). Todas estas evidencias impulsaron la realización de 
diferentes ensayos clínicos para el estudio del efecto del ATO en la APL administrado en 
monoterapia, en APL recurrentes, o en terapia combinatoria [248, 253-256]. El uso del ATO 
en estos ensayos resultó favorable y supuso la base para la aprobación, en el año 2000 por la 
FDA, del empleo de este agente en pacientes con APL recurrentes, tras recibir terapia con 
ATRA o antraciclinas, o en terapia combinada con ATRA o antraciclinas, bajo el nombre 
comercial de Trisenox
®
 (Cell Therapeutics, Seattle, EEUU). 
Además de su capacidad diferenciadora en la APL, el ATO tiene otros efectos bioquímicos 
importantes en células tumorales, tales como el incremento en la expresión de las caspasas, 
disminución de la expresión de la proteína antiapoptótica Bcl-2 [249], activación de la vía 
JNK y otras proteínas quinasas [257], reorganización del dominio oncogénico de PML (POD) 
[258], disrupción del citoesqueleto [259], mPTP, bajada del ΔΨm, producción de ROS [260] y 
la inhibición de la actividad del factor de transcripción NF-κB por inhibición de IKK [261]. 
Como consecuencia de esto, el ATO puede producir muerte celular apoptótica y también 
autofagia en diversos tipos de tumores sólidos, células leucémicas APL y distintas a la APL, y 
de hecho existen ensayos preclínicos prometedores realizados en ratas con síndromes 
mielodisplásicos y mieloma múltiple, entre otros [262-266].  
De acuerdo a los estudios clínicos, la concentración plasmática máxima alcanzable en humanos 
sin efectos adversos graves corresponde a 1-2 µM, equivalente a una dosis diaria intravenosa de 
10 mg a un individuo de complexión normal (ajustada a 0,15 mg/kg/día en niños). Sin embargo 
esta dosis no es efectiva en la mayoría de tumores [254, 255], y las dosis superiores pueden 
resultar tóxicas. Entre los factores que influyen en la gravedad de los efectos adversos y la 
efectividad del ATO se encuentran los polimorfismos en las enzimas metabolizadoras, arsénico-
3-metiltransferasa y GST [265], estando su uso limitado debido a la toxicidad que produce a 
nivel cardiaco (muerte cardíaca repentina, prolongación del intervalo QT y taquicardia 
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ventricular), hepático, renal, nervioso y pancreático. Por ello, y dada la poca eficacia del ATO en 
monoterapia a las dosis tolerables, es necesario el diseño de terapias combinadas que 
incrementen la efectividad de este agente sin incrementar los efectos adversos [267]. 
Figura XVII. Mecanismo de acción del ATO en APLs. 
B. Cisplatino 
El cis-diamino dicloroplatino o cisplatino (CDDP) es un agente alquilante del DNA con 
eficacia probada en el tratamiento de un amplio rango de tumores sólidos (ovario, cuello, 
testículos, etc.) y ciertos tipos de leucemias [268, 269]. Este compuesto produce muerte 
celular por apoptosis y necrosis por mecanismos relacionados con la formación de aductos de 
DNA, afectando a la síntesis del DNA, a la transcripción del RNA y provocando parada en la 
fase S del ciclo celular [270]. Además, genera estrés oxidativo, disfunción mitocondrial, 
alteración del citoesqueleto y modulación de proteínas quinasas, que también influyen en 
dicha toxicidad [269, 271].  
Sin embargo, el tratamiento a largo plazo con CDDP desarrollar resistencias de origen 
multifactorial [270, 272], circunstancia que resalta la importancia de la búsqueda de 
estrategias terapéuticas que superen dichas resistencias. 
C. Etopósido 
El etopósido (4′-dimetilepipodofiloxin-9-[4,6-O-etilideno-beta-D-glucopiranósido]) es un 
agente quimioterápico inhibidor de la actividad de la enzima topoisomerasa II, reguladora de 
la rotura y unión de las dos hebras de DNA. La inhibición de dicha enzima es indirecta pues el 
etopósido estabiliza el DNA fragmentado e impide la unión de nuevo de la topoisomerasa II y 
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la consecuente reparación de la doble hebra. Esta inhibición provoca la activación de vías de 
reparación y recombinación, mutagénesis y translocaciones cromosómicas. Esta cualidad 
produce un potente efecto citostático y citotóxico de gran utilidad como agente 
anticancerígeno, siendo uno de los fármacos de primera línea que se utilizan en el tratamiento 
antitumoral de neoplasias tanto sistémicas como sólidas, incluyendo leucemias, linfomas, 
sarcomas, tumores de mama, pulmón o células germinales. 
Sin embargo, el etopósido provoca alteraciones cromosómicas relacionadas con la aparición 
de neoplasias secundarias, como leucemias (APLs). Por ello, y pese a que suponga uno de los 
agentes más prescritos en la terapia antitumoral, es necesario el diseño de nuevos regímenes 
terapéuticos, que mejoren el perfil de seguridad del tratamiento antitumoral [273, 274]. 
D. Curcumina 
La curcumina es un polifenol hidrofóbico [275], ingrediente activo en la especia alimentaria 
cúrcuma extraída de los rizomas de la especie vegetal Curcuma longa. 
La curcumina es un compuesto seguro, bien tolerado, con gran interés clínico por sus 
propiedades reductoras de colesterol, antidiabéticas, antiinflamatorias y antioxidantes [276-
279]. Además, también induce muerte por apoptosis en células tumorales, y tiene una buena 
capacidad quimiosensibilizadora de la toxicidad de otros agentes quimioterapéuticos como el 
ATO o la lonidamina [280]. La curcumina actúa interfiriendo a diferentes niveles del 
desarrollo tumoral: bloqueo de la transformación, la iniciación, el crecimiento, la invasión, la 
angiogénesis y la metástasis [281]. Al igual que otros polifenoles, la capacidad antitumoral 
que presenta la curcumina se ha asociado a su potente inhibición de las vías de supervivencia 
PI3K/Akt y NF-κB [282, 283]. Sin embargo, también actúa sobre otras muchas proteínas 
como son las implicadas en la proliferación celular (ciclina D1 y c-Myc) y la apoptosis 
(familia Bcl-2 y caspasas), los supresores de tumores (p53, p21), los receptores de muerte 
(DR4 y DR5), las proteínas mitocondriales (como las que forman parte del mPTP), los 
reguladores de estrés oxidativo y proteínas quinasas como JNK y AMPK, todo lo cual 
contribuye a su toxicidad en células tumorales [284]. 
Debido a estas cualidades, la capacidad quimiosensibilizadora de la curcumina es de gran 
interés para su uso en terapia anticancerígena combinada [282, 285]. De hecho, a pesar de su 
baja estabilidad y biodisponibilidad [286, 287], la eficacia antitumoral de la curcumina se ha 
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probado en modelos animales con múltiples tipos de cáncer, como leucemia, linfoma, 
melanoma y sarcoma, así como tumores genitourinarios, de mama, de ovario, de cabeza y 
cuello, de pulmón y neurológico [288, 289]. 
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HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
Los tratamientos actuales de las AML se basan en una terapia de remisión inicial, consistente 
fundamentalmente en el tratamiento con la antraciclina daunorrubicina seguido de una terapia de 
consolidación por trasplante de médula ósea. Sin embargo, un alto porcentaje de los pacientes 
sufren recaídas, incluso posteriores al trasplante de médula ósea. Esta circunstancia impone la 
necesitad de mejorar el abordaje terapéutico de las AML. Por otro lado, las células tumorales 
tienen la peculiaridad de presentar una oxidación de la glucosa y metabolismo lipídico 
exacerbados. Esta característica podría ser una buena diana de intervención farmacológica ya que 
su acción sería selectiva para las células tumorales por las características metabólicas 
diferenciales que estas presentan. Por ello, planteamos que las células leucémicas serían 
particularmente sensibles a la acción de inhibidores de la glucólisis y del metabolismo de ácidos 
grasos, que podrían constituir quimiosensibilizadores eficaces en combinación con el agente 
antileucémico ATO. Además, los inhibidores metabólicos actúan principalmente a nivel 
mitocondrial, por la inhibición de las proteínas asociadas a la mitocondria HKII y CPT-1, lo que 
les hace particularmente interesantes en combinación con ATO, que también es un agente 
mitocondriotóxico, y cuyas acciones sobre la mitocondria pueden verse potenciadas 
incrementando su eficacia proapoptótica. A nivel mitocondrial, muchos de estos inhibidores 
metabólicos también afectan a la CTE, hecho que puede dar lugar a la acumulación de 
intermediarios de los complejos y generación de estrés oxidativo moderado, que puede ser 
favorable en la combinación con ATO, ya que es un agente sensible a estrés oxidativo. Así 
mismo, los inhibidores metabólicos son agentes reductores energéticos, situación que puede ser 
ventajosa en tratamientos antitumorales, para impedir que las células restauren el sistema dañado 
por el agente antitumoral por generación de una respuesta defensiva endergónica (reparación del 
DNA, MDR, etc.). Además, la disminución energética generada por los inhibidores metabólicos 
podría también desencadenar la activación de vías de señalización defensivas o proapoptóticas, 
que impidan o favorezcan la letalidad de otros agentes tumorales, entre ellos el ATO, y cuyo 
estudio puede ser transcendente en términos de cooperatividad.  
Por todo lo mencionado anteriormente, la hipótesis sobre la que se plantea este trabajo consiste 
en que las células leucémicas serían particularmente sensibles a la acción de inhibidores de la 
glucólisis y del metabolismo de los ácidos grasos, que podrían ser quimiosensibilizadores 
eficaces en combinación con el agente antileucémico ATO. 
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Con el fin de analizar esta hipótesis, nos propusimos abordar los siguientes objetivos: 
 
1.- Analizar la acción cito-reductora (inhibición de proliferación, ciclo celular y apoptosis) de los 
inhibidores metabólicos, para conocer la sensibilidad potencial de las células de AML HL60 
frente a estos compuestos. 
 
2.- Investigar la potencial acción sensibilizadora (por inhibición de la proliferación e incremento 
de la letalidad) al combinar los inhibidores metabólicos con ATO y, por comparación, con otros 
agentes antitumorales, otras líneas leucémicas y PBLs. 
 
3.-Estudiar los mecanismos responsables de la ejecución y regulación de la apoptosis, y de la 
acción quimiosensibilizadora, en concreto valorando la disfunción mitocondrial y proteínas 
implicadas en la vía ejecutora intrínseca, las alteraciones en el estado energético, la generación 
de estrés oxidativo y los cambios en las actividades de proteínas quinasas de presumible 
importancia para la viabilidad celular. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 
1. MATERIAL BIOLÓGICO 
1.1. Líneas celulares 
Las líneas celulares utilizadas en este trabajo fueron: 
HL60. Originada a partir de la sangre periférica de una paciente con AML, diagnosticada en 
un principio como APL (French-American-British (M3) y, posteriormente, como AML (M2) 
[14, 17, 290]. 
NB4. Obtenida a partir de la médula espinal de un paciente con leucemia promielocítica aguda 
en recidiva [23]. 
U937. Células leucémicas promonocíticas obtenidas de la efusión pleural de un paciente con 
linfoma histocístico generalizado [29]. 
U937/B. Células U937 modificadas genéticamente por transfección de un vector pMAX con 
el gen bcl-2 [32]. 
THP-1. Células extraídas a partir de la sangre de un paciente con leucemia monocítica aguda 
[291]. 
RPMI 8866. Células linfoides B obtenidas a partir de la sangre periférica de una paciente con 
leucemia mieloide crónica [38, 39].  
Mel-1. Células eritroleucémicas murinas. 
1.2. Cultivos primarios 
Los PBLs se obtuvieron a partir de muestras de sangre sobrantes de donantes voluntarios, 
cedidos por el grupo de investigación del Dr. Corbí (Centro de Investigaciones Biológicas, 
CSIC). Las muestras se procesaron previamente mediante separación en gradiente de densidad 
con el reactivo Lymphoprep® (diatrizoato sódico 9,1% (p/v), polisacárido 5,7% (p/v) en agua, 
densidad 1,077 g/mL; Nycomed Pharma, Oslo, Noruega), de la que se retiró la fracción 
monocítica [292]. La fracción restante, rica en linfocitos, se ajustó a 10
6
 céls/mL e incubó con 
4 µg/mL de fitohemaglutinina (Sigma, St Louis, MO) durante tres días para la estimulación de 
la proliferación de linfocitos. Transcurrido ese tiempo, se añadió interleuquina-2, 20 U/mL) 
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cada dos días durante siete días, para inducir el crecimiento de todos los tipos de 
subpoblaciones linfocitarias. Una vez alcanzada la fase de crecimiento exponencial, las células 
se utilizaron para tratamientos en los tres días posteriores. 
1.3. Cultivos celulares 
El medio de cultivo utilizado para todas las líneas celulares y linfocitos de sangre periférica 
fue RPMI-1640 (desarrollado por Moore and Col. 1966, GIBCO; Life Technologies, Inc, 
Carlsbad, CA; que contiene 11,1 mM de D-glucosa y 2,05 mM de L-glutamina), al que se 
añade 0,025 mg/mL de gentamicina (GIBCO), 60 U/mL de penicilina/estreptomicina (Sigma) 
y 10% (v/v) de suero fetal bovino (SFB, GIBCO) descomplementado por calentamiento a 
56ºC durante 30 min.  
El cultivo celular se mantiene en un incubador a 37ºC, en una atmósfera humidificada al 5% 
de CO2, y en crecimiento exponencial por sucesivos pases cada 24-48 horas. Bajo estas 
condiciones, las células duplican su número a las 18-24 horas, dependiendo de la línea celular. 
Salvo cuando las condiciones experimentales lo impusieran y con objeto de evitar que la 
manipulación de las células pudiera afectar a la expresión basal de ciertas proteínas, 24 horas 
antes del tratamiento las células se sembraron una densidad de 10
5
 células/mL (para 
tratamientos de 16-24 horas) ó 3x10
5
 células/mL (en tratamientos de menos de 8 horas), 
evitando toda manipulación celular hasta el inicio de los tratamientos. 
2. TRATAMIENTOS 
2.1. Inhibidores glucolíticos 
2-Desoxiglucosa (2-DG): Sigma. P.m.: 164,16 g/mol. El stock se preparó en medio libre de 
suero a 250 mM y se esterilizó por filtración. La concentración de uso fue 5-30 mM.  
3-Bromopiruvato (3-BrP): Sigma. P.m.: 166, 96 g/mol. El compuesto se preparó 
extemporáneamente a una concentración de 30 mM en PBS y se ajustó su pH a 7,0 con NaOH 
(3 M). Se esterilizó por filtración y la concentración de uso varió entre 10-60 µM.  
Lonidamina (ácido 1-(2,4-diclorobenzil)-1H-indazol-3-carboxilico; ácido diclondazólico): 
Sigma. P.m.: 321,16 g/mol. Se preparó un stock en DMSO a 100 mM y se conservó a -20ºC. 
La concentración de uso fue 50- 200 µM. 
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2.2. Inhibidores de la β-oxidación de los ácidos grasos y de la biosíntesis 
lipídica 
Etomoxir (ácido R(+)-2-[6-(4-clorofenoxi)hexil]-oxirano-2-carboxílico hidrato sódico): 
Sigma. P.m.: 338, 76 g/mol. Se preparó una solución stock de 10 mM en agua destilada, se 
esterilizó por filtración y se conservó a -20 ºC. Se utilizó a concentraciones entre 25 y 200 
µM. 
Orlistat (tetrahidrolipstatina): Sigma. P.m.: 495, 73 g/mol. Se preparó una solución stock a 40 
mM en DMSO y se conservó a -20ºC. Se utilizó a las concentraciones de 5, 10 y 20 µM. 
2.3. Agentes antitumorales 
Cisplatino (CDDP, cis-diaminodicloroplatino II): Sigma. P.m.: 333 g/mol. El stock se preparó 
en agua a 65ºC a una concentración de 3,3 mM, se esterilizó por filtración y almacenó a -20ºC, 
protegido de la luz. La concentración de uso fue 2-5 µM.  
Curcumina (diferuloilmetano, (E,E)-1,7-bis(4-hidroxi-3-metoxifenil)-1,6-heptadieno-3,5-
diona): Sigma. P.m.: 368,38 g/mol. Compuesto polifenólico obtenido a partir de la especie 
Curcuma longa. Se preparó a una concentración stock de 20 mM en DMSO y se conservó a -
20 ºC. Las concentraciones de uso fueron 7,5 y 10 µM. 
Etopósido (VP-16, ETP): Sigma. P.m.: 588,56 g/mol. Se preparó a 20 mM en DMSO y 
conservó a -20ºC. Se empleó a 0.5 y 1 µM.  
Trióxido de arsénico (ATO, As2O3, Trisenox®): Sigma. P.m.: 197,84 g/mol. Se preparó 
disolviendo el compuesto en 300 µL de NaOH (1 M), añadiéndose posteriormente PBS hasta 
una concentración stock de 10 mM. Se esterilizó por filtración y se conservó a 4ºC. La 
concentración de uso fue de 1-4 µM. 
2.4. Moduladores de vías de señalización celular 
BIRB 796 (Doramapimod; N- [3- (1, 1-dimetiletil) -1- (4-metilfenil)- 1H-pirazol-5-il-N'- [4- 
[2- (4-morfolinil) etoxi]- 1-naftalenil]- urea. Shelleck (Houston, TX). P.m.: 527, 66 g/mol. 
Inhibidor de p38MAPK. El stock se preparó a 1 mM en DMSO y conservó a -20ºC. La 
concentración de uso fue 0,1 µM. 
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Compuesto C (CC; Dorsomorfina, 6-[4-(2-piperidin-1-il etoxi) fenil] -3-piridin-4-il 
pirazolo[1,5-a] pirimidina,): Calbiochem (Darmstad, Alemania). P.m.: 399,5 g/mol. Inhibidor 
farmacológico de la proteína AMPK. El stock se preparó en DMSO a una concentración de 10 
mM y se almacenó a -20 ºC. La concentración de uso fue de 10 µM. 
Factor de crecimiento tipo insulina-1 (IGF-1) recombinante humano: Sigma. P.m.: 7,5 
KDa. Solución stock preparada en agua destilada a 50 µg/mL, filtrada y conservada a -20ºC. 
Se utilizó a una concentración de 100 ng/mL. 
Hidrocloruro de metformina: Sigma. P.m.:165,82 g/mol. Activador de la vía LKB-1/AMPK. 
Se preparó una solución stock a 100 mM en agua destilada, se esterilizó por filtración y se 
conservó a -20 ºC. Se utilizó a una concentración de 4 mM.  
LY294002 (hidrocloruro de 2-(4-morfolinol)-8-fenil-1(4H)-benzopiran-4-ona): Calbiochem. 
P.m.: 307, 4 g/mol. Inhibidor de la proteína PI3K. Se preparó un stock de 20 mM en DMSO, 
se conservó a -20ºC y se empleó a 20 µM.  
PD98059 (2-(2-Amino-3-metoxifenil)-4H-1-benzopiran-4-ona): Calbiochem. P.m.: 267,3 
g/mol. Inhibidor farmacológico de MEK. Se preparó una solución stock de 20 mM en DMSO 
y se conservó a -20ºC. Se utilizó a una concentración de 20 µM. 
PQ-401 (N-(5-Cloro-2-metoxifenil)-N-(2-metilquinolin-4-il) urea): Calbiochem. P.m.: 341,8 
g/mol. Inhibidor farmacológico de IGF-1R. Se preparó una solución stock de 100 mM en 
DMSO y se conservó a -20ºC. Se utilizó a una concentración de 20-40 µM. 
Rapamicina (Sirólimus, Vetranal®): Sigma. P.m.: 914,15 g/mol. Inhibidor farmacológico de 
la proteína mTORC1. Se preparó un stock a 200 µM en DMSO y se conservó a -20ºC. Se 
utilizó a 50-100 nM. 
SB203580 (4-(4-fluorofenil)-2-(4-metilsulfinilfenil)-5-(4-piridil)-1H-imidazol): Calbiochem. 
P.m.: 377,4 g/mol. Inhibidor farmacológico de p38MAPK. Se preparó un stock en DMSO de 
20 mM y se conservó a -20ºC. La concentración de uso fue de 10 µM. 
Triciribina (AktiV; (2R, 3R, 4S, 5R) -2-(3-amino-5-metil-1,4,5,6,8-pentaazaacenaftilen-
1(5H) -il) -5-(hidroximetil) tetrahidrofurano-3,4-diol): Calbiochem. P.m.: 320,3 g/mol. 
Inhibidor específico de las tres isoformas de Akt. Se preparó una solución stock de 20 mM en 
DMSO y se almacenó a -20ºC. Se utilizó a una concentración de 10 µM. 
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U0126 (1,4-Diamino-2,3-diciano-1,4-bis(o-aminofenilmercapto) butadieno): Calbiochem. 
P.m.: 220,2 g/mol. Inhibidor farmacológico de la actividad de la proteína MEK. Se preparó un 
stock de 2,5 mM en DMSO y se conservó a -20ºC. La concentración de uso fue 2,5 y 5 µM. 
2.5. Moduladores del estrés oxidativo celular 
Catalasa polietilenglicol (PEG-catalasa): Sigma. P.m. > 240 KDa Derivado 
polietilenglicolado de la enzima catalasa permeable a la célula. Agente catalizador de la 
descomposición de peróxidos. Stock preparado a 20.000 U/mL en agua destilada y glicerol 
(1:1) y conservado a -20ºC. Concentración de uso 1.000 U/mL.  
Glutatión monoetil éster (L-gamma-glutamil-L-cisteinilglicil etiléster, GSH-OEt): Sigma. 
P.M.: 335,38 g/mol. Derivado de glutatión permeable a las células. Este compuesto se preparó 
extemporáneamente a una concentración de 100 mM en PBS. Se utilizó a una concentración 
de 5 mM. 
L-butionina-[S, R]-sulfoximina (BSO): Sigma. P.m.222, 31 g/mol. Agente reductor de GSH. 
Se preparó extemporáneamente a una concentración stock de 50 mM en agua destilada y 
esterilización por filtración. La concentración de uso fue 1 mM.  
N-acetil-L-cisteína (NAC): Sigma. P.m.: 163,2 g/mol. Agente donador de cisteínas y, como 
tal, precursor de GSH. Se preparó extemporáneamente un stock a 3 M en DMSO. Se utilizó a 
10 mM. 
2.6. Inhibidores de la cadena de transporte de electrones (CTE) 
Antimicina A (AntA). Extraída de Streptomyces sp. Sigma. P.m.: 548.63 g/mol. Inhibidor del 
complejo III de la CTE. Se preparó una solución de 1 mM en DMSO y conservó a -20ºC. La 
concentración de uso fue de 2 µM. 
FCCP (Carbonil cianuro 4-(trifluorometoxi)fenilhidrazona). Sigma. P.m.: 254,17 g/mol. 
Agente desacoplante de la CTE. Se preparó una stock a 1 mM en DMSO y se conservó a -20 
ºC. Se utilizó a una concentración final de 0,6 µM. 
Oligomicina A: Sigma. P.m.: 791.06 g/mol. Inhibidor de la enzima ATP sintasa mitocondrial. 
Se preparó en DMSO a 25 mg/mL y conservó a -20 ºC. La concentración de uso fue 10 µM. 
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Rotenona (Rot): Sigma. P.m.:394,42 g/mol. Inhibidor del complejo II de la CTE. Se preparó 
una solución stock de 1 mM en DMSO y se conservó a -20ºC. La concentración de uso fue 2 
µM. 
2.7. Moduladores de la funcionalidad del poro de transición mitocondrial 
(mPTP) y la bomba extrusora de fármacos (MDR)  
Ciclosporina A (CsA): Sigma. P.m.: 1202.61 g/mol. Inhibidor del mPTP. Se preparó un stock 
de 20 mM en DMSO, se conservó a -20ºC y la concentración de uso fue 10 µM. 
Ciclosporina H  (CsH): Santa Cruz Biotechnology (Santa Cruz, CA). P.m. 1202.6 g/mol. 
Análogo inactivo de la ciclosporina A. Se preparó un stock de 10 mM en etanol, se conservó a 
-20 ºC y la concentración de uso fue 10 µM. 
Verapamilo (Ver): Sigma. P.m.: 491,06 g/mol. Inhibidor de la MDR. Se preparó 
extemporáneamente a 10 mM en agua destilada y se utilizó a una concentración de 30 µM. 
2.8. Otros agentes 
Piruvato (Pir): Sigma. P.m.: 110,04 g/mol. Intermediario glucolítico. Se preparó la solución 
stock a 100 mM en agua destilada, se conservó a -20 ºC, y se utilizó a 5 mM. 
Z-VAD-fmk (Z-Val-Ala-Asp-fluorometilcetona): Calbiochem. P.m.: 453,3 g/mol. Inhibidor 
inespecífico de  caspasas. El stock se preparó a 25 mM en DMSO, se conservó a -20ºC y la 
concentración de uso fue 50 µM. 
3. MÉTODOS 
3.1. TRATAMIENTOS CELULARES 
Las células se trataron con los diferentes inhibidores metabólicos (lonidamina, 2-DG, 3-BrP, 
etomoxir y orlistat), solos y en combinación con ATO, a las concentraciones indicadas en cada 
caso. La duración de los tratamientos varió en función de las determinaciones a realizar: así la 
viabilidad, ciclo y muerte celular se determinaron, por norma general, a 16, 24, y 48 horas, 
mientras que el resto de determinaciones (alteraciones mitocondriales, parámetros metabólicos, 
expresión y activación proteica, estrés oxidativo) se realizaron a tiempos de 2, 4, 6, 8 y 16 horas, 
normalmente anteriores a la ejecución de la muerte.  
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En un primer bloque se estudiaron comparativamente los efectos de los tres inhibidores 
glucolíticos, 2-DG, lonidamina y 3-BrP. En un segundo bloque se analizó principalmente el 
efecto del inhibidor de la β-oxidación de los ácidos grasos etomoxir. 
3.2. ANÁLISIS DE VIABILIDAD, PROLIFERACIÓN Y MUERTE 
CELULAR 
3.2.1. Determinación del proceso de muerte celular por apoptosis 
A. Tinción fluorescente del ADN celular con DAPI 
Transcurridos los tratamientos se recogieron aproximadamente 2x10
5
 células, se centrifugaron 
a 1.000 xg/1 minuto, se lavaron con PBS y se extendieron mediante frotis en un portaobjetos. 
Las muestras se fijaron con etanol al 70% (v/v), a temperatura ambiente durante 20 min y se 
tiñeron sumergiendo el portaobjetos en una solución de PBS con 1 µg/mL de DAPI (Serva; 
Heidelberg, Alemania) y 1 µg/mL de sulforrodamina 101 (SR101; Sigma), durante 20 min en 
oscuridad para teñir, de manera específica, el DNA y las proteínas (como marcaje de la 
estructura celular completa), respectivamente. Las preparaciones se montaron añadiendo una 
gota de medio de montaje con 0,1% (p/v) de o-fenilendiamina, 10% (v/v) de PBS y 90% (v/v) 
de glicerol. 
La visualización de las estructuras de DNA teñido con DAPI se realizó con un microscopio de 
fluorescencia ZEISS (Jena, Alemania), compuesto por una lámpara de mercurio de espectro 
de emisión (450-490 mM). Tras la señal de excitación UV, las estructuras teñidas con DAPI 
emiten fluorescencia en color azul y las teñidas con SR101 en rojo. Las células apoptóticas 
presentan la cromatina condensada y/o fragmentada mientras que las células sanas tienen la 
cromatina difusa [293].  
B. Tinción del ADN con yoduro de propidio  
Otro método utilizado en la detección de células apoptóticas así como para el análisis de la 
distribución de las células en el ciclo de división, consiste en la cuantificación del contenido 
de DNA celular por incorporación del agente intercalante yoduro de propidio (IP). Las células 
apoptóticas, a diferencia de las células sanas, muestran un menor contenido de ADN ya que 
parte del mismo (muy fragmentado por acción de las DNasas) se pierde con la consiguiente 
menor intercalación del IP [294, 295]. 
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Para llevar a cabo esta determinación, tras los tratamientos se recogieron unas 2x10
5
 células, 
se lavaron por centrifugación (290 xg /5 min) en PBS y se resuspendieron en una disolución 
de NP-40 (Sigma) 1% en PBS (v/v), RNasa a 0,1 mg/mL (Sigma) y IP 20 µg/mL (Sigma). La 
suspensión celular se incubó 30 min a temperatura ambiente en oscuridad y se analizó la 
intensidad emitida por el IP por citometría de flujo, considerándose como apoptóticas las 
células con alto contenido en DNA hipo-diploide (células en fase sub-G1). Se utilizó un 
citómetro de flujo EPICS-XL Coulter (Beckman Coulter; Florida, EEUU) con un filtro de 
emisión de 590 nm (FL-3). 
 
 
 
  
 
 
Para la cuantificación de la población apoptótica, así como la correspondiente a cada fase del 
ciclo celular, se utilizó el programa de análisis y adquisición de datos CXP Analysis v.2.1 
(Beckman Coulter; Brea, CA) así como el programa Cyflogic v.1.2.1 (CyFlo Ltd, Turku, 
Finlandia), que emplea curvas Gaussianas que estiman el porcentaje que corresponde a cada 
fase del ciclo. 
C. Doble marcaje con yoduro de propidio y anexina V-FITC  
La anexina V es una proteína que se une específicamente al fosfolípido fosfatidilserina, que se 
localiza en la cara interna de la membrana plasmática y se expone en la cara externa de dicha 
membrana cuando se inicia el proceso de apoptosis para su reconocimiento y degradación. Por 
ello, la detección de la unión de esta proteína acomplejada con el fluorocromo FITC 
(isotiocianato de fluoresceína) es un indicador válido de la ejecución de la apoptosis. Para su 
estudio, se empleó un Kit de Medida “Annexin V-FITC” (ApoAlert®, Clontech, Mountain 
View, CA) y el procedimiento se realizó según las indicaciones proporcionadas por el 
fabricante. Para ello, se sembraron 2x10
5
 cels/mL y, tras los tratamientos, las células se 
recolectaron y se lavaron en PBS por centrifugación (290 xg/5 min), y resuspendieron en 
Imagen I: Ejemplo de estimación de la 
distribución de las diferentes fases del 
ciclo celular en células control (a) y 
sometidas a tratamiento citotóxico (b). 
G1 
G2/M 
Sub G1 
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“Tampón de Unión” con Anexina V (0,5 µg/mL). Se incubó durante 10 min en oscuridad y, 
transcurrido este tiempo, las células se lavaron por centrifugación en medio a 4ºC sin SFB y, 
tras resuspender en “Tampón de Unión” con IP (1 µg/mL), se analizaron por citometría de 
flujo utilizando el filtro de emisión máxima para Anexina V-FITC (FL-1; 519 nm) y para IP 
(FL-3; 590 nm). 
 
 
 
 
 
 
3.2.2. Determinación del proceso de muerte celular por necrosis 
Las células necróticas se caracterizan por una pérdida temprana de la integridad de la 
membrana plasmática y una liberación del contenido intracelular al medio. La rotura de la 
membrana plasmática permite la entrada libre de diferentes solutos y cromóforos al interior 
celular, entre ellos el IP y el azul de tripano. 
A. Incorporación de IP 
Se recogieron 2x10
5
 células, se lavaron en PBS a 4ºC por centrifugación (290 xg/5 min), y se 
resuspendieron en PBS a 4 ºC con 10 µg/mL de IP. A continuación, las muestras se analizaron 
por citometría de flujo utilizando un filtro de emisión máxima 590 nm (FL-3). 
B. Incorporación de azul de tripano 
Se utilizaron aproximadamente 8.000 células, que se lavaron por centrifugación (290 xg/5 min) 
en PBS y se añadió azul de tripano al 0,2% (BioRad, Hercules, CA, EEUU). Transcurrido 1 
minuto se contaron en una cámara de Neubauer® para microscopio óptico o una cámara de 
contaje TC10 automatizada (BioRad) para el contador automático de células TC10 (Bio-Rad). 
Las células necróticas incorporan el colorante siendo detectadas y cuantificadas, por 
observación directa o de manera automática. 
Imagen II: Ejemplo del doble marcaje con Anexina V/IP. 
Las células positivas a anexina V se consideran apoptóticas 
tempranas mientras que, si muestran además positividad a 
IP, se relacionan con una apoptosis en fase tardía. Las 
células que muestran solo positividad a IP representan 
necrosis genuina.  
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3.2.3. Estudio de la proliferación celular  
La proliferación celular se estudió por diferentes métodos en función de las limitaciones que 
presentan los distintos tratamientos. 
El primero de ellos se basó en la medida de la proliferación a través del contaje simple de 
células por microscopía óptica. La segunda y tercera, se basan en estudiar la capacidad 
proliferativa en virtud de su actividad metabólica o incorporación de nucleótidos para la 
síntesis de DNA. 
A. Estudio proliferativo mediante el test de MTT 
El ensayo por el test de MTT es útil como estimador indirecto de la viabilidad celular o 
proliferación Este ensayo se basa en la reducción metabólica del compuesto bromuro de 3-
(4,5-dimetiltiazol-2-ilo)-2,5-difeniltetrazol (MTT, Sigma) por acción de la enzima 
mitocondrial succinato deshidrogenasa, dando lugar al compuesto color violeta formazán, 
detectable colorimétricamente (595 nm), permitiendo así determinar la funcionabilidad 
mitocondrial de las células [296]. 
Una vez concluidos los tratamientos, las células se lavaron en PBS por centrifugación (290 
xg/5 min) y se resuspendieron en medio sin rojo fenol con 0,5 mg/mL de MTT (Sigma; stock 
5 mg/mL). Se repartieron 200 µL por triplicado en una placa de 96 pocillos y se incubó a 37ºC 
en oscuridad. El tiempo de incubación varió en función de la capacidad proliferativa de las 
células control. En nuestro caso, las células HL60 comenzaron a formar cristales de formazán 
a la hora de incubación. Transcurrido ese tiempo, se añadió a cada muestra SDS al 2% con 
objeto de detener la reacción y solubilizar las células y los cristales formados. Tras 16 horas 
en presencia de SDS la intensidad de color se detectó por la medida de la absorbancia a 595 
nm en el espectrofotómetro MultiPlate Reader (Bio-Rad). 
B. Medida de la proliferación celular por incorporación de 3-bromo-2-desoxiuridina 
Esta técnica mide la proliferación celular en base a la incorporación de un análogo sintético de 
la timidina, 3-bromo-2-desoxiuridina (BrdU), en el proceso de replicación del DNA, que 
puede ser detectado por un anticuerpo secundario específico conjugado con FITC para su 
detección por citometría de flujo. Para ello, previo a los tratamientos, las células en 
crecimiento exponencial se incubaron durante 2 horas con 20 µM de BrdU (Roche Applied 
Science, Basel, Suiza) para su incorporación al DNA. Transcurrido este tiempo, las células 
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marcadas con BrdU se lavaron por centrifugación (290 xg/5 min) con medio de cultivo y 
seguidamente se sometieron a los tratamientos correspondientes. Finalizados los tratamientos 
las células se lavaron por centrifugación en PBS a 4ºC (290 xg/5 min), se fijaron y 
permeabilizaron por agitación en etanol (70% a -20 ºC) y se incubaron durante una hora a 4 ºC. 
A continuación, las células se resuspendieron en ácido clorhídrico 2 M y se incubaron durante 
30 min a temperatura ambiente para desnaturalizar las hebras de DNA. Posteriormente, las 
muestras se lavaron con PBS/BSA/Tween20 (BSA 0,1 % en PBS pH 7,4 y Tween 20 0,2%) 
por centrifugación (290 xg/5 min). Después, las muestras con las células marcadas con BrdU, 
fijadas y desnaturalizadas se incubaron con el anticuerpo anti-BrdU marcado con FITC (5 
µg/mL; Beckton-Dickinson Biosciences; San Diego, CA) en PBS/BSA/Tween20, en 
oscuridad y a temperatura ambiente durante 30 min. Las células se lavaron por centrifugación 
(290 xg/5 min) y se incubaron 15 min en PBS/BSA/Tween20 con RNasa 100 µg/mL (Sigma, 
stock 10mg/mL). Tras la incubación se añadió IP a 20 µg/mL y las muestras se analizaron por 
citometría de flujo utilizando el filtro de máxima emisión 519 nm (FL-1) para el anti-BrdU-
FITC y 590 nm (FL-3) para IP. 
 
 
 
 
 
 
3.3. MEDIDAS DE LAS ALTERACIONES EN LA MEMBRANA 
MITOCONDRIAL INTERNA  
La desestabilización de la homeostasis mitocondrial es un evento determinante de la 
activación de la vía intrínseca de la apoptosis, e implica la disipación del ΔΨm por inhibición 
la CTE, por la formación del mPTP y/o por la formación de poros de mayor tamaño en la 
mitocondria por proteínas de la familia Bcl-2. Las alteraciones en la membrana mitocondrial 
pueden ocurrir por permeabilización de la mIMP o mOMP. La mOMP se valora por la 
Imagen III: Ejemplo del doble marcaje 
con BrDU/IP. En células proliferantes, al 
duplicar el DNA, incorporan la BrdU, y 
tras la división la señal de la BrdU 
disminuye a la mitad. Así sucesivamente 
hasta que se pierde por completo la señal. 
Si ocurre ralentización en la proliferación, 
o bien, parada en cualquiera de las fases, la 
señal de la BrdU se mantiene. 
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movilización de proteínas de la familia Bcl-2 a la membrana externa de la mitocondria y la 
formación de poros mitocondriales que permiten la salida de factores apoptogénicos al citosol. 
La valoración de la mIMP puede realizarse directamente, por medida de la apertura de mPTP 
utilizando la sonda calceína-AM/cloruro de cobalto (CoCl2; Sigma) que mide la  
permeabilidad del poro de transición mitocondrial o mPTP; o bien de manera indirecta 
mediante la determinación  del ΔΨm con rodamina123 (R123; Sigma).  
3.3.1. Medida del ΔΨm con rodamina123 
La medida del ΔΨm se llevó a cabo mediante la detección de la sonda catiónica R123, la cual 
permea en la célula y se acumula en la mitocondria. La disminución del ΔΨm merma la 
acumulación de la R123 en la mitocondria. 
Para la medida del ΔΨm, concluidos los tratamientos se recogieron las células por 
centrifugación (290 xg/ 5 min), se lavaron con PBS a 37ºC y se incubaron con 1 µg/mL de 
R123 en PBS durante 30 min a 37ºC. Tras la incubación, se lavaron por centrifugación con 
medio sin suero a 4ºC y se analizaron por citometría de flujo utilizando el filtro de máxima 
emisión de 525 nm (FL-1).  
 
 
 
 
 
En células control aparece una única población (población principal) con un determinado 
ΔΨm; sin embargo, en situaciones de tratamientos agresivos aparece una subpoblación 
(población satélite) de muy bajo ΔΨm. Dicha población suele representar a las células que han 
iniciado el proceso de apoptosis, ya que desaparece en presencia del inhibidor de caspasas, z-
VAD-fmk (Imagen IV). 
3.3.2. Medida del mPTP con calceína-AM/ cloruro de cobalto 
Complementariamente a la determinación del ΔΨm, también se valoró la mPTP a través de la 
medida de su apertura con la sonda fluorescente calceína-AM y CoCl2. Dicha sonda permea 
Imagen IV. Histogramas de ΔΨm 
obtenidos con R123 en células HL60. La 
población control (blanco) tiene un único 
ΔΨm, mientras que la población tratada 
con lonidamina (Lon) y ATO  (gris 
oscuro) tiene dos ΔΨm, uno de ellos muy 
bajo e inhibible por z-VAD-fmk (z-VAD). 
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dentro de la célula y se distribuye por el citoplasma acumulándose preferencialmente en la 
mitocondria. El CoCl2 se retiene en el citoplasma donde bloquea la fluorescencia de la 
calceína-AM pero no puede penetrar en la mitocondria. Sin embargo, la mPTP provocada por 
disfunción mitocondrial permite la entrada de Co
2+ 
 a la mitocondria y salida de la calceína-
AM, bloqueando así la fluorescencia de la calceína-AM acumulada en dicho orgánulo.  
La calceína acumulada en la mitocondria se puede cuantificar por diferentes técnicas, la 
primera de ellas es por microscopía confocal mediante la visualización de la acumulación 
mitocondrial de la calceína-AM, y la segunda por citometría de flujo. 
A. Visualización por microscopía confocal  
Previamente a la valoración por citometría de flujo, se utilizó la microscopía confocal para 
validar la adecuación de la técnica de calceína-CoCl2 en nuestro modelo celular. Para ello, las 
células se incubaron con calceína-AM (1 µM) y el marcador específico de mitocondrias 
Mitotracker RED CMXRos (Molecular Probes; Eugene, OR) 50 nM durante 30 min. Después 
de los tratamientos, las células se fijaron con formaldehído al 3,5% en medio de cultivo sin 
rojo fenol a 37ºC durante 30 min. Las células se lavaron con PBS por centrifugación (290 xg/5 
min), se transfirieron a un portaobjetos por centrifugación en un citospin a (98 xg/7 min) y se 
montaron con líquido de montaje “ProLong Gold® AntiFade” (Invitrogen; Carlsbad, CA). A 
continuación, las muestras se observaron por microscopía confocal con un microscopio laser 
confocal espectral (CLSM, Leica TCS SP2), en el cual el color rojo (λem 644 nm) muestra las 
estructuras mitocondriales y el verde (λem 516 nm) el acúmulo de calceína dentro de la 
mitocondria (Imagen V) [297, 298]. 
Para la valoración de las alteraciones de la mPTP, se utilizó el mismo procedimiento pero la 
incubación se realizó con calceína/CoCl2 (1 mM)  en lugar de calceína/Mitotracker rojo. 
 B. Determinación por citometría de flujo  
Se tomaron aproximadamente 4x10
5
 céls/mL, se centrifugó (290 xg/ 5min) y se reservó el 
medio a 37ºC. Las células se lavaron en PBS a 37ºC y se incubaron con calceína-AM (1 µM) 
y CoCl2 (1 mM) en medio de cultivo RPMI sin rojo fenol ni suero durante 30 min a 37ºC/5% 
CO2. Tras la incubación, las células se lavaron con PBS por centrifugación (290 xg/ 5min) a 
37ºC, se resuspendieron en el medio de cultivo condicionado inicial y se realizaron los 
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tratamientos correspondientes. Concluidos los tratamientos se analizaron las muestras por 
citometría de flujo, utilizando el filtro de máxima emisión de 525 nm (FL-1) [299]. 
 
Imagen V: Tinción de células HL60 con 
Calceína ± Mitotracker/ CoCl2. La calceína-AM 
es una sonda fluorescente que permea dentro de la 
célula y se distribuye por el citoplasma 
acumulándose preferentemente en las mitocondrias 
donde colocaliza, con la sonda mitocondrial 
Mitotraker rojo (arriba). En las células marcadas 
con calceína y CoCl2, la fluorescencia 
citoplasmática de la calceína-AM está bloqueada
 
(izquierda). De esta manera, se confirmó la 
adecuación de la técnica de calceína-AM para su 
utilización por citometría de flujo. 
 
3.3.3. Controles técnicos en células HL60 
Debido a la importancia de la bomba extrusora de fármacos (MDR) a la hora de expulsar 
agentes y otros componentes como son, en este caso, las sondas fluorescentes, se realizaron 
una serie de ensayos control en los cuales las células HL60 se marcaron con calceína-AM (sin 
CoCl2) y R123 (1 µg/mL), y se trataron con diferentes inhibidores de la proteína MDR como 
el verapamilo o la CsA, en presencia y ausencia del inhibidor glucolítico lonidamina y de 
ATO. En ninguno de los casos se observó que estos inhibidores afectaran a los niveles de 
fluorescencia obtenidos por sendas sondas (Imagen VI). 
Estos resultados confirman el carácter negativo de la línea celular de estudio HL60 a MDR 
[300] y sugiere que las alteraciones observadas a nivel de la mIMP (por medida de la calceína-
AM/Cl2Co) y del ΔΨm (R123) no son artefactos provocados por alteraciones en la membrana 
plasmática por acción de mecanismos extrusores de fármacos. 
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3.4.  MEDIDAS DE PARÁMETROS ENERGÉTICOS CELULARES 
3.4.1. Medida de los niveles intracelulares de nucleótidos de adenina 
Considerando la naturaleza de los agentes que se utilizan en este trabajo, es importante 
estudiar los efectos que producen sobre el contenido energético celular.  
A. Determinación de los niveles de ATP por bioluminiscencia 
Este método es el más comúnmente utilizado y detecta el contenido total de ATP en las 
células mediante el empleo de la reacción química de la D-luciferina con el oxígeno en 
presencia de ATP, catalizada por la enzima luciferasa, produciendo oxiluciferina y la 
consiguiente emisión de luz, que puede ser detectada y cuantificada. 
Para ello, las células se sembraron a una densidad de 10
5
-2x10
5
 céls/mL y, una vez 
transcurrido el tratamiento correspondiente, se recolectaron por centrifugación a 4ºC (290 xg/5 
min), se lavaron con PBS y el precipitado celular se congeló a -80ºC hasta su uso. 
ATP + D-luciferina + O2⇨oxiluciferina + PPi + AMP + CO2 + luz 
Imagen VI. Efecto del verapamilo y 
ciclosporina A sobre la fluorescencia 
emitida por calceína y R123. Histogramas 
representativos de la medida de la mPTP 
con calceína-AM en células control y 
tratadas con verapamilo (30 µM), CsA (10 
µM) durante 3 horas y de la medida del 
ΔΨm con R123, en células control y 
tratadas con lonidamina (Lon; 100 
µM/ATO (2 µM) ± verapamilo (Verap; 30 
µM), durante 24 horas. La línea punteada 
vertical está situada en la fluorescencia 
media de cada control. 
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La medida de los niveles de ATP se llevó a cabo con el kit comercial “ATP Bioluminescence 
Assay Kit HSII” (Roche, Mannheim, Alemania) cuyo procedimiento experimental viene 
reflejado en las recomendaciones del kit. Para ello, el precipitado celular se lisó con 300 µL de 
una mezcla 1:1 de “tampón de lisis” y “tampón de dilución” proporcionados en el kit, y se 
incubó durante 5 min a temperatura ambiente para la extracción del ATP. A continuación, el 
lisado celular se centrifugó a 9.000 xg durante 2 min y se recogió el sobrenadante, que se 
diluyó (1:400) en agua destilada para la valoración.  
La cuantificación de los niveles de ATP se llevó a cabo añadiendo al sobrenadante, in situ, 50 
µL del reactivo de luciferasa y se detectó la fluorescencia emitida (máximo de emisión de 562 
nm) por la muestra tras la reacción, proporcional a la cantidad de ATP, utilizando el lector de 
placas Varioskan
®
 Flash (Thermo Scientific, Whaltham, MA). 
Paralelamente al procesamiento de las muestras, se realizó una curva patrón con 
concentraciones conocidas de ATP (0,032-100 nM), para calcular la cantidad de ATP 
presentes en la muestra, y como control interno se utilizó el inhibidor de la enzima ATPasa 
oligomicina A (10 µM). Los niveles de ATP obtenidos tras los tratamientos se corrigieron con 
la cantidad de proteína total de la muestra. Los valores de ATP se expresan en porcentaje con 
respecto al control. 
B. Determinación de los niveles de nucleótidos de adenina por cromatografía líquida de alta 
precisión (HPLC)  
Con este método se determinaron los porcentajes relativos de los nucleótidos ATP, ADP y 
AMP, a través del espectro obtenido de cada nucleótido por HPLC [301]. 
Para la determinación de los nucleótidos de adenina, se sembraron 4x10
6
 células por muestra. 
Se realizaron los tratamientos pertinentes durante 2-6 horas, y se centrifugó durante 30 
segundos a 8000 xg. Acto seguido se desechó el sobrenadante, las células se resuspendieron 
(rápidamente para evitar la hipoxia) en ácido perclórico (660 mM) y teofilina (10 mM) para 
precipitar las proteínas e inhibir las proteínas fosfatasas, respectivamente, y se tomó una 
alícuota para la cuantificación de proteínas por la técnica colorimétrica BCA [302] . Las 
muestras se centrifugaron 15 min a 16.000 xg para eliminar las proteínas, y se añadió fosfato 
potásico 2,8 M al sobrenadante para ajustar la muestra a un pH 6-7 y precipitar el perclorato 
potásico formado. Se incubó un mínimo de dos horas a -80ºC para terminar de precipitar el 
perclorato potásico. Tras la incubación, las muestras descongeladas se centrifugaron 15 min a 
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16.000 xg, y el sobrenadante se filtró (0,45 µm) y transfirió a un vial con septum. Para el 
análisis se inocularon 80 µL de muestra en la columna, por duplicado. La separación analítica 
se realizó utilizando el cromatógrafo (Shimadzu Prominence; Canby, OR) equipado con una 
columna C18 (Mediterranea SEA 18, Teknokroma, Sant Cugat, España). La identificación de 
los espectros se confirmó por comparación con los tiempos de retención de una muestra 
estándar de nucleótidos de adenina. Además, se utilizó oligomicina (1 µM) y 2-DG (30 mM), 
durante 2 horas como controles positivos para validar la técnica. 
Los valores correspondientes a las cantidades relativas de nucleótidos de adenina se emplearon 
para el cálculo de la carga energética (EC) celular [303] de acuerdo con la ecuación: EC = ([ATP] 
+ 0.5[ADP]) / [ATP+ADP+AMP] 
 
 
 
 
 
 
 
3.4.2. Medida de los procesos metabólicos de glucólisis y respiración mitocondrial 
La glucólisis y la respiración mitocondrial se valoraron conjuntamente a tiempo real, 
utilizando el equipo de análisis de flujo extracelular XF24 (Seahorse Biosciences, North 
Billerica, MA), que dispone de sondas específicas incorporadas a un cartucho que se acopla a 
la placa XF24 con los tratamientos. Dichas sondas determinan la glucólisis y la respiración 
mitocondrial a través de la medida de variaciones de pH (ECAR) y consumo de oxígeno 
celular (OCR), respectivamente. 
La medida de la acidificación del medio extracelular se relaciona con el proceso de glucólisis, 
ya que el lactato es uno de los productos finales de dicha ruta metabólica y tiene capacidad 
acidificadora del medio. Por otro lado, la medida de consumo de oxígeno esta relacionada con 
la actividad de la CTE o respiración mitocondrial.  
Imagen VII: Ejemplo de cromatograma 
con la identificación de los picos 
correspondientes a los nucleótidos de 
adenina en células HL60 en un extracto 
control (dcha) y tratadas con 
Oligomicina/2-DG (izda). Ecuación de la 
carga energética (abajo). 
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El procedimiento experimental para hacer estas mediciones consistió en tratar 1x10
6
 céls/mL 
durante una hora en medio RPMI con glucosa (11,1 mM), 1% de SFB, sin bicarbonato sódico 
(para poder discriminar las variaciones de pH del medio). Transcurrido este tiempo, las células 
se sometieron a un proceso de pegado en monocapa en la placa XF24. Para ello, 24 horas 
antes del experimento, las placas XF24 se trataron con un adhesivo Cell-Tak ® (BD, 
Biosciences; San Jose, CA) y, tras secarse, las placas se guardaron a 4ºC hasta el ensayo. La 
adhesión celular se realizó añadiendo 100 µL por pocillo y centrifugando a baja aceleración 
hasta 48 xg (aproximadamente 30 segundos) sin frenado. Se cambió la orientación de la placa 
y se realizó la misma operación. A continuación, la placa se incubó durante 20 min a 25-30ºC 
en un incubador libre de CO2. 
El cartucho prehumedecido, que alberga las sondas, contiene cuatro reservorios para cada 
pocillo, que se cebaron con inhibidores de la CTE y se añadieron a la muestra a tiempo real, 
permitiendo valorar diferentes parámetros respiratorios y glucolíticos (Imagen VIII). Dichos 
inhibidores fueron la oligomicina A (inhibidor de la ATP sintasa mitocondrial, 1 µM), el 
FCCP, (agente desacoplante de la CTE, 0,6 µM), y la rotenona/ antimicina A, (inhibidores de 
los complejo II y III de la CTE, respectivamente, 1 µM) [304]. 
Imagen VIII: Modelo gráfico de representación de la curva de la tasa de consumo de oxígeno frente al tiempo, 
obtenida durante las sucesivas mediciones tras la adición de los moduladores de la CTE. En los primeros 20 min 
se mide la respiración basal. Tras la adición de oligomicina se mide la producción de ATP (reposición de ATP) 
por fosforilación oxidativa, por 
inhibición de la enzima ATP 
sintasa. La adición del agente 
desacoplante de la CTE, FCCP, 
fuerza a las células a respirar a 
su máxima capacidad y la 
adición de antimicina A y 
rotenona inhibe completamente 
la respiración mitocondrial, 
siendo el consumo de oxígeno 
resultante independiente de la 
mitocondria (acción enzimas 
detoxificantes y desaturasas). 
Imagen tomada y modificada de 
SeahorseBioscience.com 
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3.5. MEDIDAS DEL ESTRÉS OXIDATIVO 
3.5.1. Medida de ROS inespecíficos  
El estrés oxidativo general se puede cuantificar utilizando la sonda fluorescente sensible a la 
oxidación diacetato de 5,6 carboxi-2´,7´diclorofluoresceína (H2DADCF, Sigma). Esta sonda 
difunde al interior celular perdiendo los grupos acetato por acción de esterasas intracelulares 
formando 2´,7´diclorofloresceína reducida (DCFH), que no es fluorescente y queda retenida 
en la célula. La DCFH puede ser oxidada por una gran variedad de ROS como NO·, ONOO- e 
incluso hidroperóxidos orgánicos, a 2´,7- diclorofluoresceína (DCF) que es fluorescente. Así 
mismo, su oxidación también depende de la concentración de GSH, por lo que se considera 
una sonda que detecta no sólo la producción de ROS, sino también el grado de estrés 
oxidativo general [305-307]. 
Para la medida de ROS inespecíficos se sembraron 3x10
5
 céls/mL que se sometieron a los 
tratamientos pertinentes, y 30 min antes de su finalización se añadió H2DADCF (5 µM) a 
37ºC. Tras la incubación, las células se recolectaron, se lavaron con PBS a 4ºC por 
centrifugación (290 xg/5min) y se analizaron por citometría de flujo utilizando un filtro de 
máxima emisión de 525 nm (FL-1). 
3.5.2. Medidas de producción de anión superóxido  
El anión superóxido (O2
·-
) es un radical libre formado durante el transporte de electrones en la 
CTE que es rápidamente dismutado a H2O2 por acción de la enzima SOD. En situaciones de 
disfunción de la CTE pueden producirse grandes cantidades de O2
·-
 incapaces de ser 
procesadas por la maquinaria antioxidante mitocondrial. El dihidroetidio (DHE; Sigma) es un 
borohidruro sódico que corresponde a una forma reducida del bromuro de etidio (EB), que 
difunde al interior celular dónde se utiliza para evaluar la generación de O2
·-
, ya que puede ser 
oxidado directamente a EB por el O2
·-
 generado en la mitocondria. El EB formado se une al 
DNA y queda retenido en las células donde emite fluorescencia (620 nm) cuando se excita a 
una 563 nm [308].  
Para la detección de O2
·-
 se sembraron 3x10
5
 céls/mL, y 30 min antes de finalizar los 
tratamientos se añadió la sonda DHE (5 µM). A continuación, las células se recolectaron y se 
lavaron con PBS a 4ºC por centrifugación (290 xg/5min), protegidas de la luz. Las muestras se 
analizaron por citometría de flujo utilizando un filtro de máxima emisión 620 nm (FL-3). 
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3.5.3. Medidas de producción de peróxidos 
La formación de peróxidos y peroxinitritos ocurre a partir de la reacción del O2
·-
con O2 o con 
NO·, respectivamente, los cuales son altamente inestables pudiendo producir daño 
mitocondrial. La detección de estos radicales se puede llevar a cabo con la utilización de la 
sonda dihidrorodamina 123 (DHR; Sigma). La DHR es una sonda no fluorescente que difunde 
pasivamente al interior celular dónde se oxida por acción de peróxidos y peroxinitritos al 
agente catiónico R123 que es fluorescente y queda retenido en la mitocondria [309].  
La detección de peroxinitritos y peróxidos se llevó a cabo sembrando 3x10
5
 céls/mL que a 
continuación se trataron con los agentes correspondientes y, 30 min antes de finalizar el 
tratamiento, se añadió la DHR (5 µM). Las muestras se incubaron durante 30 min a 37ºC 
protegidas de la luz y se recolectaron por centrifugación (290 xg/5 min), se lavaron con PBS a 
4ºC y las células marcadas con R123 se analizaron por citometría de flujo utilizando un filtro 
de máxima emisión de 525nm (FL-1). 
3.5.4. Medida de los niveles intracelulares de glutatión (GSH) 
El GSH es un tripéptido de bajo peso molecular que ejerce una función defensiva frente a 
agentes que producen estrés oxidativo. Una técnica utilizada para medir el contenido 
intracelular de GSH consiste en el empleo del marcador monoclorobimano (MCB, Molecular 
Probes, Inc.; Eugene, OR). El MCB es un agente no fluorescente que entra en el interior 
celular y reacciona con agentes tiólicos de bajo peso molecular como es el caso de la N-
acetilcisteína, mercaptopurina y el GSH, catalizada por la enzima glutatión-S-transferasa (GT). 
El MCB unido a cualquiera de estas especies (GSH-MCB) es fluorescente y se puede detectar 
por fluorimetría [271]. 
Para la medida de GSH se sembraron 2x10
5
-4x10
5
 céls/mL. Tras el tratamiento, las células se 
recogieron por centrifugación (290 xg/ 5 min), se lavaron con PBS a 37ºC y se incubaron con 
MCB (2 mM) durante 20 min a 37ºC en atmósfera humidificada y protegidas de la luz. A 
continuación, tras lavar las células con PBS frío, se resuspendieron en PBS y el aducto 
formado GSH-MCB se detectó utilizando el lector de placas multimodal de fluorescencia 
Varioskan empleando una λ de excitación de 380 nm y de detección de emisión de 470 nm. 
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3.6. ANÁLISIS DE EXPRESIÓN, ACTIVACIÓN Y TRANSLOCACIÓN 
PROTEICA 
3.6.1. Detección de proteínas mediante la técnica de “Western Blot”  
El método utilizado de forma más amplia para el estudio de proteínas es la técnica de 
“Western Blot”. Esta técnica consiste en la determinación directa de proteínas mediante su 
reconocimiento por anticuerpos específicos, los cuales son a su vez reconocidos por un 
anticuerpo secundario conjugado con un compuesto cuya actividad es detectable [310]. 
Para la realización de esta técnica, se siembran  2x10
5 
céls/mL células que se siembran el 
mismo día que se administra el tratamiento si la duración de este es de 16-48 horas o el día 
anterior a ser tratadas si la duración del tratamiento es de 4-8 horas. Transcurridos los 
tratamientos, las células se recolectaron a 4ºC, se lavaron con PBS a 4ºC por centrifugación 
(290 xg/5 min) y se conservaron a -80ºC. 
A. Lisis celular 
A.1. Obtención de extractos proteicos totales 
Los extractos proteicos totales consisten en la lisis de la totalidad celular de tal manera que los 
extractos obtenidos contienen proteínas de todos los compartimentos celulares (núcleo, 
membrana plasmática, orgánulos y citosol). Estos extractos se obtuvieron para estudiar las 
proteínas implicadas en señalización celular.  
Para llevar a cabo la lisis se utilizaron aproximadamente 3x10
6
 células por muestra que se 
resuspendieron en 150 µL de tampón de lisis NP-40 (Tris HCl 20 mM pH 7,5, glicerol 10%, 
NaCl 137 mM, NP-40 1%, cóctel de inhibidores de proteasas 0,1µg/mL, ortovanadato sódico 
1 mM, fluoruro sódico 10 mM y EDTA 2 mM; Sigma), y se incubaron a 4ºC durante 20 min 
con agitación ocasional. Transcurrido este tiempo, las células se sonicaron en un baño en frío, 
durante 5 min y, tras centrifugar a 1.000 xg/ 15 min  y a 4ºC, se tomó el sobrenadante que 
corresponde al extracto proteico total.  
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A.2. Obtención de extractos citosólicos 
Esta lisis  celular se llevó a cabo para obtener fracciones ricas en proteínas citosólicas que 
permitieran estudiar  la movilización de proteínas al citosol, como es el caso del citocromo c y 
Omi/HtrA2, desde la mitocondria.  
Para obtener dichos lisados se recogieron 6x10
6
 células por muestra, se resuspendieron en 60 
µL de tampón de lisis citosólico (KCl 80 mM, sacarosa 250 mM, digitonina 200 µg/mL y 
cóctel de inhibidores de proteasas 0,1 µg/mL; Sigma) y se incubaron durante 5 min a 4ºC. 
Transcurrido ese tiempo, las muestras se centrifugaron a 9.500 xg durante 5 min a 4ºC, y se 
extrajo el sobrenadante que contiene el extracto citosólico celular. Por otro lado, el precipitado 
obtenido, enriquecido en orgánulos, membrana plasmática y núcleo, se lisó con el tampón de 
lisis NP-40, con el mismo procedimiento que la lisis para la obtención de extractos proteicos 
totales.  
A.3. Obtención de extractos enriquecidos en mitocondrias 
Los extractos enriquecidos en mitocondrias se obtuvieron para estudiar la movilización de 
proteínas citosólicas a la mitocondria, como es el caso de Bax, o la pérdida de proteínas 
mitocondriales como citocromo c y Omi/HtrA2 [311]. 
Para la obtención de extractos con alto contenido en mitocondrias se utilizaron 2x10
7
 células 
por muestra que se resuspendieron en 400 µL del tampón de lisado celular (HEPES-KOH 25 
mM, pH 7,5, KCl 10 mM, MgCl2 1,5 mM, EDTA 1 mM, EGTA 1 mM, DTT 1 mM, sacarosa 
250 mM, 0,1 µg/mL de mezcla de inhibidores de proteasas, NaF 10 mM y ortovanadato 
sódico 1 mM; Sigma), y se pasó cinco veces la suspensión celular a través de una aguja de 25 
gauges, consiguiendo con ello la ruptura celular y la salida de proteínas citosólicas y 
orgánulos al tampón. Las muestras se centrifugaron a 800 xg/10 min a 4ºC separando el 
sobrenadante del precipitado que contiene células no lisadas, fragmentos de membrana 
plasmática y núcleo. El sobrenadante se centrifugó a 1.000 xg a 4ºC durante 20 min para 
separar la fracción rica en mitocondrias de la fracción citosólica. A continuación, se retiró el 
sobrenadante que contiene la fracción rica en proteínas citosólicas, mientras que el precipitado, 
rico en mitocondrias, se resuspendió en 50 µL de tampón TNC (Tris/acetato 10 mM, pH 8.0, 
NP-40 0,5% y CaCl2 5 mM; Sigma). 
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B. Cuantificación proteica 
Independientemente de la naturaleza del extracto, la concentración de proteínas de las 
muestras se cuantificó utilizando el reactivo de Bradford (Bio-Rad). La actividad de este 
reactivo se basa en la presencia de azul de Coomasie G-250, que en ambiente ácido torna del 
color rojo al azul por la unión a proteínas. Este cambio colorimétrico se detectó por medida de 
la absorbancia a 595 nm en el lector de placas MultiPlate Reader (Bio-Rad). Para la 
cuantificación de las muestras se realizó una curva patrón con concentraciones conocidas de 
albúmina sérica bovina (BSA) (1-12 µg/mL).  
C. Electroforesis de proteínas en SDS-PAGE y transferencia a membrana de PVDF 
Una vez cuantificadas las proteínas, se procedió a su separación electroforética mediante 
electroforesis SDS-PAGE, técnica que separa las proteínas en función de su peso molecular. 
Para ello, las muestras, conteniendo una determinada cantidad de proteinas, se diluyeron (1:1) 
en tampón Laemmli (Tris-HCl 62,5 mM pH 6,8, glicerol 25%, SDS 2%, azul de bromofenol 
0,01% y β-mercaptoetanol 715 mM; Sigma) y se calentaron a 90ºC durante 5 min. La 
separación de proteínas se realizó en geles de poliacrilamida, que están divididos en dos partes, 
una superior o concentradora (Tris-HCl 62,5 mM, pH 6,8, poliacrilamida al 4%, SDS 1%, 
persulfato amónico (APS) 0,1% y TEMED 13 mM, BioRad) y una inferior o separadora (Tris-
HCl 121,14 mM pH 8,8; poliacrilamida 7,5% - 15% (en función del peso molecular de la 
proteína a detectar), SDS 1%, APS 0,1%, y TEMED 6,71 mM). Las proteínas se cargaron en 
dichos geles y se separaron aplicando una diferencia de potencial de entre 80 y 100 V Para 
monitorizar el progreso de la electroforesis, se utilizó, además del azul de bromofenol, un 
patrón de pesos moleculares (Dual Color, Bio-Rad), que se cargó en el gel, y que permitirá 
además identificar los pesos moleculares correspondientes a las distintas bandas Una vez 
concluida la separación, las proteínas se transfirieron a una membrana de PVDF (Immobilon
-P
, 
Milipore, tamaño de poro 0,45 µm) en un tampón de transferencia (Tris-HCl 48 mM, glicina 
39 mM, SDS 1,3 mM y metanol 10% (Panreac)). La transferencia se realizó en un equipo de 
transferencia semi-seca (Bio-Rad) a temperatura ambiente durante 45-60 min a 12-15 V, en 
función  del peso molecular de la proteína a identificar. 
D. Inmunoensayo 
La membrana con las proteínas adsorbidas se bloqueó durante una hora a temperatura 
ambiente en una solución de bloqueo compuesta por leche desnatada en polvo al 5% (p/v) en 
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Tris-Base 2,42 g/L pH 7,6, NaCl 8 g/L y Tween 20 0,1% (v/v) para evitar uniones 
inespecíficas de los anticuerpos. Para la detección de proteínas fosforiladas, se empleó BSA 
en lugar de la leche, debido a que esta última contiene fosfoproteínas que favorecen la 
aparición de señales inespecíficas. A continuación, la membrana bloqueada con las proteínas 
se incubó durante 16 horas o toda la noche a 4ºC, o 1 hora a temperatura ambiente con el 
anticuerpo primario correspondiente (Tabla I) (diluido en BSA-TBS-Tween-20), el cual 
reconoce regiones específicas de las proteínas humanas estudiadas. Transcurrido este tiempo,, 
las membranas se lavaron en TBS-Tween-20 a temperatura ambiente y seguidamente se 
incubaron durante 1 hora y en oscuridad con el anticuerpo secundario correspondiente (diluido 
en BSA-TBS-Tween-20), que reconoce las inmunoglobulinas del anticuerpo primario (de 
ratón, conejo o cabra; Tabla II), y lleva conjugado la peroxidasa de rábano (HRP). Finalmente, 
la membrana se lavó con TBS-Tween-20 y la detección de las proteínas se realizó por 
quimioluminiscencia, empleando el Kit LiteAblot (EuroClone, Pero, Italia). Para ello, la 
membrana se incubó con el reactivo de revelado a base de luminol que reacciona con el H2O2, 
emitiendo luz en aquellos sitios de la membrana en los que se encuentre unido el anticuerpo 
secundario conjugado con HRP que es la que cataliza la reacción. La luz emitida se plasmó en 
una película de autorradiografía (Agfa Curix RP2 Plus), que se reveló en el equipo Agfa Curix 
60. 
Tabla I: Anticuerpos primarios 
Proteína Origen Dilución Casa comercial 
p42/p44 (ERK1/2) MAPK Conejo 1:2.000 Cell Signaling 
Fosfo- p42/p44 (ERK1/2) MAPK (Thr202/Tyr204) Conejo 1:2.000 Cell Signaling 
Fosfo-MEK 1/2 (Ser217/221) Conejo 1:2.000 Cell Signalling 
p38 MAPK Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
Fosfo-p38 MAPK Conejo 1:2.000 Cell Signaling 
SAPK/JNK Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
Fosfo-SAPK/JNK (pTPpY) Conejo 1:1.000 Promega Corp. 
Fosfo-acetil CoA Carboxilasa Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
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Fosfo-IGF-1R (Tyr 1165/1166) Conejo 1:1.000 Santa Cruz 
Fosfo-p70 S6 kinasa (Thr389) (1A5) Ratón mAb 1:2.000 Cell Signaling 
Fosfo- S6rp (Ser235/236) Conejo-mAb 1:4.000 Cell Signaling 
Fosfo-AKT (Ser 473) Conejo mAb 1:1.000 Cell Signaling 
AKT Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
Fosfo-LKB-1 (Ser 428) (C67A3) Conejo mAb 1:1.000 Cell Signaling 
Fosfo-AMPKα (Thr172) (40H9) Conejo mAb 1:2000 Cell Signaling 
AMPKα Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
Fosfo-mTOR (Ser2448) Conejo 1:1.000 Cell Signaling 
m-TOR (7C10) Conejo mAb 1:1.000 Cell Signaling 
β-actina (AC-15) Ratón 1:40.000 Sigma-Aldrich 
Citocromo c Ratón 1:1.000 BD Pharmingen 
Omi/HtrA2 Conejo 1:4.000 Cell Signalling 
XIAP (MIHA/ILP-a) Ratón mAb 1:1.000 MBL 
Mcl-1 (S-19) Conejo 1:1.000 Santa Cruz 
Bax (N-20) Conejo 1:1.000 Santa Cruz 
Bid proforma (C-20) Cabra 1:1.000 Santa Cruz 
Caspasa-9 p35 (H-170) Conejo 1:1.000 Santa Cruz 
Caspasa-3 proforma Conejo 1:1.000 Cell Signalling 
Caspasa-3 activa/rota (Asp 175) Conejo 1:1.000 Cell Signalling 
Caspasa-8 (1C12) Ratón mAb 1:1.000 Santa Cruz 
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Tabla II: Anticuerpos secundarios 
Origen Reactividad Igs Casa Comercial 
Cabra policlonal Conejo  
DAKO® (Barcelona, España) Conejo policlonal Cabra 
Cabra policlonal Ratón 
3.6.2. Inmunodetección de citocromo c por microscopía confocal  
El citocromo c, además de detectarse por la técnica de Western Blot, también se visualizó por 
microscopía confocal para confirmar visualmente la salida de este de la mitocondria durante el 
proceso de apoptosis [312]. Para ello, tras el tratamiento, las células (3x10
5 
por muestra) se 
fijaron con formaldehído (3,7%), durante 30 min a temperatura ambiente y se permeabilizaron 
con NP-40 (0,01%) 20 min. Las muestras fijadas y permeabilizadas se bloquearon 15 min con 
0,5% de BSA en PBS y, seguidamente, se incubaron con el anticuerpo primario anti-
citocromo c (1:500) durante 15 min a 37ºC y en oscuridad. Tras lavar con la solución 0,5% de 
BSA en PBS, las muestras se incubaron 15 min a 37ºC con el anticuerpo secundario de cabra-
anti ratón conjugado con FITC (1:1.000) (Serotec, Raleigh, NC). Transcurrido este tiempo, las 
células se lavaron por centrifugación (289 xg/5 min), se depositaron sobre un portaobjetos por 
centrifugación en citospín (100 xg/7 min), y se montaron con líquido de montaje “ProLong 
Gold® AntiFade” que contiene DAPI (Invitrogen), para la detección del núcleo. La 
visualización se realizó por microscopía confocal (Microscopio Laser Confocal espectral 
(CLSM) Leica TCS SP2) en la cual la señal verde corresponde al FITC (519 nm) asociado a 
citocromo c, mientras que la azul corresponde  a los núcleos teñidos con DAPI (461 nm). 
Bcl-2 Ratón mAb 1:1.000 Santa Cruz 
Bcl-Xs/l (S-18) Conejo 1:1.000 Santa Cruz 
Hexokinasa II (C-14) Cabra 1:1.000 Santa Cruz 
Cox I Ratón mAb 1:1.000 Molecular Probes 
Porina Conejo 1:1.000 Sigma-Aldrich 
VDAC/Prohibitina (6K2D1) Ratón mAb 1:1.000 Santa Cruz 
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3.7. SILENCIAMIENTO GÉNICO 
El silenciamiento génico se realizó con el objetivo de inhibir la expresión de determinados 
genes mediante la utilización de RNAs de interferencia (siRNA), como mecanismo 
complementario a la inhibición farmacológica de las proteínas correspondientes a dichos 
genes. Estos siRNAs reconocen secuencias específicas de los mRNAs, inhibiendo con ello su 
traducción a las proteínas correspondientes.  
El proceso de silenciamiento génico se realizó por incorporación de siRNA específicos al 
citoplasma y núcleo mediante la técnica de nucleofección, en la cual las células se sometieron 
a pulsos eléctricos que provocan, de manera transitoria, la aparición de poros en las 
membranas plasmática y nuclear, por los cuales penetra el siRNA. 
Para el silenciamiento se utilizó el kit V Amaxa (Lonza Biosystems, Colonia, Alemania), 
específico para células HL60. Para llevar a cabo dicho proceso, se utilizaron 2,5x10
6
 células 
que se centrifugaron a 90 xg durante 10 min y a las que a continuación se añadió el siRNA 
frente a AMPK (450 nM, Santa Cruz) disuelto en el tampón de nucleofección del kit y la 
nucleofección se realizó en el equipo nucleofector (Nucleofector® 2b de cubetas de Lonza), 
Como control de transfección se utilizó un siRNA irrelevante (siRNA control 300 nM, Santa 
Cruz). 
Concluida la nucleofección, las células se dejaron crecer durante 24 horas, tras lo cual se 
centrifugaron (200 xg/5 min/37ºC) para eliminar las células muertas, ya que la nucleofección 
afecta notablemente a la integridad celular (30-40% de viabilidad a las 4 horas post-
nucleofección). En las siguientes 24 horas, con la porción de células vivas se realizaron los 
experimentos pertinentes. A las 24 y 48 horas post-nucleofección se tomaron muestras de las 
células para realizar un control de nucleofección mediante  Western blot.  
3.8. ANÁLISIS DE IMAGEN 
Para la elaboración y composición de las figuras correspondientes a las proteínas detectadas 
por Western blot, las películas de autorradiografía se escanearon en un escáner de imagen 
Agfa Arcus II. Además, se utilizó el programa de tratamiento de imágenes, Adobe Photoshop 
7.0 y el programa de análisis cuantitativo CuantityOne de BioRad. Todas las proteínas 
valoradas se estandarizaron con β-actina en la misma membrana. 
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El análisis de las imágenes obtenidas por microscopía confocal se realizó mediante el 
programa informático de visualización de imágenes LAS AF LITE (“Leica Application Suite”; 
versión.2.4.1.). Dicho programa se utilizó tanto para editar las fotografías como para el 
estudio de la co-localización de las sondas fluorescentes. 
3.9. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
Por norma general, cada experimento se realizó como mínimo tres veces y, en algunos casos, 
cada uno por triplicado. Las diferencias entre distintas condiciones se analizaron utilizando el 
análisis estadístico de ANOVA de una y dos vías. Cuando se realizó ANOVA de una vía se 
emplearon los post-test de Dunnet y Bonferroni, para la comparación de pares. Para la 
elaboración de los gráficos, así como para el estudio estadístico se utilizó el programa de 
bioestadística GraphPad Prism versión 5.0. (GraphPad Software Inc. La Jolla, CA). Los 
símbolos significan: (*) diferencias significativas con respecto al control o con respecto al 
valor indicado; (#) diferencias significativas entre el tratamiento combinado y la suma de los 
valores de los tratamientos independientes; n.s. no significativo. (*) p<0.05;(**) p<0.01; (***) 
p<0.001. 
3.10. ANÁLISIS DE COOPERATIVIDAD 
El análisis de la interacción entre los diferentes compuestos se realizó de acuerdo al principio 
del efecto-medio, propuesto por Chou y Talalay [313, 314]. 
En base a ello, el índice de combinación (CI) entre los compuestos se puede obtener a través 
de la ecuación: 
                                              
, donde 
 
Basándose en dichos principios, se empleó el programa Compusyn (Combosyn, Inc, Paramus, 
NJ) para la obtención del CI en los tratamientos combinados. Los diferentes valores de CI 
indican la calidad de la interacción existente entre dos compuestos; así, CI menores de 1.0 
refieren sinergismo, valores iguales o cercanos a 1.0 efecto aditivo y valores por encima de 
1.0 significan antagonismo. 
Dm: Dosis a la que se produce la inhibición del 50% 
Fa: fracción afectada 
Fu : fracción no afectada 
M: pendiente de la curva dosis-efecto 
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RESULTADOS 
1. INHIBIDORES GLUCOLÍTICOS 
1.1 Acción cito-reductora y sensibilizadora de lonidamina, 2-DG y 3-BrP 
 1.1.1. Proliferación y muerte celular  
Los primeros estudios realizados consistieron en valorar los efectos que producían los tres 
inhibidores glucolíticos (lonidamina, 2-DG y 3-BrP) a diferentes concentraciones en la 
proliferación y muerte en la línea celular de AML HL60. Para ello, se llevaron a cabo 
experimentos de medida de la proliferación por contaje celular de manera manual mediante 
microscopía óptica. Después se determinaron la distribución de fases del ciclo celular, la 
muerte celular por apoptosis (a partir de la porción de células en la fracción sub G1 del ciclo 
celular) y la captación o entrada libre de yoduro de propidio (IP), como indicador de 
disrupción de la membrana plasmática y posible necrosis, por citometría de flujo. En todos los 
casos se corroboró la muerte celular por apoptosis examinando la cromatina por microscopía 
de fluorescencia utilizando el doble marcaje DAPI/sulforrodamina (resultados no mostrados).  
Conforme a dicho plan, el tratamiento con concentraciones crecientes (25 a 200 µM) del 
inhibidor lonidamina mostró, de manera dosis-dependiente, inhibición de la proliferación e 
incremento de la muerte por apoptosis (Figura 1A y B). En lo relativo a la apoptosis, la 
toxicidad empezó a ser notable a partir de 100 µM (Figura 1B). La disrupción de la membrana 
plasmática incrementó con la dosis hasta alcanzar un 20% a 200 µM de lonidamina (Figura 
1C). En función de estos resultados, se seleccionaron las dosis de 50 y 100 µM para las 
combinaciones, equivalentes a 16 y 32 µg/mL, ya que son concentraciones alcanzables en 
plasma [197] y la letalidad producida a dichas concentraciones no supera el 10%. 
En el caso de la 2-DG (Figuras 1D, E, y F) ésta se utilizó en un rango de concentraciones de 2 
a 30 mM, las cuales se encuentran cercanas a las concentraciones alcanzables en plasma [214]. 
El tratamiento con 2-DG produjo inhibición del crecimiento celular, alcanzando un 50% y 
75% de inhibición a las dosis de 10 mM y 20 mM, respectivamente (Figura 1D). La muerte 
por apoptosis empezó a ser detectable a partir de 10 mM, alcanzando un valor de 
aproximadamente el 40% a la dosis de 30 mM (Figura 1E). La disrupción de la membrana 
plasmática mimetizó aparentemente los valores obtenidos en el caso de la muerte por 
apoptosis (Figura 1F).  
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Figura 1. Efecto de los inhibidores glucolíticos lonidamina, 2-DG y 3-BrP sobre la proliferación y muerte 
celular en células HL60. Porcentaje de proliferación celular medida por contaje de células en el cultivo (A, D, 
G), apoptosis medida por frecuencia de células con contenido sub G1 de DNA (B, E, H), y frecuencia de células 
con captación de IP (C, F, I), tratadas durante 24 horas con las concentraciones indicadas de lonidamina (Lon, A, 
B, C), 2-DG (D, E, F) y 3-BrP (G, H, I). Los gráficos muestran las medias ± S.D de un mínimo de tres 
experimentos. Comparación estadística frente al control o grupos indicados: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) 
p<0,001. 
Por otro lado, el 3-BrP se ensayó en un rango de concentraciones de 10 a 60 µM, 
observándose un efecto antiproliferativo del 20% a partir de la dosis de 20 µM (Figura 1G). 
En cuanto a la muerte, al contrario que la lonidamina y la 2-DG, el 3-BrP produjo apoptosis a 
las dosis de 20 y 30 µM, pero no a la de 60 µM (Figura 1H). Además, provocó un incremento 
progresivo de la disrupción de la membrana plasmática indicativo de necrosis, que comienza a 
20 µM hasta la dosis máxima ensayada (60 µM) (Figura 1I). 
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A la vista de la toxicidad observada, para los experimentos posteriores de cooperatividad con 
otros agentes, en las células HL60 se preseleccionaron las dosis de 50 y 100 µM de 
lonidamina, 2, 5 y 10 mM de 2-DG y 20 y 30 µM de 3-BrP. 
Para comprobar el significado de la disrupción de la membrana plasmática, observada en el 
tratamiento con los tres inhibidores, y la dependencia de las caspasas en la fragmentación de 
la cromatina empleada para medir la apoptosis, se utilizó el inhibidor de caspasas z-VAD-fmk 
(z- VAD, 50 µM). En los tratamientos con la lonidamina y la 2-DG el z-VAD-fmk revirtió la 
apoptosis y la entrada libre de IP, lo que indica que se trata de apoptosis genuina mediada por 
caspasas, y que la disrupción de la membrana plasmática es un evento secundario a la 
apoptosis (es decir, apoptosis tardía en lugar de necrosis genuina) (Figuras 1B, C, E y F). En 
el caso de 3-BrP, sin embargo, el inhibidor de caspasas reprimió la apoptosis, pero no la 
entrada de IP en la célula a las dosis de 30 y 60 µM de 3-BrP (Figura 1H, I), lo cual sugiere 
que, en este caso, no representa apoptosis tardía, sino que es un evento genuinamente 
necrótico.  
Con el fin corroborar el doble tipo de muerte inducida por el 3-BrP, se realizaron ensayos de 
apoptosis por citometría de flujo con doble marcaje anexina-FITC/IP a las dosis de 30 y 60 
µM. Mientras que a la dosis de 30 µM se observó un doble marcaje positivo, correspondiente 
a anexina-FITC (apoptosis) e IP (necrosis), a la dosis de 60 µM solo había positividad en el 
caso de IP (Figuras 2A y B). Estos resultados se confirmaron por la técnica de Western blot, 
en la cual se detectó la rotura y activación de la proteína caspasa-3 a la dosis de 30 µM pero 
no a 60 µM (Figura 2C).  
A la vista de estos resultados se concluye que, en la línea celular HL60, los tres inhibidores 
producen toxicidad a altas dosis en forma de apoptosis en el caso de lonidamina y 2-DG, y 
apoptosis y necrosis a las dosis intermedias ensayadas en el caso del 3-BrP. 
1.1.2. Ciclo celular 
Aparte del estudio de la inducción de muerte, también es importante valorar las 
modificaciones en la distribución de las fases del ciclo celular que pudieran explicar el efecto 
cito-reductor de estos agentes. Los estudios de la distribución de las fases del ciclo celular se 
centraron en las concentraciones subletales de dichos compuestos, y que posteriormente se 
utilizarán en los tratamientos combinados. Los perfiles de ciclo mostrando la distribución de 
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células en G1, S, G2/M, así como células con contenido sub-G1 de DNA (apoptosis), se 
presentan en la Figura 3, y su cuantificación en la Figura. 4A. El tratamiento con lonidamina 
(100 µM) durante 24 h produjo una leve parada del ciclo en la fase G1 (Figura 4A), mientras 
que la 2-DG a la dosis de 10 mM durante 24 h provocó una notable parada en la fase G2/M 
(Figura 4A). En el caso del 3-BrP, a la dosis de de 30 µM (medido a 6 horas para evitar la 
excesiva muerte celular) apareció apoptosis incipiente (sub G1) a expensas de la disminución 
de células en las fases G1 y S con respecto al control. La parada en G2/M producida por la 2-
DG se confirmó mediante el estudio de la proliferación celular en presencia del análogo 
sintético de la timidina, bromodesoxiuridina (BrdU), en el cual tras el tratamiento con 2-DG 
había una acumulación de células positivas a BrdU en la fase G2/M del ciclo celular (Figura 
4B).  
 
Figura 2. Naturaleza de la captación de IP en presencia de 3-BrP en células HL60. (A) Dot plots 
representativos del doble marcaje con anexina V-FITC/IP en células HL60 tratadas durante 24 horas con 3-BrP a 
30 y 60 µM. (B) Incorporación de IP en células tratadas con 3-BrP (30 y 60 µM) ± z-VAD (50 µM), 16 horas. 
Los histogramas de citometría de flujo son representativos de cinco experimentos independientes. (C) Niveles de 
la caspasa-3 pro-forma y rota tras el tratamiento con 3-BrP a 20, 30 y 60 µM. Como control de carga se utilizó β-
actina. Se muestra un Western blot representativo de al menos tres experimentos independientes. 
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Figura 3. Distribución de fases del ciclo celular tras el tratamiento de células HL60 con lonidamina, 2-DG 
y 3-BrP. Histogramas de citometría de flujo representativos de al menos cinco experimentos del efecto sobre el 
ciclo celular a dosis crecientes de lonidamina (Lon, µM), 2-DG (mM) y 3-BrP (µM), administradas durante 24 
horas. Se incluyen los histogramas del tratamiento combinado de dichos agentes con z-VAD-fmk (z-VAD, 50 
µM), administrado 1 hora antes del tratamiento con los inhibidores glucolíticos.  
Este resultado sugiere que los efectos citostáticos producidos por los tres inhibidores no 
siguen un patrón común, y que la 2-DG puede mostrar mayor inhibición de la proliferación a 
las dosis no letales debido a la parada sufrida en G2/M, mientras que el 3-BrP lo hace por el 
incremento de muerte. 
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Figura 4. Efecto de los inhibidores glucolíticos sobre la distribución de fases del ciclo celular en células 
HL60. (A) Porcentaje de células en cada fase del ciclo celular tras el tratamiento con lonidamina (Lon, µM), 2-
DG (mM) y 3-BrP (µM) durante 24 horas a las dosis indicadas. Los resultados muestran la media ± S.D. de al 
menos 5 experimentos. (***) p<0,001, comparación estadística con respecto al control. (B) Doble marcaje 
BrdU/IP en células tratadas con 2-DG (10 mM) a los tiempos indicados. Se muestran los dot plots a tiempo cero, 
como control negativo. Los dot plots mostrados son representativos de 3 experimentos. 
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1.1.3. Cooperación con ATO 
Teniendo en cuenta la toxicidad producida por los inhibidores glucolíticos, el siguiente paso 
consistió en estudiar si existe cooperatividad con el agente antitumoral ATO, utilizando dosis 
subletales de los inhibidores glucolíticos, en células HL60. Para establecer la concentración 
óptima de ATO se valoró la proliferación y la apoptosis a las dosis indicadas de ATO, donde 
se observó que disminuye de manera dosis-dependiente la proliferación celular, medida por el 
test de MTT (40 % de disminución a 2 µM, Figura 5A) y por contaje celular (disminución del 
20 % a 2 µM, los resultados no se muestran), pero es escasamente inductor de apoptosis a 
dosis menores de 4 µM (Figura 5B y C). En base a ello, se eligió la dosis de ATO de 2 µM, 
considerada clínicamente útil [22, 280, 315], para los tratamientos combinados. Para ello, se 
utilizaron, por norma general, dosis biodisponibles y subcitotóxicas de lonidamina (50 y 100 
µM) y de 2-DG (2, 5, 10 mM). En el caso de 3-BrP se utilizaron principalmente las 
concentraciones de 20 y 30 µM. 
Figura 5. Efecto del ATO sobre la proliferación y muerte de células HL60 (A) Medida de la proliferación celular por 
tinción con MTT y posterior determinación de la densidad óptica (D.O.) por colorimetría y (B) porcentaje de apoptosis, 
tras la incubación de las células con dosis crecientes de ATO durante 24 horas. Los resultados se expresan como la media 
± S.D, de un mínimo de tres experimentos. (C) Histogramas de citometría de flujo de la distribución de fases del ciclo 
celular tras tratamiento con ATO 2 µM a 24 horas representativos de cinco experimentos: (*) p<0,01; (***) p< 0,001, 
comparación estadística con respecto al control. 
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Proliferación y muerte celular  
Los efectos sobre la proliferación celular en los tratamientos combinados se determinaron 
atendiendo a la actividad metabólica, detectada por el test de MTT, y se corroboraron con 
resultados cualitativamente similares por contaje celular directo (resultados no mostrados). La 
apoptosis se midió por la acumulación de células en la porción sub G1 de DNA y se corroboró 
con resultados similares examinando la condensación y fragmentación de la cromatina 
(resultados no mostrados). 
El tratamiento combinado de lonidamina con ATO (2 µM) produjo inhibición de la 
proliferación celular, que equivale aproximadamente a la suma de las inhibiciones producidas 
por los compuestos por separado (Figura 6A). Sin embargo, la combinación de ambos 
compuestos incrementó la apoptosis de manera más que aditiva (Figura 6C), alcanzando un 
60% de muerte celular a la dosis de lonidamina de 100 µM (combinación sinérgica, CI= 0,48). 
Además, apareció una fracción de células (en torno a un 10%) con captación libre de IP 
(Figura 6E). 
En el caso de la 2-DG en combinación con ATO, se observaron resultados similares a los 
encontrados con lonidamina en cuanto a la inhibición de la proliferación y a la inducción de 
apoptosis (Figura 6B y D; CI= 0.35 en la combinación de ATO con 2-DG 10 mM). En este 
caso, la combinación produjo un incremento considerable de la captación de IP (Figura 6F).  
A diferencia de los agentes anteriores, el 3-BrP inhibió la proliferación celular que no se 
incrementó notablemente en combinación con ATO, a excepción de la dosis de 20 µM (Figura 
7A). Además, aunque el 3-BrP presentó una alta toxicidad basal a las 24 horas (Figura 1), en 
combinación con el ATO mostró un efecto cooperativo leve (menos eficaz en comparación 
con los otros dos inhibidores glucolíticos) para inducir apoptosis o necrosis (CI = 0.82 y 0.89, 
a 20 y 30 µM, respectivamente) (Figuras 7B y C). La cooperación ocurrió con mayor 
eficiencia a la dosis de 20 µM de 3-BrP. 
En la combinación de la lonidamina y la 2-DG con ATO, el pretratamiento con el inhibidor de 
caspasas z-VAD-fmk impidió la aparición de la población apoptótica y, en el caso de la 2-DG 
también la captación de IP (Figuras 6, C, D, E y F). Este bloqueo demuestra que la naturaleza 
de la apoptosis producida en dichas combinaciones es, al menos en parte, dependiente de 
caspasas y que la captación de IP representa apoptosis tardía. En la combinación de 3-BrP con 
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ATO, el z-VAD-fmk no revirtió la captación de IP (Figura 7D), al igual que lo ocurrido con el 
3-BrP solo (Figura 1I y 2B), que indica que se trata de necrosis genuina. 
Figura 6. Efecto de la combinación de los inhibidores glucolíticos lonidamina y 2-DG con ATO sobre la 
proliferación y muerte en células HL60. (A y B) Porcentaje de proliferación celular determinada por el test de 
MTT, (C y D) porcentaje de apoptosis y (E y F) de permeabilidad a IP en tratamientos durante 24 horas con 
lonidamina (Lon, µM, A, C y E), y 2-DG (mM, B, D y F) a las concentraciones indicadas, solos o en 
combinación con ATO (2 µM). En todas las gráficas se representa la media ± S.D., de un mínimo de tres 
experimentos. Comparación estadística frente al control o grupos indicados: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) 
p<0,001. Comparación de la combinación con la suma de la letalidad de los dos agentes por separado (#) p<0,05; 
(##) p<0,01; (###) p<0,001. n.s. no significativo. 
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Figura 7. Efecto de la combinación del 3-BrP con ATO sobre la proliferación y muerte de células HL60. Se 
representa: (A) Porcentaje de proliferación celular determinada por el test de MTT, (B) porcentaje de células 
apoptóticas y (C) con libre captación de IP en tratamientos con 3-BrP a las concentraciones indicadas (µM) 
durante 24 horas, solo y en combinación con ATO (2 µM). (D) Histogramas representativos de la incorporación 
de IP en células tratadas con 3-BrP 30 µM ± z-VAD (50 µM). Se representan las medias ± S.D. de un mínimo de 
tres experimentos. Comparación estadística frente a los grupos indicados: (**) p<0,01. Comparación de la 
combinación con la suma de la letalidad de los dos agentes por separado: (#) p<0,05; (##) p<0,01. n.s. no 
significativo.  
De manera adicional también se estudió la ejecución en el tiempo de la muerte celular por 
apoptosis, medida a 6, 16 y 24 horas. En el caso de la lonidamina y la 2-DG se analizó 
únicamente la apoptosis, y en el tratamiento con el 3-BrP se determinaron tanto la captación 
de IP como la apoptosis. La lonidamina (50 y 100 µM) y la 2-DG (10 mM) en combinación 
con el ATO provocaron muerte celular por apoptosis, a partir de las 16 horas (Figura 8A y B). 
El 3-BrP (20 µM) solo provocó mayor apoptosis a las 6 horas, la cual disminuye a las 16 
horas a favor de la necrosis (Figuras 8C y D). En el tratamiento combinado, la presencia de 
ATO incrementó la fracción tanto de apoptosis como necrosis a las 16 horas (Figuras 8C y D). 
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Figura 8. Efecto de la combinación de los inhibidores glucolíticos con ATO sobre la muerte celular en 
HL60. Se muestra el porcentaje de células apoptóticas (A, B y C) y con libre captación de IP (D) en tratamientos 
con ATO (2 µM) solo y en combinación con (A) la lonidamina (Lon µM),  (B) 2-DG (mM) y (C y D) 3-BrP 
(µM), a las concentraciones y tiempos indicados. Se representan las medias ± S.D. de un mínimo de tres 
experimentos. Comparación estadística frente al control: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) p<0,001. 
Cooperatividad en otros modelos celulares 
Con el fin de comprobar si el efecto cooperativo de los inhibidores glucolíticos con ATO es 
dependiente del modelo celular empleado, se realizaron ensayos en otros modelos celulares 
leucémicos diferentes a HL60, a saber la línea APL NB4, la línea leucémica promonocítica 
aguda U937, la línea monocítica aguda THP-1 y la línea celular linfoblástica RPMI 8866. 
También se utilizaron PBLs obtenidos a partir de donantes sanos, mitogénicamente 
estimulados con fitohemaglutinina e interleuquina-2, como modelo celular no tumoral. En 
todos los modelos celulares se valoró la muerte por apoptosis a las 24 horas determinada por 
citometría de flujo y, de manera confirmatoria, por análisis de la cromatina marcada con DAPI 
mediante microscopía de fluorescencia (resultados no mostrados). Las líneas NB4 y RPMI 
8866 son más sensibles al ATO, por lo que se reajustó la dosis de este agente a 1 µM (Figura 
9C, D y E). Sin embargo, la línea THP-1 es más resistente al ATO, por lo que se incrementó la 
dosis a 4 µM (Figura 9F). 
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Figura 9. Efecto cooperativo de la combinación de ATO con lonidamina y 2-DG en otras líneas celulares 
leucémicas. Porcentaje de células apoptóticas tras el tratamiento durante 24 horas con lonidamina (Lon, µM) (A, 
C, E) y 2-DG (mM) (B, D, F) solos o en combinación con ATO (µM), en las líneas celulares indicadas. Los 
valores mostrados se expresan como la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes: (*) p<0,05; 
(**) p<0,01; (***) p<0,001, comparación estadística entre los pares de valores indicados.  
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Figura 10. Estudio de la cooperación de 3-BrP con ATO en la línea celular leucémica NB4. Porcentaje de 
células apoptóticas  (A) y permeables a IP (B) tras el tratamiento con las dosis indicadas de 3-BrP (µM) sólo o 
combinado con ATO, a las dosis indicadas (µM), durante 24 horas. Los resultados se muestran como la media ± 
S.D. de al menos tres experimentos: (*) p<0,05; (***) p<0,001, comparación estadística frente a los grupos 
indicado. n.s. no significativo. 
Figura 11. Estudio de la cooperación de lonidamina y 2-DG con ATO en PBLs. Porcentaje de PBLs en 
apoptosis tras el tratamiento durante 24 horas con (A) lonidamina (Lon, µM), y (B) 2-DG (mM), solos o en 
combinación con ATO (µM). Los valores se expresan como la media ± S.D. de al menos tres donantes diferentes. 
(C) Valores de índices de cooperación a las concentraciones indicadas de lonidamina y 2-DG con ATO (C.I.). n.s. 
no significativo. 
Los resultados obtenidos muestran que, pese a algunas diferencias cuantitativas en la 
sensibilidad a los compuestos, el ATO y la lonidamina (50 ó 100 µM) cooperaron con 
variable eficacia, pero siempre de una manera más que aditiva, para producir apoptosis en 
 118 
 
todos los modelos celulares leucémicos utilizados (Figura 9A, C y E). La mayor eficacia de la 
cooperación se observó en la línea celular U937 (Figura 9A), mientras que en las líneas NB4 y 
RPMI 8866 la cooperación, aunque significativa, fue notablemente menor (Figura  9C y E). 
En las células U937 la combinación de ATO y 2-DG (5 y 10 mM) tuvo similar eficacia 
(Figura 9B) que en la línea HL60 (Figura 6D). Sin embargo, la línea celular NB4 mostró ser 
más sensible a la 2-DG, produciéndose una apoptosis del 20% a la dosis de 10 mM (Figura 9D) 
y, por lo tanto, en combinación con ATO el efecto cooperativo fue menor. En las células THP-
1, la 2-DG no produjo apenas apoptosis a ninguna de las concentraciones ensayadas, pero 
potenció notablemente la toxicidad en el tratamiento combinado con ATO (Figura 9F). 
A la vista de los resultados obtenidos con los otros dos inhibidores, el 3-BrP se ensayó 
únicamente en la línea celular NB4 y, de manera similar a lo observado en las células HL60 
(Figura 7E), en las combinaciones con ATO (1 y 2 µM) aumentó ligeramente la toxicidad por 
incremento de la apoptosis y necrosis (Figuras 10A y B). 
Además, también se ensayó el efecto de las combinaciones de lonidamina y 2-DG con ATO 
en PBLs (Figura 11). En monotratamiento con ATO, los linfocitos mostraron una leve 
sensibilidad a este agente (que en este caso se ensayó a las dosis de 2 y 4 µM) y a la 2-DG 
(Figura 11B), mientras que apenas se vieron afectados por la lonidamina (Figura 11A). Sin 
embargo, en las dos combinaciones con ATO no se potenció el efecto citotóxico de manera 
significativa (valores de C.I. entre 0,9 y 1,2, considerada respuesta aditiva, Figura 11C), a 
diferencia de las líneas celulares tumorales.  
A la vista de estos resultados, se puede sugerir que el efecto potenciador de los inhibidores 
lonidamina, 2-DG y 3-BrP no es una característica específica de un modelo celular, sino que 
se repite, aunque con variable eficacia, en otros modelos celulares leucémicos. Además, en 
PBLs, pese a una leve toxicidad producida por el ATO y los inhibidores por separado, la 
combinación provocó escasa potenciación, lo que sugiere que las células tumorales son 
selectivamente sensibles a las combinaciones del ATO con los inhibidores glucolíticos. 
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1.1.4. Cooperatividad con otros agentes antitumorales 
A continuación, se planteó estudiar si los efectos cooperativos de los inhibidores glucolíticos 
observados con el ATO se repiten con otros compuestos antitumorales, para poder determinar 
la especificidad de acción de los inhibidores glucolíticos. Con tal fin se emplearon diferentes 
antitumorales como es el caso del polifenol curcumina (Curc, 7,5 µM), el TNFα (40 ng/mL) y 
el agente intercalante del DNA CDDP (2 y 4 µM). 
Figura 12. Estudio de la cooperación de lonidamina, 2-DG y 3-BrP con otros agentes antitumorales. 
Porcentaje de células HL60 apoptóticas tras el tratamiento durante 24 horas con ATO (2 µM), TNFα, curcumina 
(Curc), CDDP, solos o en combinación con (A) lonidamina (Lon, 100 µM) y (B) 2-DG (10 mM). (C) Porcentaje 
de células apoptóticas y (D) captación el IP tras la incubación con ATO (2 µM), curcumina (7,5 µM) y CDDP (4 
µM), solos o en terapia combinatoria con y 3-BrP (20 y 30 µM). Los datos mostrados reflejan la media ± S.D. de 
al menos tres experimentos: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) p<0,001, comparación estadística frente al valor 
indicado. n.s. no significativo. 
Estas valoraciones mostraron que la lonidamina presentó una alta cooperatividad para 
producir apoptosis con la curcumina y el TNFα, y muy baja o nula eficacia con CDDP (Figura 
12A). La 2-DG cooperó eficazmente con TNFα, curcumina y CDDP (Figura 12B) y el 3-BrP 
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cooperó con la curcumina para producir muerte por necrosis y apoptosis con cierta eficacia, 
pero no con el CDDP (Figura 12C y D). 
Además, en lugar de emplear los inhibidores glucolíticos, se realizaron ensayos con medio 
libre de glucosa, en combinación con los agentes antitumorales utilizados previamente. En 
ellos, se observó que la ausencia de glucosa en el medio tiene efectos citostáticos a nivel de la 
proliferación, ya que disminuye el número de células (en torno al 50% a las 48 horas) con 
respecto al control (Figura 13A), pero no tiene efectos sobre la mortalidad celular, medida por 
apoptosis a las 24 horas (Figura 13B). En lo relativo a la cooperación con agentes 
antitumorales, no se observó potenciación de la citotoxicidad a excepción del TNFα tal y 
como ya habían descrito otros autores, en ausencia de glucosa [316]. 
Figura 13. Efecto de la retirada de glucosa sobre la citotoxicidad inducida por agentes antitumorales en 
células HL60. (A) Medida de la proliferación celular tras la incubación de las células en un medio libre de 
glucosa (Glu-) durante 24 y 48 horas, referida a las células control en medio con glucosa (Glu+). (B) Porcentaje 
de células apoptóticas tras el tratamiento con ATO (2 µM), TNFα (40 ng/mL), curcumina (Curc, 7,5 µM), CDDP 
(1 y 2 µM), en medio con (Glu+) y sin (Glu-) glucosa Los resultados se expresan como la media ± S.D. de al 
menos tres experimentos (*) p<0,05; (***) p<0,001, comparación estadística frente al control o pares de valores 
indicados. n.s. no significativo. 
Estos resultados muestran que si bien existe siempre cooperatividad con ATO, el patrón 
quimiosensibilizador de los distintos agentes antiglucolíticos es diferente. Además, dada la 
ineficacia de los tratamientos usando medio libre de glucosa, parece que la acción 
sensibilizadora no es un efecto debido principalmente a la inhibición glucolítica.  
Considerando los análisis realizados de proliferación y muerte celular, a continuación se 
procedió a efectuar los estudios mecanísticos para determinar los posibles factores 
responsables de la acción quimiosensibilizadora. Sin embargo, los estudios con 3-BrP se 
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realizaron normalmente con el tratamiento simple, dado que este agente produjo fuerte 
toxicidad por sí mismo y, además, presentaba menor cooperatividad. 
1.2. Alteraciones mitocondriales 
Los inhibidores glucolíticos participan en la inhibición y consiguiente desacoplamiento de la 
enzima HKII de la mitocondria [317]. Así mismo, el ATO también tiene una acción directa 
sobre la mIMP [260]. La disociación de la HKII de la mitocondria también puede provocar la 
mIMP [318] y mOMP, con la consecuente liberación de factores apoptogénicos [319, 320], 
que podrían estar explicando las respuestas apoptótica y sensibilizadora observadas. 
1.2.1. Permeabilidad de la membrana mitocondrial interna (mIMP) 
Teniendo en cuenta la importancia de las alteraciones mitocondriales como evento iniciador 
de la apoptosis, se realizaron experimentos para la determinación de la IMP de manera directa 
a partir del estudio de la apertura del poro de transición mitocondrial (mPTP) con la sonda 
calceína acetometoxilada (calceína-AM) en presencia del compuesto CoCl2, y de manera 
indirecta por medida de las variaciones en el ΔΨm empleando R123. En ambos casos las 
detecciones se realizaron por citometría de flujo. 
En estos ensayos la lonidamina (100 μM; 3 y 6 horas) produjo una temprana disminución del 
40% en la fluorescencia emitida por la calceína-AM que se mantuvo en el tiempo (Figuras 
14A y C). Dicha fluorescencia se atenuó ligeramente en presencia del agente inhibidor del 
mPTP ciclosporina A (10 µM), mientras que no se produjo ningún cambio con el análogo no 
funcional de la ciclosporina A, la ciclosporina H (10 µM, Figura 14A). A pesar de las 
limitaciones del uso de ciclosporina A debido a la toxicidad que presenta en células 
leucémicas [321], este resultado demostró que la disminución de la fluorescencia derivada de 
calceína observada por tratamiento con lonidamina se debe, al menos en parte, a la mPTP, y 
que dicha apertura precede a la activación de la apoptosis (iniciada a partir de las 16 horas, 
Figura 8A). El ATO (2µM) per se no produjo mPTP ni tampoco potenció el descenso 
producido por la lonidamina a los tiempos y concentraciones ensayados (Figura 14A). 
Con respecto al ΔΨm, los tratamientos con lonidamina y ATO (16 y 24 horas), solos y en 
combinación, produjeron disminución en la fluorescencia emitida por la sonda R123, que 
afectó a la población principal de células (la que presenta un mayor ΔΨm, Figura 14D). 
Además, en el tratamiento combinado apareció una población satélite con muy ΔΨm a las 24 
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horas, que se revirtió en presencia del inhibidor de caspasas z-VAD-fmk (Figura 14D). Sin 
embargo, el inhibidor de caspasas no modificó la fluorescencia de la población principal 
(Figura 14B y D). Este resultado sugiere que dicha población satélite de bajo ΔΨm representa 
células que están ejecutando la apoptosis y, por lo tanto es una consecuencia, más que una 
causa, de la apoptosis.  
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(continuación de la Figura 14) 
Figura 14. Efecto de la lonidamina y ATO sobre el mIMP en células HL60. Medida de mPTP por (A) 
calceína-AM/CoCl2 en células control y tratadas con lonidamina (Lon, 100 µM) ± ATO (2 µM), en ausencia y 
presencia de inhibidores del mPTP ciclosporina A (CsA, 10 µM) y análogo no activo de CsA ciclosporina H 
(CsH, 10 µM), a los tiempos indicados. (B) Fluorescencia de rodamina 123 (R123) en células control y tratadas 
con lonidamina (Lon, 100 µM) ± ATO (2 µM) sin y con z-VAD (50 µM) a los tiempos indicados. Los resultados 
se expresan como la media ± S.D. de al menos tres experimentos. (*) p<0,05, (**) p<0,01; (***) p<0,001, 
comparación estadística frente al control o valores señalados. n.s. no significativo. (C) Histogramas solapados 
relativos a la fluorescencia de calceína-AM en células control y tratadas con lonidamina (Lon, 100 µM) y CsA 
(10 µM). (D) Histogramas solapados de la fluorescencia de R123 en células control y tratadas con lonidamina 
(Lon, 100 µM), sola y en combinación con ATO (2 µM), sin y con z-VAD (50 µM). Histogramas 
representativos de tres experimentos. (E) Imágenes representativas (n=2) obtenidas por microscopía confocal de 
células marcadas con Mitotracker (rojo) y calceína-AM (verde) para la medida de mPTP por la salida de la 
calceína-AM  de la mitocondria en células control y tratadas con lonidamina (Lon, 200 µM), durante 6 horas. 
Los puntos de mayor intensidad de fluorescencia verde (flechas) indican acumulación de calceína en la 
mitocondria.  
Además, de manera complementaria se realizaron experimentos por microscopía confocal 
para confirmar los datos obtenidos sobre la mPTP, que consistieron en el doble marcaje 
calceína-AM/Mitotracker Rojo con CoCl2. Para ello se trataron las células HL60 con 
lonidamina a 200 µM durante 6 horas (a una dosis mayor de lonidamina para provocar una 
alta mPTP), observándose una disminución de la fluorescencia verde (calceína) como 
consecuencia de la mPTP producida por la lonidamina y posible entrada del CoCl2 al interior 
de la mitocondria (Figura 14E).  
El tratamiento con la 2-DG pese a no provocar una toxicidad notable a 10 mM (Figura 1E y F), 
sí causó una rápida mIMP a las 3 y 6 horas, observada a partir de la disminución de la 
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fluorescencia de la calceína-AM (Figura 15A y D), efecto que no se potenció en la 
combinación con ATO. Además, como prueba confirmatoria de este resultado, se observó que 
la 2-DG produce una rápida disipación del ΔΨm en la población principal, que se mantiene en 
el tiempo (3-16 h) y no se vio incrementada por la presencia de ATO (Figura 15B y D). En el 
tratamiento con 2-DG a tiempos largos (16 horas) apareció una población con muy bajo ΔΨm, 
que sí se incrementó en la combinación con ATO (Figura 15C). Sin embargo, la reversión de 
esta población en presencia del inhibidor de caspasas z-VAD-fmk confirma que representa la 
porción de células en proceso de ejecución de la apoptosis.  
En el caso del 3-BrP, se estudiaron únicamente las alteraciones mitocondriales que se 
producen tras la administración de este compuesto en monotratamiento. El 3-BrP a las dosis 
de 20 y 30 µM disminuyó la fluorescencia emitida por la calceína-AM en un 30% y 50%, 
respectivamente (Figuras 16A y C), a las 3 horas. Así mismo, a las 16 horas también se 
observó una disminución del ΔΨm de la población principal, y a la dosis de 30 µM, la 
aparición de dos sub-poblaciones de menor ΔΨm (Figuras 16B y D). El pretratamiento con el 
inhibidor de caspasas z-VAD-fmk previno la aparición de estas sub-poblaciones (resultados 
no mostrados) pero, al igual que con los otros agentes antiglucolíticos empleados, no modificó 
la bajada del ΔΨm de la población principal (Figura 16B). Ello indica que, al igual que en los 
casos precedentes, la población de bajo ΔΨm representa la porción de células que están 
ejecutando la apoptosis o la necrosis. 
1.2.2. Permeabilidad de la membrana mitocondrial externa (OMP) 
Con el fin de valorar la capacidad inductora de la apoptosis en los tratamientos combinados de 
los inhibidores metabólicos con ATO, se estudiaron las alteraciones a nivel de la mOMP, que 
están directamente relacionadas con la vía ejecutora intrínseca de la apoptosis. Para ello, se 
estudió la expresión y localización de las proteínas responsables de la iniciación y ejecución 
de la vía intrínseca de la apoptosis tales como la expresión y localización de proteínas 
antiapoptóticas de la familia Bcl-2 (Bcl-2, Bcl-xl y Mcl-1) y proapoptóticas (Bax), citocromo 
c y Omi/HtrA2, la proteína antiapoptótica XIAP (familia de las IAPs), las caspasas-8 y -9 
(iniciadoras de las vías extrínseca e intrínseca, respectivamente) y la caspasa-3 ejecutora [322]. 
Los ensayos se realizaron a los tiempos de 16 y 24 horas pues a las 16 horas es cuando se 
empieza a observar la aparición de apoptosis.  
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Figura 15. Efecto de la 2-DG sobre la mIMP. Las células HL60 se trataron con 2-DG (10 mM)  ± ATO (2 µM) 
y posteriormente se midió la fluorescencia, a los tiempos indicados, de (A) calceína-AM y (B) de rodamina 123, 
a 6 y 16 horas. (C) Número de células en porcentaje con bajo ΔΨm tras el tratamiento durante 16 horas con 2-DG 
(10 mM), ATO (2 µM) y la combinación de ambos, sin y con z-VAD-fmk (50 µM). Los resultados se expresan 
como la media ± SD de un mínimo de tres experimentos. (*) p<0,05, (**) p<0,01; (***) p<0,001, comparación 
estadística frente al control o los pares de valores señalados. n.s. no significativo. (D) Histogramas solapados 
relativos a la fluorescencia de calceína-AM y R123 en células control y tratadas con 2-DG (10 mM), sola o con 
ATO (2 µM), durante 16 horas. Se muestran histogramas representativos de tres experimentos. 
Los resultados obtenidos para la lonidamina en combinación con ATO se muestran en la 
Figura 17. Administrada tanto en monoterapia como en el tratamiento combinado con ATO, la 
lonidamina apenas modificó la expresión de la proteína proapoptótica Bcl-2, mientras que 
disminuyó notablemente los niveles de las proteínas antiapoptóticas Bcl-xl y Mcl-1 (Figura 
17A). Los niveles totales de Bax tampoco se vieron afectados por ninguno de los tratamientos 
(resultados no mostrados), por lo que se realizó un ensayo fraccionando citosol y mitocondria 
en el cual se observó la translocación de Bax a la mitocondria (Figura 17A). El tratamiento 
combinado de lonidamina y ATO provocó una liberación de citocromo c y Omi/HtrA2 al 
citosol, demostrado por un aumento en los niveles de dichas proteínas en la porción citosólica 
y, en el caso del citocromo c, también por una disminución de los niveles en la fracción 
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mitocondrial. Además, se observó disminución en los niveles de XIAP, y la rotura y 
activación de la proteína proapoptótica Bid y las caspasas-8, -9 y -3. Por norma general los 
eventos característicos de la vía intrínseca fueron más evidentes a las 16 horas, mientras que la 
activación de la caspasa-8 fue mayor a las 24 horas. 
 
Figura 16. Efecto del 3-BrP sobre la mIMP. (A) Las células HL60 se trataron con 3-BrP (20 y 30 µM) a los 
tiempos indicados y, posteriormente, se midió la fluorescencia de (A) calceína-AM a las 3 horas de tratamiento y 
(B) de Rodamina123 a las 16 horas. Los resultados se expresan como la media ± S.D. de un mínimo de tres 
experimentos. (**) p<0,01; (***) p<0,001, comparación estadística frente al control o los pares de valores 
indicados. n.s. no significativo. (C) Histogramas solapados relativos a la fluorescencia de calceína-AM (3 horas) 
y fluorescencia de R123 (16 horas) en células control y tratadas con 3-BrP (20 y 30 µM). Los histogramas 
mostrados son representativos de tres determinaciones con resultados cualitativamente similares. 
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Figura 17. Efecto de la lonidamina y del ATO sobre la mOMP en células HL60. (A) Inmunoblots 
representativos de los niveles de expresión de las proteínas Bcl-2, Bcl-xl, Mcl-1, Bax (mitocondrial (mitoc)), 
proforma de Bid, XIAP, citocromo c (mitoc y citosol (citos)), Omi/HtrA2 (citos), y las forma entera y rota de las 
caspasas-8, -9 y -3, en células control y tratadas con ATO (2 µM), lonidamina (Lon, 100 µM), solos y en 
combinación, a los tiempos indicados. La β-actina se utilizó como control de carga. Se muestran inmunoblots 
representativos de tres experimentos. (B) Secciones representativas de las imágenes del marcaje con DAPI (azul) 
y anti-citocromo c (Cit. c, verde) por microscopía confocal de células control y tratadas con lonidamina (Lon, 
100 µM) y ATO (2 µM), tras 24 horas de tratamiento. Las flechas indican la pérdida del patrón punteado de la 
fluorescencia emitida por el citocromo c cuando se encuentra fuera de la mitocondria. 
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Además, la salida del citocromo c al citosol se confirmó con un segundo experimento de 
microscopía confocal con el doble marcaje anti-citocromo c/DAPI (Figura 17B). Las células 
control mostraron la fluorescencia asociada al citocromo c de color verde brillante en forma 
punteada (por su localización en la mitocondria) y la asociada al DNA en color azul en forma 
dispersa. Las células tratadas con la combinación proapoptótica de lonidamina y ATO durante 
24 horas presentan una fluorescencia del citocromo c difusa por la salida de éste de la 
mitocondria (flechas blancas) así como un DNA retraído o condensado, característico de la 
apoptosis. 
Figura 18. Efecto de la 2-DG y del ATO sobre la mOMP. Niveles de expresión de las proteínas Bid 
(proforma), Bax en mitocondria (mitoc) y citosol (citos), XIAP, citocromo c (Cit c, citos), Omi/HtrA2 (citos) y 
las formas enteras y rotas de las caspasas-9 y -3, en células control y tratadas durante 24 horas con ATO (2 µM), 
2-DG (10 mM), solos y en combinación. Como control de carga se utilizó β-actina. Se muestran inmunoblots 
representativos de tres experimentos. 
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En los tratamientos con 2-DG (10 mM) y ATO durante 24 horas (Figura 18) se observó que la 
proteína Bax se transloca a la mitocondria, al detectarse un aumento en la cantidad de dicha 
proteína en la fracción mitocondrial y una disminución en la fracción citosólica. Además, se 
detectó la aparición de las proteínas mitocondriales citocromo c y Omi/HtrA2 en el citosol, la 
disminución de la proteína XIAP, la rotura y activación de la proteína proapoptótica Bid y de 
las caspasas-9 y -3. Estas modificaciones, por lo general, fueron prácticamente indetectables 
en los tratamientos simples, pero notables en el tratamiento combinado, que se correlacionan 
con la mayor eficacia apoptótica (Figura 7).  
Los resultados obtenidos en las combinaciones de lonidamina y 2-DG con ATO son 
coherentes con la activación de la vía apoptótica intrínseca, ya que la disminución en la 
expresión de las proteínas antiapoptóticas Mcl-1, Bcl-xl, etc. favorece la translocación de Bax 
a la mitocondria y la consecuente liberación del citocromo c y Omi/HtrA2 al citosol. La 
liberación del citocromo c supone un evento crucial para la formación y activación de la 
caspasa-9 en el apoptosoma, mientras que la acción proteolítica de Omi/HtrA2 podría ser la 
responsable de la disminución en los niveles de XIAP, permitiendo la activación de las 
caspasas efectoras (caspasa-3). Sin embargo, el significado de la activación de la caspasa-8 
(perteneciente a la vía extrínseca) en el tratamiento combinado de lonidamina y ATO está por 
determinar. 
Eventos no canónicos de la apoptosis 
Además de los eventos de la vía intrínseca de la apoptosis, también se estudió la modulación 
de proteínas pertenecientes a la vía extrínseca a saber la caspasa-8 y Bid en los tratamientos 
combinados de lonidamina y 2-DG con ATO. A las 16 y 24 horas de tratamiento se observó 
una rotura y activación de la caspasa-8 en la combinación de lonidamina y ATO (Figura 17), 
así como la rotura y activación de la proteína Bid, medida indirectamente por la desaparición 
de la pro-forma de Bid de 23 kDa, en las combinaciones de lonidamina o 2-DG con ATO 
(Figuras 17 y 18). La rotura de la caspasa-8 podría estar indicando la activación de los 
receptores de muerte [322], por lo que se planteó estudiar si dichas activaciones derivaban de 
la estimulación de la vía extrínseca genuina, o si bien se trataban de un evento secundario a la 
activación de la vía intrínseca o mitocondrial. Para ello se utilizó un clon (U4/Bcl-2) de la 
línea leucémica monocítica celular U937 (similar a las células HL60), transfectada con el gen 
Bcl-2, que presenta niveles de expresión de esta proteína entre 6-8 veces superiores a los 
observados en la línea U937 normal. Esta sobreexpresión inhibe la vía mitocondrial de la 
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apoptosis, permitiendo únicamente la activación de la vía extrínseca, en caso de producirse 
[323]. Para ello, se comparó la activación de la caspasa-8 y -9 en las células U4/Bcl-2 con la 
de las células U937 en los tratamientos con lonidamina y ATO (24 horas) y se observó que en 
las células U4/Bcl-2 la apoptosis está reprimida, así como la rotura y activación de la caspasa-
9 (Figura 19A y B). Además, la activación de la caspasa-8 también se encuentra bloqueada 
(Figura 19B), lo que presumiblemente indica que la activación del eje caspasa-8/Bid 
provocado por la combinación de lonidamina y ATO representa un efecto secundario derivado 
de la activación intrínseca de la apoptosis. Este hecho se explicaría porque la caspasa-8 
también puede ser activada por la caspasa-3, como un mecanismo de amplificación de la señal 
de la vía intrínseca de la apoptosis. 
Figura 19. Letalidad producida por el tratamiento combinado lonidamina y ATO en las líneas celulares 
U937 y U4/Bcl-2. (A) Porcentaje de muerte por apoptosis en células control y tratadas con ATO (2 µM) más 
lonidamina (Lon; 100 µM) durante 24 horas. (B) Expresión de las formas enteras  (pro-forma) y rotas de las 
caspasas-8 y -9 en células control y tratadas con ATO (2 µM) más lonidamina (100 µM) a los tiempos indicados. 
Se empleó β-actina como control de carga. Los inmunoblots mostrados son representativos de 2 experimentos. (C) 
Disipación del ΔΨm por medida de la fluorescencia de R123 en la población principal en células control y 
tratadas con ATO (2 µM) y lonidamina (Lon, 100 µM), solos y en combinación. Los resultados se muestran la 
media ± S.D. de dos experimentos. (*) p<0,05; (**) p<0,01, comparación estadística frente a los valores 
señalados. n.s. no significativo. 
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Además, se analizó la disipación del ΔΨm producido por estos tratamientos donde se observó 
que en todos los casos hay menor caída del ΔΨm en las células U4/Bcl-2 que en las U937 
(Figura 19C). Ello sugiere que la caída del ΔΨm en la población celular principal (que en las 
células HL60 no se revertía al tratar con z-VAD-fmk), está de algún modo relacionada con la 
activación (como un evento temprano) de la apoptosis, ya que está prevenida por la 
sobreexpresión de Bcl-2, pero no por la inhibición de la activación de caspasas por z-VAD-
fmk. 
1.3. Efecto sobre el metabolismo energético 
1.3.1. Contenido neto total de ATP 
Los inhibidores glucolíticos pueden causar una bajada en los niveles intracelulares de ATP a 
causa de la inhibición de los procesos de glucólisis y respiración mitocondrial [324], lo que 
puede tener un papel importante en el destino celular pudiendo desencadenar la muerte celular, 
apoptótica o necrótica, dependiendo de la magnitud del descenso [325, 326]. Por ello, se 
estudiaron las alteraciones en los niveles netos totales de ATP intracelular mediante 
bioluminiscencia, producidas por los inhibidores glucolíticos, y su transcendencia en la muerte 
celular. Los resultados obtenidos en las células HL60 fueron los siguientes: 
El ATO, utilizado a la dosis de 2 µM y a los tiempos ensayados, no produjo modificaciones 
aparentes en el contenido neto intracelular de ATP con el tiempo (Figura 20A y B). 
Al igual que el ATO, el tratamiento con lonidamina a la dosis subletal de 100 µM no afectó 
al contenido intracelular de ATP, ni se modificó en combinación con ATO, medido a las 16 
horas (Figura 20A). En cambio, en el caso de la 2-DG (10 mM) a las 3 horas produjo una 
fuerte bajada que se amortigua ligeramente a tiempos posteriores (6 y 16 horas). En la 
combinación de 2-DG con ATO la disminución del contenido de ATP no se potenció, e 
incluso fue algo menor (Figura 20B). La exposición a 3-BrP (20-60 µM) indujo una bajada en 
los niveles de ATP dependiente de la concentración, alcanzando un 50% de disminución a la 
dosis de 30 µM y un 90% a la de 60 µM (Figura 20C).  
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Figura 20. Efecto de los inhibidores glucolíticos sobre los niveles netos totales de ATP en células HL60. 
Medida de ATP por bioluminiscencia en (A) células control y tratadas durante 16 horas con lonidamina (Lon, 
100 µM) en ausencia o presencia de ATO (2 µM), (B) en células control y tratadas con ATO (2 µM) y 2-DG (10 
mM), solos y en combinación a los tiempos indicados, (C) en células control y tratadas con 3-BrP (20, 30 y 60 
µM) a los tiempos indicados y (D) células cultivadas en medio normal y medio sin glucosa (Glu-), en ausencia y 
presencia de ATO (2 µM). En los gráficos A y D se utilizó un tratamiento con oligomicina (Oligo; 10 µM) en 
medio libre de glucosa durante 3 horas como control positivo de supresión de ATP. Los resultados se expresan 
como la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes. (*) p< 0,05; (**) p<0,01; (***), p<0,001, 
comparación estadística frente al control. n.s. no significativo.  
 
Para conocer la transcendencia de la disminución de los niveles netos de ATP en la letalidad 
de los tratamientos combinados, se incubaron las células en medio sin glucosa durante 16 
horas, tras las cuales de valoró el contenido de ATP. La incubación de las células en un medio 
libre de glucosa produjo una bajada similar en los niveles de ATP a la inducida por la 2-DG a 
cualquiera de los tiempos (Figura 20D). Sin embargo, como se observó anteriormente, la 
eliminación de glucosa en el medio no potenció la letalidad de agentes como el ATO, 
curcumina o CDDP (Figura 13B). Este resultado, junto con el hecho de que la lonidamina no 
provocó caída en el contenido de ATP pero sí potenció la toxicidad del ATO (Figura 6C), 
indica que la disminución en los niveles de ATP intracelular no es condición sine qua non ni 
suficiente para la quimiosensibilización. Sin embargo, la bajada en los niveles de ATP 
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observada a la concentración de 60 µM de 3-BrP podría explicar la muerte por necrosis 
producida (Figuras 1H e I), ya que la disminución alcanzada está por debajo del mínimo 
descrito como necesario para permitir la viabilidad celular, y en su caso permitir la activación 
de la maquinaria apoptótica (estimado en el 20-25% del nivel normal) [325, 327]. Esta 
circunstancia, por lo tanto, explicaría la ausencia de apoptosis y la generación de necrosis a 
esta dosis de 3-BrP.  
1.3.2. Distribución relativa de nucleótidos 
Dado que las medidas en las variaciones de los niveles netos de ATP no reflejan la realidad 
funcional del metabolismo energético celular, complementariamente se determinó también la 
distribución relativa de nucleótidos de adenina por HPLC, ya que dichos valores ofrecen una 
mejor panorámica del estrés energético producido. En este caso se estudiaron los efectos sobre 
el contenido de nucleótidos tras el tratamiento durante 2 horas con 2-DG y el 3-BrP, ya que 
dichos inhibidores fueron los que modificaron los niveles netos de ATP, y se utilizó un 
tratamiento con oligomicina (1 µM) más 2-DG (30 mM) como control positivo. 
Tabla 1. Distribución intracelular de nucleótidos de adenina en células HL60. Las células se trataron durante 
2 horas con 2-DG (5 y 30 mM) y 3-BrP (30 µM). Los datos expresan la media ± S.E.M., de un mínimo de 5 
determinaciones. Se utilizaron oligomicina (Oligo; 1 μM) más 2-DG (30 mM) como control positivo. La carga 
energética se define como ([ATP]+ 0,5[ADP]/[ATP + ADP + AMP]) [303].  
 
El tratamiento con 2-DG a las dosis de 5 y 30 mM incrementó el porcentaje relativo de AMP 
y ADP, acompañado de un descenso en el de ATP (aunque muy inferior a la disminución 
observada en el contenido intracelular total de ATP medido por bioluminiscencia). Estas 
alteraciones implicaron un incremento del cociente AMP/ATP lo que conllevó a una bajada en 
la carga energética celular. El tratamiento con 3-BrP aumentó levemente los porcentajes de 
AMP y ADP, con la consecuente reducción del porcentaje de ATP, la disminución del 
cociente ATP/ADP y sin cambios en la carga energética (Tabla 1). En ambos tratamientos, por 
 134 
 
lo tanto, se produjo un incremento del porcentaje relativo de AMP, incremento del cociente 
AMP/ATP y descenso en la carga energética, cuyo significado funcional a efectos de 
inducción de la muerte celular estaría por determinar. 
1.3.3. Glucólisis y respiración mitocondrial  
Por último, y teniendo en cuenta que los inhibidores glucolíticos afectan al funcionamiento 
normal de las enzimas glucolíticas y, además, en el caso del 3-BrP, de las enzimas de la CTE  
[223], se investigó la capacidad de la 2-DG y del 3-BrP para alterar dichos procesos en las 
células HL60. Para ello, se determinó la respiración celular y la glucólisis a partir del OCR y 
del ECAR, respectivamente, utilizando el equipo de medida XF24 de Seahorse
®
, a las 2 horas 
de tratamiento [328]. En el caso de la lonidamina no se realizaron estos experimentos debido a 
las posibles alteraciones del pH extracelular producidas por su acción inhibitoria sobre el 
transportador de lactato [329]. En condiciones basales, la 2-DG (10 y 30 mM) no afectó al 
OCR, pero tras la adición del FCCP (desacoplante de la CTE que permeabiliza la mIMP y 
rompe el gradiente de protones) las células no alcanzaron la respiración máxima que sí se 
observó en las células control (Figura 21A). En cambio, se produjo una inhibición dosis-
dependiente del ECAR (glucólisis, Figura 21B). El tratamiento con el inhibidor de la ATP 
sintasa oligomicina provoca la activación de la glucólisis como medida compensatoria, hecho 
que no se observó cuando la glucólisis está impedida por la 2-DG. Este resultado sugiere que 
las células en las que la glucólisis está inhibida por efecto de la 2-DG dependen de otros 
sustratos para mantener la respiración celular. El hecho de que la respiración basal no se 
encuentre afectada puede estar justificando la amortiguación en la caída de los niveles 
intracelulares de netos ATP que presentan las células tratadas con 2-DG a tiempos superiores 
a 6 horas. 
En el caso de 3-BrP, y teniendo en cuenta los resultados previos con la 2-DG, el análisis se 
centró específicamente en las medidas basales, realizadas tras 2 horas de tratamiento (Figura 
22). El 3-BrP produjo de forma dosis-dependiente una rápida disminución en la producción de 
lactato (ECAR) (Figura 22A) así como una disminución del consumo de oxígeno (OCR) 
(Figura 22B). Sin embargo, a la dosis de 20 µM la disminución del OCR fue menos 
pronunciada (35% de inhibición) que la del ECAR (75%). Por último, a la dosis de 60 µM se 
produjo una completa inhibición de ambos procesos (Figura 22A y B). La diferente 
sensibilidad al 3-BrP que muestran la glucólisis y la respiración quedó reflejada en un 
incremento progresivo del cociente OCR/ECAR (Figura 22C). Teniendo en cuenta que en el 
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tratamiento con 3-BrP a 20 µM la inhibición de la respiración celular debería reflejar la 
inhibición directa sobre las enzimas respiratorias y el efecto indirecto derivado de la 
inhibición de la glucólisis, se sugiere que la CTE puede estar utilizando la oxidación de otras 
fuentes tales como la glutamina y los ácidos grasos para obtener los sustratos necesarios para 
su mantenimiento. 
Figura 21. Efecto de la 2-DG sobre el metabolismo energético en células HL60. (A) Tasa de consumo de 
oxigeno (OCR) en células control y tratadas con 2-DG (10 y 30 mM) y tratamiento in situ de oligomicina (Oligo; 
1 µM), FCCP (0,6 µM), y antimicina A/rotenona (Ant/Rot; 1 µM) a los tiempos indicados. (B) Producción de 
lactato en el tiempo, medida por acidificación del medio extracelular (ECAR) en células control y tratadas con 2-
DG (10 y 30 mM), y adición in situ de oligomicina (Oligo; 1 µM). Los gráficos mostrados corresponden a un 
experimento de dos realizados por quintuplicado con, cualitativamente, los mismos resultados. 
Figura 22. Efecto del 3-BrP sobre el metabolismo energético en células HL60. Análisis en células control y 
tratadas con 3-BrP durante 60 min y a las dosis indicadas de (A) la producción de lactato por acidificación del 
medio extracelular (ECAR) y (B) de la tasa basal de consumo de oxígeno (OCR). (C) Cociente OCR/ECAR, en 
las mismas condiciones. Los datos representan la media ± S.D. de al menos 3 experimentos realizados por 
quintuplicado. Comparación estadística realizada frente al control: (*) p<0,05; (***) p< 0,001. 
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1.4. Efecto sobre el estatus rédox celular  
El ATO es un agente sensible al estrés oxidativo, ya que su toxicidad se incrementa en 
condiciones de alto contenido en ROS (inherente al tipo celular o inducido por agentes pro-
oxidantes) o bajada de los niveles de GSH [22, 330-332]. Además, se ha demostrado la 
capacidad de la lonidamina y el 3-BrP para inhibir la CTE mitocondrial en células tumorales 
[333], lo que puede dar lugar a un aumento de los niveles intracelulares de ROS [330]. 
Teniendo en cuenta estas premisas, se llevaron a cabo experimentos para determinar la 
producción de ROS en las células HL60 tratadas con los tres inhibidores glucolíticos. Para ello, 
se emplearon las sondas específicas DHE para la detección del O2
·-
,  DHR para la detección de 
peróxidos  y la sonda no específica H2DADCF para el estudio de las ROS inespecíficas. La 
fluorescencia emitida por todas ellas se detectó y cuantificó por citometría de flujo. Además, 
se examinaron las posibles alteraciones en los niveles intracelulares de GSH por fluorimetría 
utilizando la sonda sensible a GSH, MCB [271].  
Los ensayos realizados en las células HL60 mostraron que el ATO a la dosis de 2 µM produjo 
un ligero, pero significativo, aumento de la producción de O2
·-
 y peróxidos a las 3 y 6 horas de 
tratamiento (Figura 23C, D), aunque dichos incrementos no se vieron reflejados en el 
contenido de ROS inespecíficos medido con H2DADCF (Figura 23B). 
Por el contrario, la lonidamina sola y en la combinación con ATO, produjo una acumulación 
dosis-dependiente de ROS inespecíficos, medidos por H2DADCF (Figura 23A, B y E) y 
específicamente un aumento ligeramente menor de O2
·-
 y peróxidos medidos por DHE y DHR, 
respectivamente (Figura 23C, D y E). Sin embargo, no se observaron modificaciones 
significativas en el contenido de GSH tras 24 horas de tratamiento con lonidamina sola, y sí 
una disminución parcial en combinación con ATO (Figura 23F). 
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Figura 23. Inducción de estrés oxidativo por la lonidamina en células HL60. Medida de la fluorescencia 
obtenida por citometría de flujo relativa a: (A) la acumulación de ROS medida con H2DADCF tras 6 horas de 
tratamiento con lonidamina a las concentraciones indicadas, y (B) con lonidamina (Lon, 100 µM) en 
combinación con ATO (2 µM), a los tiempos indicados. (C) Producción de O2
·-
 medido con DHE y (D) 
producción de peróxidos medidos con DHR, tras el tratamiento de las células con lonidamina (Lon; 100 µM) ± 
ATO (2 µM), a los tiempos indicados. (E) Histogramas representativos de la fluorescencia emitida por 
H2DADCF, DHE y DHR en células control (blanco) y tratadas (gris) con lonidamina (100 µM) y ATO (2 µM) 
durante 6 horas. (F) Niveles relativos de GSH, detectado por fluorimetría con la sonda fluorescente MCB, en 
células control y tratadas 24 horas con lonidamina (Lon; 100 µM) y ATO (2 µM), solos y en combinación. 
Todas las medidas corresponden a la media ± S.D. de al menos tres determinaciones independientes. (*) p< 
0,05; (**) p<0,01; (***), p<0,001, comparación estadística frente al control o entre los pares indicados. n.s. no 
significativo. 
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Figura 24. Influencia del estrés oxidativo en la toxicidad producida por la lonidamina y ATO en células 
HL60. Se representan los valores del (A) porcentaje de células en apoptosis tras la administración conjunta de 
lonidamina (Lon; 50 y 100 µM) y ATO (2 µM) durante 24 horas en ausencia y presencia de PEG-catalasa (PEG-
Cat 1.000 U/mL), que se administró 2 horas antes de la lonidamina y el ATO. (B) Histogramas superpuestos 
relativos al ΔΨm medido como la fluorescencia emitida por la rodamina 123 (R123) tras tratar las células durante 
24 horas con lonidamina (Lon; 100 µM) y ATO (2 µM) ± PEG-catalasa (administrado 2 horas antes). (C) Medida 
de la fluorescencia, referida al control, de calceína-AM, indicativo de la mPTP en células tratadas con 
lonidamina (Lon, 100 µM) en ausencia y presencia de PEG-catalasa a los tiempos indicados. Los resultados se 
expresan como la media ± S.D. de al menos dos determinaciones independientes. (***) p<0,001, comparación 
estadística entre los pares indicados . n.s. no significativo.  
Con el fin de estudiar la importancia de la producción de ROS en el efecto 
quimiosensibilizador de la lonidamina, se empleó el derivado permeable de la catalasa, PEG-
catalasa, cuya función consiste en eliminar los peróxidos intracelulares. El tratamiento con 
PEG-catalasa 2 horas previas a la adición de ATO y lonidamina, amortiguó la muerte celular  
producida por el tratamiento combinado (Figura 24A). Además, las medidas de mPTP y del 
ΔΨm en el tratamiento con PEG-catalasa y posterior exposición de las células a lonidamina y 
ATO revelaron que la PEG-catalasa impide la aparición de la subpoblación celular con menor 
ΔΨm (Figura 24B). Sin embargo, no previno la ligera disminución de ΔΨm de la población 
principal, o la mPTP producida por la combinación (Figura 24B y C). Estos resultados indican 
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que la producción de ROS por lonidamina media, al menos en parte, la muerte celular 
inducida por la combinación lonidamina y ATO, pero no hay una relación directa entre la 
sobreproducción de ROS e inducción de mIMP, como no había correlación directa entre 
mIMP y potenciación de la muerte celular (Figuras 6C, 14A y B)  
 
Figura 25. Papel de la 2-DG sobre el estado oxidativo de las células HL60. Medida, por citometría de flujo, 
de la fluorescencia relativa a: (A) la acumulación de ROS, medida mediante la sonda H2DADCF, (B) la 
producción de O2
·- medida con la sonda DHE, y (C) los niveles de GSH, en células tratadas con 2-DG (10 mM) y 
ATO (2 µM) medidos con MCB, solos y en combinación a los tiempos indicados. Se utiliza lonidamina (Lon; 
100 µM) como control positivo de la oxidación. Los datos mostrados corresponden a la media ± S.D., de al 
menos tres determinaciones independientes. (*) p< 0,05; (***) p<0,001, comparación estadística frente al control. 
n.s. no significativo.  
En el caso de la 2-DG por sí sola produjo una leve disminución del contenido en ROS (Figura 
25A y B), pero no modificó significativamente el contenido en GSH (Figura 25C). Además, la 
2-DG en combinación con ATO no alteró el incremento de O2
·- 
producido por el ATO 
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administrado en monoterapia (Figura 25B). Por lo tanto, se puede concluir que la potenciación 
de la apoptosis en el tratamiento 2-DG y ATO es independiente del estrés oxidativo. 
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Figura 26. Inducción de estrés oxidativo por 3-BrP en células HL60 y papel del estrés oxidativo sobre la 
toxicidad producida por ATO, curcumina y CDDP. (A) Tasa de acumulación de ROS en presencia de 30 µM 
de 3-BrP, medida con las sondas H2DADCF y DHE, a 3 y 6 horas. (B y C) Contenido de GSH intracelular 
medido con MCB en células control y tratadas con (B) 3-BrP (20, 30 y 60 µM) y con (C) BSO 1 mM a  a los 
tiempos indicados. (D) Porcentaje de células apoptóticas y con captación de IP en células pre-tratadas 24 horas 
con BSO 1 mM  y posteriormente tratadas con 3-BrP (10, 20 y 30 µM) durante las siguientes 24 horas. (E) 
Niveles de GSH y (F) porcentaje de células apoptóticas y con captación de IP tras el pre-tratamiento durante 4 
horas con GSH-OEt (5 mM) y posterior tratamiento con 3-BrP (30 µM) durante (E) 3 horas y (F) 24 horas. Los 
valores de ROS y GSH están referidos al control que toma los valores de 1 y 100, respectivamente. (G y H) 
Porcentaje de apoptosis y entrada libre de IP en células pre-tratadas durante 24 horas con BSO (1 mM) y 
posterior tratamiento durante 24 horas con ATO (2 µM), curcumina (Curc; 7,5 µM) y CDDP (4 µM). Se 
representa la media ± S.D. de al menos tres determinaciones independientes. (*) p< 0,05; (**) p< 0,01; (***) 
p<0,001, comparación estadística frente al control o entre los pares indicados. 
El 3-BrP a la dosis de 30 µM (3 y 6 horas) aumentó ligera, aunque significativamente, los 
niveles de ROS inespecíficos y de O2
·-
, medido con la sondas H2DADCF y DHE (Figura 26A). 
Además, produjo una reducción dosis dependiente de los niveles de GSH, con una casi total 
ablación a la dosis de 60 µM (Figura 26B). La disminución de los niveles de GSH con 30 µM 
a las 3 horas fue similar a la observada a horas posteriores (24 horas), lo que indica que esta 
disminución ocurre tempranamente y se mantiene en el tiempo (Figura 26B). La importancia 
funcional de la reducción de los niveles de GSH sobre la toxicidad que produce el 3-BrP se 
analizó empleando el inhibidor de la enzima limitante de la biosíntesis de GSH la γ-glutamil 
cisteínsintetasa, el BSO [334], y el derivado permeable de GSH, el GSH etiléster (GSH-OEt). 
El tratamiento con BSO (1 mM) disminuyó progresivamente el contenido en GSH, alcanzando 
niveles similares a los producidos por el 3-BrP (30 µM), a las 24 horas de tratamiento (Figura 
26C). Esta bajada de los niveles de GSH por BSO por sí misma no dio lugar a muerte por 
apoptosis o necrosis (Figura 26D), ni afectó a la distribución de las fases del ciclo celular, 
medidas a las 48 horas de tratamiento (datos no mostrados). Sin embargo, la exposición 24 
horas a BSO, previa al tratamiento con 3-BrP, aumentó considerablemente la toxicidad de este, 
incrementando la apoptosis y la necrosis, a las dosis de 10 y 20 µM, y disminuyendo la 
apoptosis con el consiguiente aumento de la necrosis a la dosis de 30 µM (Figura 26D). En un 
experimento complementario, las células se pre-incubaron durante 4 horas con GSH-OEt, tras 
las cuales se eliminó el GSH-OEt por cambio del medio de cultivo, y seguidamente las células 
se trataron con 3-BrP para evitar interacciones entre ambos agentes en el medio de cultivo. El 
tratamiento con 3-BrP a 30 µM durante 3 horas fue para la determinación de GSH y durante 
24 horas para determinar la muerte celular. En estas condiciones, el GSH-OEt revirtió, en 
parte, tanto la bajada de los niveles de GSH (Figura 26E) como la muerte celular producida 
por el 3-BrP (Figura 26F). Estos resultados indican que, aunque la disminución de los niveles 
de GSH per se no es letal, sí es determinante para la toxicidad inducida por el 3-BrP en este 
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modelo leucémico. Además, el incremento del estrés oxidativo podría explicar, al menos en 
parte, el aumento de muerte celular observado en el tratamiento combinado 3-BrP y ATO y, 
con menos efectividad, en la combinación de 3-BrP con curcumina (Figuras 7 y 12), ya que 
tanto el ATO como la curcumina son agentes sensibles a los cambios en el contenido 
intracelular de GSH, como se demuestra en el incremento de su letalidad tras el pre-
tratamiento con BSO (Figura 26G y H). 
1.5. Actividad de proteínas quinasas 
La apoptosis y la supervivencia son procesos que están regulados por multitud de vías y 
factores de señalización. En concreto, las vías de señalización de Raf/MEK/ERK y PI3K/AKT, 
suelen jugar un papel defensivo o antiapoptótico, mientras que otras quinasas como JNK o 
p38MAPK, y la vía LKB-1/AMK que pueden tener un papel pro- o antiapoptótico, en función 
del estímulo activador [335, 336]. Por ello, se analizó en primer lugar la 
activación/fosforilación de estas quinasas a diferentes tiempos de tratamiento con ATO, 
lonidamina, 2-DG y 3-BrP, solos y en combinación. 
1.5.1. Vía LKB-1/AMPK 
La vía de LKB-1/AMPK se ha caracterizado como una vía activable por estrés metabólico (a 
través del incremento del cociente AMP/ATP o por agentes que causan estrés oxidativo [22]. 
La activación de dicha quinasa puede tener fines antiapoptóticos, por la estimulación de 
proteínas efectoras que intervienen en la señalización y favorecen procesos catabólicos para la 
restauración energética celular activando vías productoras de ATP, o por favorecer el reciclaje 
de macromoléculas a través de la activación de la autofagia [337, 338]. Sin embargo, la 
activación de esta vía también puede tener una acción proapoptótica a través de la inhibición 
de la vía de mTOR [179], hecho que dependerá del estímulo recibido. Además, a los 
inhibidores 2-DG y 3-BrP se les ha atribuido una función activadora de dicha quinasa, aunque 
los mecanismos de activación varían de unos modelos celulares a otros [235, 339-341]. En el 
caso de la lonidamina se desconocen los efectos que produce sobre dicha vía. Teniendo en 
cuenta estas consideraciones y habiendo observado efectos depresores de ATP, por parte de la 
2-DG y del 3-BrP, y prooxidantes en el caso de la lonidamina y del 3-BrP, se analizó el efecto 
de estos agentes sobre la activación de la vía LKB-1/AMPK en la línea celular HL60. 
Los primeros estudios llevados a cabo con la 2-DG a 24 horas mostraron que este agente 
inhibe la fosforilación/activación de la quinasa AMPK de manera dosis-dependiente, 
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observándose la mayor inhibición a la dosis de 20 mM (Figura 27A), sin detectarse 
modificaciones en la cantidad total de la proteína, lo cual descarta un posible efecto sobre la 
expresión o estabilidad de la misma. El estudio de la cinética de inactivación en el tiempo 
indicó que la inhibición inducida por la 2-DG a 10 mM comienza a los 30 min (Figura 27B), 
alcanzando el máximo efecto a las 4 horas de tratamiento, efecto que se mantiene hasta las 24 
horas (Figura 27C).  
Además de AMPK, se valoró el comportamiento de la quinasa activadora de AMKP, LKB-1, 
en células tratadas con 2-DG sola y en combinación con ATO (Figura 27C). Se observó que, 
en presencia de 2-DG (10 mM), también se inactivaba por desfosforilación, aunque con menor 
intensidad que lo observado en el caso de AMPK. Por su parte, el ATO a las 4 horas produjo 
una ligera inhibición de AMPK que se mantuvo en las 24 horas siguientes, pero no modificó 
la inhibición producida por 2-DG en el tratamiento combinado.  
Estos resultados fueron inicialmente sorprendentes debido a la cualidad reductora energética 
de la 2-DG. Por ello, para corroborar la correcta función/activación de la proteína se 
emplearon agentes moduladores farmacológicos arquetípicos de la vía LKB-1/AMPK, a saber 
el activador metformina y el inhibidor “compuesto C” (CC) [22, 337, 342]. Se observó una 
fosforilación/activación en presencia de metformina (Figura 27A y D) y una inhibición de los 
niveles basales de fosforilación en presencia del CC (Figura 27D). Además, se realizaron 
ensayos con diferentes condiciones nutricionales del medio de cultivo, a saber presencia o 
ausencia de glucosa durante 48 horas (Figura 28A), tratamiento con 2-DG en el medio 
habitual y medio suplementado con glutamina 2% y piruvato 1 mM (Figura 28B) y 
tratamiento con 2-DG en medio con diferentes concentraciones de suero fetal bovino (2 y 5%), 
en presencia y ausencia de piruvato durante 24 horas (Figura 28C). El resultado obtenido 
muestra que la inhibición de la AMPK producida por la 2-DG no se modifica de manera 
cualitativa al alterar las condiciones del medio de cultivo en cualquiera de las condiciones 
ensayadas, lo cual apoya que la inactivación no se debe a un artefacto por posibles variaciones 
en el contenido nutricional del medio. Además, la ausencia de glucosa del medio no afecta a la 
activación de AMPK y ni a su sustrato la acetil-CoA carboxilasa (ACC), sugiriendo que la 
inhibición por desfosforilación de AMPK tampoco depende del bloqueo directo del aporte de 
glucosa en células HL60.  
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Figura 27. Regulación de la vía LKB-1/AMPK en células HL60 tratadas con 2-DG. Activación por 
fosforilación de AMPK y LKB-1 (-P) frente a la forma total (-T)  tras el tratamiento con: (A) concentraciones 
crecientes de 2-DG  durante 24 horas, (B) 2-DG (10mM) a los tiempos indicados, (C) 2-DG (10 mM) ± ATO (2 
µM) a los tiempos mostrados y (D) metformina (4 mM), compuesto C (CC, 10 µM), 2-DG (10 mM) y 
lonidamina (Lon, 100 µM) durante 24 horas. Se utiliza β-actina como control de carga. Los inmunoblots 
mostrados son representativos de al menos tres experimentos. 
Por último, se testó si el efecto producido por la 2-DG (10 mM) sobre AMPK se repetía en 
otras líneas celulares tumorales, tales como NB4, RPMI 8844, U937, THP-1 y Mel-1. En 
todos los casos, la activación de la proteína era nula, o incluso había inhibición de su actividad 
(Figura 29).  
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Figura 28. Modulación de la vía LKB-1/AMPK por cambios en la composición nutricional del medio. 
Activación de AMPK por fosforilación (-P) y desactivación por  fosforilación de ACC (ACC-P) frente a la forma 
total (-T), tras la exposición de las células (A) durante 48 horas a un  medio con y sin glucosa. Activación de 
AMPK por fosforilación (-P) en (B) medio RPMI sin y con piruvato (Pir, 1 mM) y glutamina (2 mM), durante 24 
horas de tratamiento con 2-DG (10 mM) y (C) en medio con diferentes concentraciones de SFB suplementado o 
no con piruvato (5 mM), en presencia y ausencia de 2-DG (10 mM) durante 24 horas. Se utiliza β-actina o 
AMPK-T como control de carga. Se muestran inmunoblots representativos de al menos 2 experimentos. 
En células HL60, el 3-BrP (20-60 µM) mostró el mismo comportamiento que la 2-DG, 
produciendo una inactivación por desfosforilación dosis-dependiente de las proteínas LKB-1, 
AMPK y activación por desfosforilación de su sustrato ACC (Figura 30A), a 4 y 8 horas. Este 
efecto se produjo también en la línea celular NB4 (Figura 30B). En el caso de la lonidamina, 
al contrario de lo observado con la 2-DG y 3-BrP, a partir de las 16 horas se produjo la 
activación por fosforilación de las quinasas AMPK y LKB-1, que se revierte en la 
combinación de lonidamina con ATO (Figura 30C).  
Incidentalmente, en los tratamientos con 30 y 60 µM de 3-BrP (8 horas) y con las 
combinaciones de lonidamina y 2-DG con ATO, se observó la rotura de la forma total de 
AMPK (Figura 27C y 30A y C). Dado que esta rotura se observó en las condiciones y tiempos 
en las que se observa muerte celular, se planteó que podía estar relacionada con el proceso de 
apoptosis. Para su comprobación se empleó el inhibidor de caspasas z-VAD-fmk en la 
combinación citotóxica de lonidamina con ATO a las 24 horas donde se confirmó que dicha 
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rotura es consecuencia de la apoptosis pues se encontraba impedida en presencia de z-VAD-
fmk (Figura 30D).  
Figura 29. Activación de la vía LKB-1/AMPK en diferentes líneas celulares leucémicas por 2-DG. 
Activación de AMPK por fosforilación (-P) frente a la forma total (-T) tras el tratamiento, durante 24 horas, con 
2-DG en las líneas celulares indicadas. Como control de carga se utiliza β-actina. Imagen representativa de al 
menos dos experimentos. 
Basándonos en la información previa sobre la vía LKB-1/AMPK, se conoce que puede 
desempeñar un papel protector o proapoptótico [337, 343]. Para poder estudiar la 
consecuencia funcional de la inhibición producida por la 2-DG y el 3-BrP y la activación por 
lonidamina en las células HL60, se utilizó el inhibidor farmacológico de AMPK CC. La 
inhibición por CC potenció la apoptosis inducida por ATO (Figura 31A) (aunque con menor 
eficacia a la potenciación observada en la combinación de 2-DG y ATO (Figura 6)), así como 
también incrementó la inducción de la apoptosis producida por la combinación 2-DG y ATO 
(Figura 31A). Esta respuesta se corroboró utilizando un siRNA específico contra AMPK, 
donde se observó que la inhibición de AMPK por este método también incrementaba la 
muerte inducida por ATO (Figura 31B). La inhibición de AMPK por el CC en células tratadas 
con 3-BrP (20 y 30 µM) también potenció la muerte por un incremento de la necrosis y la 
apoptosis (Figura 31C). Por el contrario, en el caso de la lonidamina, que a diferencia de la 2-
DG y del 3-BrP activa la vía de AMPK, el CC reduce significativamente la toxicidad inducida 
por el tratamiento combinado lonidamina y ATO (Figura 31D). Estos resultados sugieren que 
la vía LKB-1/AMPK tiene un papel defensivo en el tratamiento con 2-DG y 3-BrP y, por ello, 
su inhibición explica, al menos en parte, el incremento de la apoptosis en combinación de 2-
DG con ATO en la línea celular HL60. Por el contrario, la activación de LKB-1/AMPK en el 
tratamiento con lonidamina tiene una función proapoptótica. 
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Figura 30. Regulación de la vía LKB-1/AMPK por lonidamina  y 3-BrP en células HL60 y NB4. Activación 
por fosforilación (-P) de AMPK y LKB-1, y desactivación de ACC por fosforilación (-P)  frente a la forma total 
(-T), tras el tratamiento, a los tiempos indicados, con (A) 3-BrP (20, 30 y 60 µM) en células HL60, (B) 3-BrP (20 
y 30 µM) y 2-DG (10 mM) en células NB4. (C) Activación por fosforilación (-P) de AMPK y LKB-1 durante 24 
horas de tratamiento con lonidamina (Lon, 100 µM), sola o en combinación con ATO (2 µM), y (D) tras el 
tratamiento con lonidamina (100 µM), sola o en combinación con ATO (2 µM) y Z-VAD-fmk (50 µM), durante 
24 horas. Se utiliza β-actina como control de carga. Inmunoblots representativos de tres experimentos. 
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Figura 31. Efecto de la inhibición de AMPK sobre la toxicidad producida por los inhibidores glucolíticos y 
ATO en células HL60. (A) Porcentaje de células apoptóticas tras el pretratamiento durante 1 hora con CC (10 
µM), en ausencia y presencia de 2-DG (10 mM) y/o ATO (2 µM) durante 24 horas. (B) Porcentaje de células 
apoptóticas tras nucleofectar las células HL60 con siRNA control y anti-AMPK y posterior tratamiento con ATO 
(4 µM) durante 24 horas. (C) Porcentaje de células apoptóticas y con captación de IP tras el pretratamiento CC 
(10 µM) en ausencia y presencia de 3-BrP (20 y 30 µM), durante 24 horas. (D) Porcentaje de células apoptóticas 
tras el pretratamiento con CC (10 µM) en ausencia y presencia de lonidamina (Lon, 100 µM) y ATO (2 µM), 
durante 24 horas. Como control de la nucleofección, se muestra un inmunoblot de AMPK-T en el que se emplea 
β-actina como control de carga. nn: no nucleofectadas. Los datos representan la media ± S.D. de al menos tres 
experimentos. (*) p< 0,05; (**) p< 0,01;  (***), p<0,001, comparación estadística entre  los pares indicados. 
1.5.2. p38MAPK 
Tal y como se ha descrito anteriormente los inhibidores glucolíticos lonidamina y 3-BrP 
estimulan la producción de ROS de manera moderada, pudiendo estar activando otras vías de 
respuesta al estrés diferentes a LKB-1/AMPK, como es la vía p38MAPK [344]. Por ello, se 
propuso estudiar la posible activación de esta vía por los inhibidores glucolíticos, solos o en 
combinación con ATO, y su papel en la protección o inducción de muerte celular.  
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Los ensayos de Western blot mostraron que la activación/fosforilación de p38/MAPK no se 
vio sensiblemente afectada por los tratamientos durante 4-24 horas con 100 μM de 
lonidamina y 10 mM de 2-DG, solos o en combinación con ATO (2 µM) (Figuras 32A y B). 
Por el contrario, el 3-BrP produjo una fuerte fosforilación/activación temprana de la proteína 
a las 4 y 8 horas (Figura 32C), que no se alteró en el tratamiento combinado de 3-BrP con 
ATO (2 μM) y sí se inhibió levemente con curcumina (7,5 μM) (Figura 32F). 
Para comprobar si la activación de p38 por 3-BrP pudiera estar relacionada con el estrés 
oxidativo generado por el inhibidor glucolítico, se realizó un ensayo preincubando las células 
HL60 durante 4 horas con el análogo soluble de GSH, el GSH-OEt, y, posteriormente, se 
trataron con 3-BrP (30 μM) durante 4 horas (Figura 32D). El GSH revirtió la activación de la 
p38/MAPK inducida por el 3-BrP. Por lo tanto, estos resultados indican que esta activación 
está mediada, al menos en parte, por la supresión de GSH.  
Por último, se planteó estudiar la importancia funcional de la activación de p38MAPK, ya que 
esta vía puede tener una función proapoptótica o defensiva [129, 335]. Para ello, se emplearon 
los inhibidores farmacológicos específicos de p38 BIRB 796 (0,1 µM) y SB203580 (SB, 10 
µM). Estos inhibidores redujeron la toxicidad inducida por el 3-BrP (20 y 30 µM), medida por 
la inhibición de la muerte celular por apoptosis y necrosis, observándose la mayor inhibición a 
la dosis de 3-BrP de 30 µM en presencia del inhibidor BIRB 796 (Figura 32E). Este resultado 
prueba el carácter proapoptótico de la activación de la vía p38/MAPK por acción del 3-BrP. 
1.5.3. Vías de quinasas defensivas: PI3K/Akt y MEK/ERK 
Además de los efectos que pueden ejercer los inhibidores metabólicos sobre vías de 
señalización de respuesta a estrés, éstos también pueden influir sobre vías típicamente 
defensivas o antiapoptóticas. Por ello, se planteó el estudio de la actividad de algunas de estas 
vías en respuesta al tratamiento con los inhibidores glucolíticos en ausencia y presencia de 
ATO a diferentes tiempos. Se seleccionaron las vías PI3K/Akt y MEK/ERK ya que existen 
estudios que describen que pueden ser estimuladas [341, 345] o inhibidas [346, 347] por los 
inhibidores glucolíticos 2-DG y 3-BrP, dependiendo del modelo celular utilizado [348], 
aunque el efecto de la lonidamina sobre estas quinasas se desconoce. 
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Figura 32. Activación de p38MAPK y su papel en la toxicidad producida por los inhibidores glucolíticos en 
las células HL60. Activación de p38 por fosforilación (-P) frente a la forma total (-T) tras el tratamiento durante 
los tiempos indicados, con (A) lonidamina (Lon, 100 µM) y ATO (2 µM) solos y en combinación, (B) 2-DG (10 
mM) y ATO (2 µM) solos y en combinación, (C) 3-BrP (20, 30 y 60 µM) y (D) 3-BrP (30 µM) solo o con GSH-
OEt (5 mM). Se emplea β-actina como control de carga. (E) Porcentaje de células apoptóticas y permeables a IP 
tras 16 horas de tratamiento con BIRB769 (BIRB; 0,1 µM) y SB203580 (SB; 10 µM), administrados solos o en 
combinación con 3-BrP (20 y 30 µM). Los inhibidores BIRB769 y SB203580 se añaden una hora antes del 3-BrP. 
Se representan la media ± S.D. de tres experimentos independientes. (**) p< 0,01; (***) p<0,001, comparación 
estadística entre los pares indicados. n.s. no significativo. (F) Activación de p38 por fosforilación (-P) tras el 
tratamiento de 4 horas con 3-BrP (30 µM) y ATO (2 µM) o curcumina (7,5 µM), solos y en combinación. 
Inmunoblots representativos de tres experimentos. 
Los ensayos de tiempo-respuesta con lonidamina, sola y en combinación con ATO (2 μM), 
revelaron que, en el caso del ATO la actividad basal de las quinasas Akt y ERK no se 
modifica a ninguno de los tiempos ensayados (Figura 33). Sin embargo, en el caso de la 
lonidamina (100 μM) se observó incremento de la fosforilación y activación de ERK así 
como la activación de la vía Akt/mTOR, demostrada ésta última por el aumento de la 
fosforilación de Akt, y los sustratos de mTOR p70S6K y rpS6. La activación de las vías 
MEK/ERK y PI3K/Akt se observó a las 4 horas de tratamiento, alcanzando el máximo efecto 
a las 16 horas. Además, en ambos casos el tratamiento combinado con ATO previno la 
activación de estas quinasas, inducida por la lonidamina (Figura 33).  
 
Figura 33. Efecto de la lonidamina sobre la activación de las vías Akt/mTOR y MEK/ERK en células 
HL60. Activación de Akt, ERK1/2, p70S6K y rpS6 por fosforilación (-P) frente a la forma total (-T), tras el 
tratamiento a los tiempos indicados con lonidamina (Lon, 100 µM) y ATO (2 µM), solos y en combinación. Se 
empleó β-actina como control de carga. Inmunoblots representativos de tres experimentos. 
Al igual que los resultados obtenidos con lonidamina, la 2-DG (10 mM) activó las quinasas 
Akt, mTOR, p70S6K, así como de MEK y ERK (Figura 34A), sólo que esta activación ocurre 
 152 
 
de manera más temprana, estimulándose muchas de ellas a partir de los 30 min. La activación 
de Akt inducida por la 2-DG se mantuvo hasta las 16 horas, tras las cuales disminuyó su 
actividad alcanzándose niveles basales a las 24 horas de tratamiento, mientras que la 
activación de la proteína ERK se mantuvo hasta las 8 horas disminuyendo su actividad a 
niveles basales a las 16 horas (Figura 34B). El ATO (2 μM), en combinación con la 2-DG 
previno la activación de las quinasas Akt y ERK (Figura 34B). El efecto de la 2-DG (10 mM) 
se analizó también en la línea celular NB4, tanto sola como en combinación con ATO (1 μM,) 
observándose una ligera activación de Akt y ERK, cualitativamente similar a la detectada en 
el caso de las células HL60 (Figura 34C). 
Figura 34. Efecto de la 2-DG sobre la activación de las vías Akt/mTOR y MEK/ERK. Activación de Akt, 
ERK, mTOR, MEK y p70S6K por fosforilación (-P), frente a la forma total (-T) tras el tratamiento a los tiempos 
indicados (A) con 2-DG (10 mM) y (B) con 2-DG (10 mM) y ATO (2 µM), solos y en combinación, en células 
HL60. (C) Activación de Akt y ERK por fosforilación (-P) en células NB4 con 2-DG y ATO (1 µM). Se emplea 
β-actina o la forma total de la proteína como control de carga. Se muestran inmunoblots de al menos tres 
experimentos. 
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El análisis de las vías PI3K/Akt y MEK/ERK en los tratamientos con 3-BrP (20-60 μM) 
arrojó resultados similares a los de la 2-DG ya que se muestra también una activación 
temprana de Akt y sus quinasas efectoras mTOR y p70S6K, así como de ERK (Figura 35A). 
En el tratamiento combinado de 3-BrP con ATO (2 μM) o con curcumina (7,5 μM, agente con 
el que también se producía cierta cooperatividad), se observó que estos agentes inhiben la 
activación de Akt y ERK (Figura 35B).  
 
Figura 35. Efecto del 3-BrP sobre la activación de las vías Akt/mTOR y MEK/ERK en células HL60. 
Activación de Akt, mTOR, p70S6K y ERK por fosforilación (-P) frente a la forma total (-T) tras (A) el 
tratamiento con 3-BrP (20, 30 y 60 µM) a los tiempos indicados, y (B) con 3-BrP (20 y 30 µM) en ausencia y 
presencia de ATO (2 µM) o Curcumina (Cur, 7,5 µM), durante 4 horas. Se emplea β-actina como control de 
carga. Se muestran inmunoblots representativos de tres experimentos. 
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Como se ha visto en el caso de los tres inhibidores glucolíticos, la activación de las quinasas 
defensivas en presencia del ATO se inhibe. Este hecho podría explicar, en parte, el incremento 
de la letalidad observada en los tratamientos combinados. Con el fin de corroborar la función 
defensiva de las vías PI3K/Akt/mTOR y MEK/ERK en las células HL60, se utilizaron los 
inhibidores farmacológicos de PI3K (LY294002, 30 µM), Akt (triciribina, AktiV, 10 µM), 
mTOR (rapamicina, 100 nM) y MEK (U0126, 2,5 µM y 5 µM). Los inhibidores U0126 
(Figura 36A) y LY294002 (Figura 36B) no mostraron letalidad por sí mismos pero 
favorecieron la muerte celular provocada por la lonidamina, así como la producida por la 
combinación de lonidamina y ATO (Figura 36A y B). Así mismo, estos inhibidores y el de 
AktiV también incrementaron la letalidad producida por la 2-DG a 10 mM (Figura 36C) y por 
el 3-BrP a 20 y 30 µM (Figura 36D y E).  
Sin embargo, las vías de señalización de MEK/ERK y PI3K/Akt pueden actuar 
compensatoriamente, lo que podría estar explicando el escaso incremento en la toxicidad 
producida por la lonidamina cuando se inhibe una sola de las vías. Por ello, se planteó el uso 
combinado de los inhibidores específicos de de MEK/ERK (U0126), PI3K/Akt (LY294002) y 
mTOR (rapamicina), para mimetizar de forma más fiel la inhibición genérica de estas 
quinasas por ATO (Figura 37). Los ensayos se realizaron inhibiendo la vía de MEK/ERK con 
U0126 junto con la inhibición de la vía PI3K/Akt con LY294002, o inhibiendo mTOR con 
rapamicina. Los resultados obtenidos mostraron que a pesar de la toxicidad basal producida 
por la combinación de los dos inhibidores de quinasas (hecho que obligó a disminuir las 
concentraciones), la inhibición simultánea de ambas vías aumentó claramente la apoptosis 
producida por la lonidamina. Estos resultados otra vez confirman la función defensiva de las 
vías PI3K/Akt y MEK/ERK en las presentes circunstancias experimentales, y apoyan la idea 
de que su inhibición por ATO puede explicar, en parte, la mayor eficacia apoptótica de los 
tratamientos combinados. 
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Figura 36: Incremento de la muerte de células HL60 producida por los inhibidores glucolíticos a través de la 
inhibición de las vías de PI3K/Akt y MEK/ERK. Porcentaje de células apoptóticas tras 24 horas de tratamiento con 
lonidamina (Lon; 50 y 100 µM), administrada sola y en combinación con ATO (2 µM), en presencia y ausencia de: (A) 
U0126 (U0, 2,5 µM) y (B) LY294002 (LY, 30 µM). (C) Porcentaje de apoptosis en células control y tratadas con 2-
DG (10 mM) en ausencia y presencia de LY294002 (LY, 30 µM), AktiV (10 µM) y U0126 (U0, 5 µM). (D y E) 
Porcentaje de células apoptóticas y permeables a IP tras el tratamiento con 3-BrP (20 y 30 µM) en presencia y 
ausencia de AktiV (10 µM) y U0126 (U0, 5 µM). Los inhibidores de quinasas se añadieron una hora antes del resto de 
tratamientos. Los datos representan la  media ± S.D. de al menos tres determinaciones independientes. (*) p< 0,05; 
(**) p< 0,01; (***) p<0,001, comparación estadística entre los pares indicados. n.s. no significativo. 
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Figura 37: Incremento de la toxicidad producida por lonidamina por efecto de la inhibición simultánea de 
las vías de PI3K/Akt y MEK/ERK. Se muestra el porcentaje de células apoptóticas en el tratamiento con 
lonidamina (Lon, 50 y 100 µM) en ausencia o presencia de la combinación de inhibidores U0126 más LY294002 
(0,5 µM y 10 µM, respectivamente) y U0126 más rapamicina (RAPA) (0,5 µM y 100 nM, respectivamente). Los 
inhibidores de quinasas se añadieron una hora antes del resto de tratamientos. Los datos representan la media ± 
S.D. de al menos tres determinaciones independientes. Diferencias significativas frente a lonidamina: (*) p<0,05; 
(**) p<0,01; (***) p<0,001. Diferencias significativas frente al combo de inhibidores: (#) p<0,05; (###) p<0,001. 
 
1.5.4. Interrelación de la vía LKB-1/AMPK con Akt y ERK 
Si tenemos en consideración los resultados obtenidos en el estudio de las vías LKB-1/AMPK 
y PI3K/Akt tras los tratamientos con 2-DG y 3-BrP, se podría plantear que la inhibición de la 
vía de LKB-1/AMPK podría estar relacionada con la activación de la vía PI3K/Akt. Es más, 
existen estudios que indican que existe interacción entre las vías de señalización de PI3K/Akt 
y LKB-1/AMPK, sugiriendo una posible acción inhibitoria mutua [343, 349, 350]. Sobre esta 
base, y teniendo en cuenta los resultados obtenidos, se planteó la hipótesis de que la activación 
de Akt y ERK producida por 2-DG y 3-BrP pudiera estar explicando la (en principio 
inesperada) inhibición de AMPK. Para su comprobación, se analizó el efecto que producía la 
inhibición farmacológica de las vías de PI3K/Akt y MEK/ERK sobre la activación de LKB-
1/AMPK. Para ello, se utilizaron el inhibidor de PI3K LY294004 y el de MEK U0126, en 
combinación con 2-DG (10 mM) (Figura 38A). Tal y como se muestra, los inhibidores 
LY294004 y U0126 no sólo impidieron la activación de Akt y ERK por la 2-DG, sino que 
también previnieron la inactivación de AMPK. Esta relación también se confirmó con el 3-
BrP (30 µM), utilizando uno de los inhibidores (LY294004) (Figura 38B). Además, el ensayo 
de tiempo-respuesta con 3-BrP (30 µM) reveló un leve incremento de AMPK fosforilado a los 
15 min, que se revirtió a los 30 min, justo cuando empezaba a ser evidente la activación de 
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Akt (Figura 38C). Estos resultados indican que la inhibición de AMPK por la 2-DG y el 3-BrP 
puede estar mediada, al menos en parte, por la activación de Akt y ERK. 
1.5.5. Función del receptor del crecimiento tipo insulina 1 (IGF-1R) 
Profundizando en el mecanismo de activación de las vías de PI3K/Akt y MEK/ERK, se 
conoce que la estimulación de dichas vías puede estar mediada por la activación de PI3K tras 
su interacción con el IGF-1R [107, 345], y que dicha activación puede promover la inhibición 
[351] o la activación de AMPK [352], pero dicha afirmación no se ha podido demostrar por 
otros autores [353]. Por ello, se procedió a examinar la posible mediación de IGF-1R en la 
activación de PI3K/Akt y MEK/ERK y en la inhibición de LKB-1/AMPK, así como en la 
generación de apoptosis, en células HL60 tratadas con 2-DG y ATO.  
En primer lugar se realizó un tratamiento con IGF-1 (50 ng/mL) a tiempos cortos (15 min), 
sólo y en combinación con ATO (2 µM), y se examinó la activación/fosforilación de Akt, 
ERK y AMPK. Las células tratadas con IGF-1 se cultivaron en presencia de una cantidad de 
SFB inferior (1%) a la habitual (10%) para minimizar la presencia de proteínas de unión a 
IGF-1 (IGFBPs) e IGF-1 en el SFB. El IGF-1 produjo una rápida activación de las vías 
PI3K/Akt y MEK/ERK e inactivación de LKB-1/AMPK, a los 15 min, que en el caso de Akt y 
ERK se encontraron inhibidas en la combinación con ATO (Figuras 39A), tal y como ocurre 
en la combinación de ATO con 2-DG (Figura 34B). Además, se valoró la activación de IGF-
1R y Akt con 2-DG a 1 hora de tratamiento utilizando IGF-1 como control de activación del 
receptor. La 2-DG y el IGF-1 provocaron la activación del IGF-1R (fosforilación en las 
Tyr
1165/1166 
de la subunidad α) y de Akt, y en el caso de la 2-DG dichas activaciones se 
previnieron en el tratamiento combinado con ATO (Figura 39B). Con el fin de confirmar la 
relación de la activación del receptor con la activación de las vías PI3K/Akt, MEK/ERK y 
LKB-1/AMPK se empleó un inhibidor farmacológico de dicho receptor (PQ-401), en 
combinación con 2-DG a 4 horas. El PQ-401 previno la fosforilación de Akt y ERK, así como 
la desfosforilación de AMPK, provocada por la 2-DG (10 mM) (Figura 39C). Además, el 
empleo de PQ-401 a concentraciones subletales (20 y 40 μM) junto con la 2-DG (10 mM) a 
24 horas aumentó la letalidad de la 2-DG (Figura 40D), mimetizando, hasta cierto punto, la 
acción inhibitoria del ATO. 
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Figura 38. Efectos de la activación de las vías PI3K/Akt y MEK/ERK sobre la vía LKB-1/AMPK en células 
HL60. (A) Activación de Akt, ERK y AMPK por fosforilación (-P) tras el tratamiento durante 4 horas con 2-DG 
(10 mM), sólo o en combinación con LY294002 (LY; 30 µM) y U0126 (U0; 5 µM). Activación de Akt y AMPK 
por fosforilación (-P) frente al total de AMPK (-T) tras el tratamiento con 3-BrP (30 µM), sólo y en combinación 
con LY294002 (LY; 30 µM) durante 4 horas. (C) Activación de Akt y AMPK por fosforilación (-P) frente al 
total de AMPK (-T) después de tratar las células con 3-BrP (30 µM)  a los tiempos indicados. Se emplea β-actina 
como control de carga. se muestran inmunoblots representativos de tres experimentos.  Los inhibidores de 
quinasas se añadieron una hora antes del resto de tratamientos. 
Con el fin de examinar si la activación de PI3K/Akt mediada por IGF-1R pudiera deberse a un 
incremento en la expresión y liberación de IGF-1 por la acción de la 2-DG, se efectuaron 
ensayos de ELISA para valorar los niveles de IGF-1 extracelular. Los resultados no mostraron 
incrementos en los niveles libres de IGF-1 en el medio (resultados no mostrados), aunque no 
se excluye que el resultado negativo se deba a fallos en la determinación. Así mismo, 
efectuamos ensayos en los cuales realizamos el tratamiento con 2-DG con niveles decrecientes 
de SFB, observando que la fosforilación de Akt decrecía conforme disminuía la concentración 
del SFB (Figura 39E). Este resultado sugiere que más que estimular la expresión y liberación 
de IGF-1, la activación del receptor por 2-DG probablemente ocurra por una mayor liberación 
del IGF-1 preexistente de sus proteínas represoras en el medio IGFBP, tal y como ha sido 
sugerido en otros sistemas biológicos [345]. 
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En conjunto, todos estos datos prueban que el efecto de la 2-DG sobre la actividad de las 
quinasas Akt, ERK y AMPK, y su efecto proapoptótico están, al menos en parte, mediados 
por la activación del IGF-1R. 
 
Figura 39. Papel de la estimulación de IGF-1R en la activación de las vías PI3K/Akt, MEK/ERK y LKB-
1/AMPK en células HL60.  (A) Activación de Akt, ERK y AMPK por fosforilación (-P) frente a las formas 
totales (-T) tras el tratamiento con IGF-1 (100 ng/mL) y/o ATO (2 µM) al tiempo indicado. (B) Activación por 
fosforilación de IGF-1R y Akt tras el tratamiento con 2-DG (10 y 20 mM), en ausencia y presencia de ATO (2 
µM) o tras el tratamiento con IGF-1 (100 ng/mL) al tiempo indicado. (C) Activación de Akt, ERK y AMPK por 
fosforilación (-P) tras el tratamiento con 2-DG (10 mM) sola o en combinación con PQ-401 (PQ, 20 y 40 µM) al 
tiempo que se indica. (D) Porcentaje de células apoptóticas tras la administración de 2-DG (10 mM) y/o ATO (2 
µM), o tras la administración de PQ-401 (PQ, 10 µM) sólo o en combinación con 2-DG (10 mM). Los datos 
representan la media ± S.D (n=3). El PQ-401 se añadió una hora antes que el resto de tratamientos.  (*) p<0,05, 
comparación con respecto a los pares indicados. (F) Activación de Akt por fosforilación en células control y 
tratadas 2 horas con 2-DG (10 mM), a las concentraciones indicadas de suero (SFB). Se muestran los 
inmunoblots representativos de al menos dos experimentos. 
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2. INHIBIDORES DEL METABOLISMO LIPÍDICO 
Además de un metabolismo glucolítico exacerbado, las células tumorales suelen tener una 
elevada tasa de síntesis y degradación de ácidos grasos, como método alternativo o 
complementario a la glucólisis para la obtención de energía. Por ello, se realizaron 
experimentos con etomoxir (inhibidor de la enzima CPT-1 de la β-oxidación de los ácidos 
grasos) [70, 354, 355], siguiendo un diseño experimental semejante al empleado con los 
inhibidores glucolíticos. 
2.1. Proliferación, ciclo y muerte celular 
Tal y como se procedió en el caso de los inhibidores glucolíticos, en primer lugar se 
estudió la capacidad quimiosensibilizadora del etomoxir en combinación con ATO. Para ello 
se valoró la habilidad del etomoxir, solo y en combinación con ATO, para alterar el 
crecimiento y el ciclo celular en las células HL60.  
El etomoxir se ensayó en un rango de concentraciones de 50 a 200 µM [236] y el ATO a 
concentraciones de 0,5, 1 y 2 µM, durante 24 horas. La proliferación celular se analizó por 
medida de la actividad metabólica (MTT), así como por el análisis de la distribución de fases 
del ciclo celular y de la apoptosis. Los experimentos de dosis-respuesta con etomoxir 
mostraron que este agente produce una ligera inhibición de la proliferación celular, 
alcanzándose a la dosis de 200 µM un descenso del 38% (Figura 40A). Así mismo, el 
etomoxir a las dosis de 50 y 100 µM produjo una alteración del ciclo celular al provocar la 
acumulación de células en la fase S (incremento del 5 y 17%, respectivamente) (Figura 40B y 
C). Por otra parte, la letalidad del etomoxir comienza a partir de 100 µM (dosis a la que 
produce menos del 10% de apoptosis), alcanzando aproximadamente un 30% de apoptosis a 
dosis de de 200 µM (Figura 41A). La combinación de etomoxir con ATO favorece levemente 
la inhibición de la proliferación celular siendo un comportamiento prácticamente aditivo 
(Figura 40A), e incrementa de manera más que aditiva (sinérgica) la apoptosis, que alcanza un 
33% en el tratamiento combinado de etomoxir (100 µM) y ATO (2 µM) (Figura 41A, CI 
=0,39). Se realizó un experimento de cinética de la letalidad en el tiempo para determinar la 
muerte en la combinación de etomoxir con ATO en el cual se observó que la aparición 
sustancial (mayor del 10%) de la apoptosis ocurre a partir de las 16 horas (Figura 41B). 
Además, se confirmó que la muerte observada es bona fide dependiente de caspasas, dado que 
se produce rotura/activación de las caspasa-9 y-3 (Figura 41C), y que la pre-incubación con el 
inhibidor de caspasas z-VAD-fmk previene la generación de apoptosis por etomoxir 200 µM y 
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por etomoxir 100 µM /ATO (Figuras 40C y 41A). Sin embargo, la inhibición de las caspasas 
por z-VAD-fmk, pese a impedir la apoptosis, no previno las alteraciones ocurridas en la 
distribución de fases del ciclo celular (Figura 40C). El tratamiento combinado de etomoxir 
(100 µM) y ATO (2µM) mostró también disrupción de la integridad de la membrana 
plasmática en un pequeño porcentaje (aproximadamente en el 10%) de las células, medida por 
penetración de IP. Este efecto se revirtió en presencia de z-VAD-fmk, lo que indica que se 
trata de un evento secundario a la apoptosis (apoptosis tardía), más que necrosis genuina 
(resultados no mostrados). 
Figura 40. Efecto del etomoxir y del ATO sobre el crecimiento, ciclo celular y apoptosis en células HL60. 
Las células se trataron durante 24 horas a las concentraciones indicadas de etomoxir (Eto) y ATO, solos y en 
terapia combinada. Se muestra: (A) Medida de la proliferación celular mediante el test de MTT, y (B) porcentaje 
de células en las diferentes fases del ciclo celular determinadas a partir de los histogramas obtenidos por 
incorporación de IP. Los datos reflejan la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes. (**) p 
<0,01; (***) p<0,001, comparación realizada con respecto al control o entre los pares de valores señalados. (C) 
Histogramas de citometría de flujo mostrados son representativos de tres experimentos. 
La letalidad producida por el etomoxir y ATO se comparó con la producida por etomoxir en 
combinación con otros agentes antitumorales de uso común en cáncer como etopósido y 
CDDP para comprobar si el efecto potenciador de la toxicidad es específico al ATO. El 
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CDDP y el etopósido per se disminuyeron la proliferación celular (entre el 65 y 40% de 
disminución) asociada a parada de ciclo en las fases S (CDDP) y G2/M (etopósido), (Figura 
42A y C). Sin embargo, el efecto citotostático provocado por estos agentes antitumorales no 
se incrementó en presencia de etomoxir a 100 µM (Figura 42A), y solo aumentó ligeramente 
la apoptosis (C.I.= 1,15 y 1,4 para ETP y CDDP, respectivamente) (Figura 42B). La necrosis 
no sobrepasó en ningún caso el 10% (resultados no mostrados), lo que indica que la falta de 
eficacia apoptótica no se debe a un cambio en el modo de muerte, de apoptosis a necrosis. 
Figura 41. Inducción de apoptosis en la línea celular leucémica HL60 por el etomoxir y el ATO. (A) 
Porcentaje de células en apoptosis tras 24 horas de tratamiento con etomoxir (Eto) y ATO a las concentraciones 
indicadas. Cuando se indica, las células se pre-trataron con z-VAD-fmk (50 µM) durante una hora (B) Porcentaje 
de células apoptóticas tras el tratamiento con etomoxir (Eto; 100 µM) y/o ATO (2 µM) a los tiempos indicados. 
(C) Rotura/activación de las caspasas-9 y-3 a las 24 horas del tratamiento con etomoxir (100 µM) y ATO (2 µM).  
Como control de carga se utilizó β-actina. Los resultados se expresan como la media ± S.D. de al menos tres 
experimentos independientes. Diferencias significativas frente al control: (***) p<0,001, comparación con el 
control o entre los pares de valores señalados. (##) p<0,01; (###) p<0,001, comparación entre la combinación y 
la suma de la letalidad producida por los compuestos por separado. Inmunoblots representativos de tres 
experimentos. (D) Imágenes representativas (n=4) de la tinción del DNA con DAPI en células control y tratadas 
con etomoxir (100 µM) y ATO (2 µM), durante 24 horas. Las flechas señalan los cuerpos apoptóticos formados 
en la combinación letal.  
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Figura 42. Efecto de etomoxir en combinación con CDDP y etopósido sobre la viabilidad y apoptosis de las 
células HL60. (A) Medida de la proliferación celular mediante contaje celular  y (B) porcentaje de apoptosis en 
células tratadas 24 horas con las dosis indicadas de CDDP y etopósido (ETP, µM), solos y en combinación con 
etomoxir (Eto, 100 µM). (C) Histogramas representativos (n=3) de la distribución de fases del ciclo celular tras 
el tratamiento con etopósido (ETP, 0,5 µM) y CDDP (2 µM). Los datos mostrados representan la media ± S.D. 
de al menos tres experimentos independientes. Comparación realizada entre los pares seleccionados o frente al 
control. n.s. no significativo. 
Figura 43. Inducción de apoptosis por etomoxir y ATO en células NB4 y PBLs. (A) Porcentaje de células 
NB4 y (B) PBLs en apoptosis tras 24 horas de tratamiento con etomoxir (Eto, 100 µM)  y ATO (1 y 2 µM). Los 
resultados se expresan como la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes. (###) p<0,001, 
comparación realizada entre la letalidad de la combinación y la suma de la letalidad de los compuestos por 
separado. n.s. no significativo. 
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Así mismo, la combinación de etomoxir y ATO se ensayó en las células NB4 y en PBLs 
con el fin de corroborar la potenciación de la toxicidad en otros modelos celulares. Las células 
NB4 muestran similar sensibilidad al etomoxir que las HL60, pero mayor al ATO. La 
administración conjunta de etomoxir (100 μM) y ATO (2 µM) mostró un efecto cooperativo, 
más que aditivo, entre estos dos compuestos (C.I.=0.84) (Figura 43A). En cambio, no se 
observó cooperatividad en PBLs proliferantes tratados conjuntamente con ATO (2 µM) y 
etomoxir (50 ó 100 µM) (Figura 43B). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 44. Efecto del orlistat y del ATO sobre la proliferación, distribución de fases del ciclo celular y 
apoptosis en células HL60. Las células se trataron durante 24 horas con las concentraciones indicadas de 
orlistat y ATO (2 µM), solos y en combinación. Se determinaron: (A) los cambios en la proliferación celular 
mediante el test de MTT,  (B) distribución de células en las diferentes fases del ciclo celular, (C) histogramas 
representativos (n=6) de citometría de flujo de la distribución de fases del ciclo celular en cultivos control y 
tratados con Orlistat 10 µM, y (D) la frecuencia de células apoptóticas. Los datos reflejan la media ± S.D. de al 
menos seis experimentos independientes. Diferencias significativas frente al control (**) p<0,01; (***) p<0,001. 
Diferencias entre la combinación y la suma de la letalidad producida por los compuestos por separado: (##) 
p<0,01; (###) p<0,001. n.s. no significativo. 
Por último, los experimentos de etomoxir con ATO se compararon con experimentos en los 
cuales se combinó el ATO con orlistat, un inhibidor de la enzima FAS. Ello se fundamenta 
en que en ciertos modelos tumorales los niveles elevados de β-oxidación están favorecidos por 
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una síntesis de novo de ácidos grasos mediada por la FAS, en lugar de hacer uso de los ácidos 
grasos circulantes [51, 356]. El tratamiento de las células HL60 con orlistat inhibió la 
proliferación celular de manera dosis-dependiente (Figura 44A), correlacionada con una ligera, 
aunque significativa, parada del ciclo celular en la fase G1, e incremento de la apoptosis 
(Figura 44B y D). La combinación con ATO aumentó de forma aditiva la inhibición de la 
proliferación (Figura 44A), e incrementó la apoptosis de manera sinérgica (C.I. <0,90) a las 
dosis de 10 y 20 µM de orlistat (Figura 44B y D). 
A la vista de los resultados obtenidos, los inhibidores del metabolismo de ácidos grasos 
etomoxir y orlistat son buenos agentes quimiosensibilizadores administrados en combinación 
con ATO en las líneas celulares leucémicas testadas, pero no en PBLs. Este hecho planteó el 
estudio de los posibles mecanismos responsables de la quimiosensibilización, estudio que se 
realizó únicamente con etomoxir y ATO, en el modelo celular HL60. 
2.2. Efecto sobre el metabolismo energético 
Se ha descrito que el etomoxir inhibe la respiración mitocondrial [41, 232] y, ocasionalmente, 
produce bajada de los niveles de ATP, aunque esto sólo se ha observado a dosis mayores a las 
utilizadas en este trabajo (≥ 500 µM) [41, 357, 358]. Dada la importancia de la disminución de 
ATP para la viabilidad celular [325, 326], se determinaron posibles cambios en la CTE y la 
glucólisis (a partir del OCR y ECAR, respectivamente) así como en el contenido neto de ATP, 
y la cantidad relativa de nucleótidos de adenina (ATP, ADP y AMP), en células HL60.  
El tratamiento durante una hora con dosis crecientes de etomoxir (25-200 µM) produjo la 
inhibición dosis-dependiente de la respiración celular (OCR, Figura 45A), y un incremento 
significativo del consumo de lactato (ECAR) a la dosis de 50 µM (Figura 45B). Estas 
modificaciones se tradujeron en una bajada del cociente OCR/ECAR (Figura 45C), lo que 
sugiere que las células podrían estar activando la glucólisis como medida compensatoria a la 
inhibición de la respiración celular. 
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Figura 45. Efecto del etomoxir sobre el metabolismo energético en células HL60. Tasas basales de (A) 
consumo de oxígeno (OCR) y (B) acidificación del medio extracelular (ECAR) determinados simultáneamente 
después de una hora de tratamiento con etomoxir (Eto) a las dosis indicadas. (C) Cociente entre los valores 
basales de OCR y ECAR en las mismas condiciones. Los valores corresponden a la media ± S.D. de tres 
experimentos diferentes realizados por sextuplicado. Diferencias estadísticas significativas frente al control: (**) 
p<0,01; (***) p<0,001. 
Las determinaciones de ATP por bioluminiscencia mostraron que el etomoxir tras 4 horas de 
tratamiento, a dosis subletales (50-100 µM), carece de efecto sobre el contenido celular total 
de ATP (Figura 46A); sin embargo, sí se observó la disminución del 20% a la dosis de 200 
µM (Figura 46A). Por otro lado, la cuantificación de los niveles relativos de nucleótidos de 
adenina por HPLC mostraron una ligera bajada del contenido relativo de ATP (Figura 46B) y 
un aumento en los niveles relativos de ADP y AMP (Tabla II), lo que, en consecuencia, 
provoca un incremento del cociente AMP/ATP y un descenso de la carga energética celular y 
del cociente ATP/ADP (Figura 46C y Tabla II). 
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Figura 46. Efecto del etomoxir sobre el metabolismo energético de las células leucémicas humanas HL60. 
Las células se trataron con etomoxir (Eto; 50, 100 y 200 µM) durante 4 horas. (A) Contenido neto de ATP 
medido por bioluminiscencia a las 4 horas. Como control positivo se utiliza el 3-BrP (30 µM). (B) Medida del 
nivel relativo de ATP frente al total de nucleótidos de adenina, determinado por HPLC y (C) cociente AMP/ATP. 
Los resultados se expresan como la media ± S.D de cinco experimentos. Diferencias significativas frente al 
control: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) p<0,001. n.s. no significativo. 
Tabla II. Efecto de etomoxir sobre el contenido de nucleótidos de adenina. Valores de los cocientes 
AMP/ATP, ATP/ADP, carga energética, %AMP, %ADP y %ATP en las células HL60 tratadas con etomoxir 
(Eto) a las concentraciones y tiempos indicados. Como control positivo se emplea oligomicina (Oligo; 1 µM) y 
2-DG (30 mM). Los valores corresponden a la media ± S.E.M. de al menos cuatro experimentos diferentes.  
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2.3. Efecto sobre el estatus oxidativo celular 
En lo relativo al estrés oxidativo celular, y considerando la sensibilidad del ATO a las 
variaciones del contenido de ROS y GSH [331], se estudió el estrés oxidativo generado por 
etomoxir en las células HL60, teniendo en cuenta que se ha descrito que el etomoxir puede 
producir estrés oxidativo a altas concentraciones (≥ 500 µM), ya sea por incremento de la 
producción de ROS, o por disminución en el contenido de GSH en diferentes modelos 
tumorales [41, 236, 357-359]. Los tratamientos con etomoxir a las 3 y 6 horas mostraron un 
incremento dosis-dependiente del contenido en ROS, alcanzando un nivel de 2,5 veces el 
control a la dosis de 200 µM (Figuras 47A y B). Además, a las 6 horas de tratamiento el 
etomoxir provocó una disminución dosis-dependiente en los niveles de GSH alcanzando la 
reducción de aproximadamente un 25% a la dosis de 200 µM (Figura 47C).  
Figura 47. Efecto del etomoxir sobre el estado oxidativo de las células HL60. (A) Medida de los niveles 
intracelulares de ROS determinados por citometría de flujo utilizando la sonda H2DADCF en células control  y 
tratadas con etomoxir (Eto; 50, 100 y 200 µM) a los tiempos indicados. (B) Histograma solapado de la 
fluorescencia emitida por  dicha sonda en células control y tratadas 6 horas con etomoxir (Eto; 100 y 200 µM). 
(C) Contenido relativo de GSH intracelular en células control y tratadas con etomoxir (Eto; 50, 100 y -200 µM), 
durante 6 horas. Los valores representan la media ± S.D. de al menos tres determinaciones. Diferencias 
significativas frente al control: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) p<0,001. 
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Con el fin de corroborar la importancia funcional del estrés oxidativo en la acción 
apoptótica y sensibilizadora del etomoxir, se utilizaron los agentes antioxidantes PEG-catalasa, 
N-acetil cisteína, y GSH-OEt, en presencia de etomoxir 200 µM y de la combinación de ATO 
(2 µM) y etomoxir (100 µM). Desafortunadamente, en todos los casos los antioxidantes 
resultaron tóxicos en combinación con etomoxir, por lo que no se obtuvieron conclusiones 
válidas.  
2.4. Actividad de proteínas quinasas 
Existe escasa información de la acción de los inhibidores del metabolismo lipídico sobre la 
actividad de las quinasas PI3K/Akt, MEK/ERK y LKB-1/AMPK [236]. Habida cuenta de la 
importancia que tienen la activación de las vías de señalización de quinasas en respuesta al 
tratamiento con inhibidores glucolíticos, se estudió el efecto del etomoxir (100 y 200 µM), 
solo y en combinación con ATO (2 µM), sobre la actividad de las proteínas quinasas 
valoradas anteriormente con los inhibidores glucolíticos.  
En la figura 48A se muestran inmunoblots indicativos de la fosforilación/activación de las 
quinasas Akt, ERK, AMPK y LKB-1 tras 4 horas de tratamiento con etomoxir y/o ATO. A 
modo ilustrativo, y debido a que las modificaciones son menores a las observadas 
anteriormente con los inhibidores glucolíticos, se cuantificó la densidad de cada banda que se 
normalizó con actina, y a modo de control se incluyó un tratamiento con 2-DG (10 mM). Los 
efectos del etomoxir sobre la proteína Akt fueron mínimos pero provocó una sensible 
activación de ERK. Además, activó AMPK y su quinasa precursora LKB-1. A las 8 horas de 
tratamiento se obtuvieron resultados similares (no mostrado). 
Como la vía de MEK/ERK tiene una función defensiva, su activación no podría explicar la 
acción proapoptótica del etomoxir. En cambio, como se ha visto anteriormente en los 
experimentos previos con los inhibidores glucolíticos, la vía de AMPK puede tener efectos 
defensivos o proapoptóticos. Por esta razón, se estudió la posible función de la activación de 
AMPK utilizando el inhibidor de dicha quinasa CC (7,5 µM) en los tratamientos combinados 
de etomoxir con ATO (2 µM) o CDDP (2 y 4 µM). Se observó que el CC atenúa en ambos 
casos la apoptosis producida por los tratamientos (Figura 48B), indicando que, en estas 
condiciones experimentales, la activación de LKB-1/AMPK juega un papel proapoptótico, y 
podría explicar en parte la mayor letalidad observada en los tratamientos combinados de 
etomoxir con ATO.  
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Figura 48. Modulación de las vías de señalización PI3K/Akt, MEK/ERK y LKB-1/AMPK  por etomoxir. (A) 
Activación por fosforilación (-P) de Akt, AMPK, LKB-1 y ERK frente a las formas totales (-T) en células tratadas 
con etomoxir (100 µM) y ATO (2 µM), solos y en combinación, o con 2-DG (10 mM), durante 4 horas. Se utilizó 
β-actina como control de carga. Se indican los valores relativos a la intensidad de cada banda normalizados con β-
actina. Los inmunoblots mostrados son representativos de al menos tres experimentos con cualitativamente los 
mismos resultados. (B) Porcentaje de apoptosis en células tratadas con etomoxir (100 µM), en combinación con 
ATO (2 µM) y CDDP (2 y 4 µM), sin o tras el pretratamiento (1 hora) con CC (7,5 µM). Se muestra la media ± 
S.D. de cuatro experimentos. Diferencias significativas entre los valores señalados (*) p<0,05; (**) p< 0,01. n.s. 
no significativo. 
2.5. Efecto de la combinación de inhibidores del metabolismo lipídico con 
inhibidores glucolíticos 
La glucólisis y el metabolismo de los ácidos grasos representan vías complementarias para la 
obtención de energía que, en ciertas ocasiones, pueden compensarse mutuamente [360, 361]. 
De hecho, en nuestros experimentos el etomoxir inhibe la respiración mitocondrial produciendo 
un aumento del consumo de lactato (Figura 46). Por ello, se planteó la posibilidad de actuar 
simultáneamente sobre ambas vías para mejorar la eficacia apoptótica de los tratamientos 
combinados. 
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Figura 49. Efecto del etomoxir y de la 2-DG o de la lonidamina sobre el crecimiento, ciclo celular y 
apoptosis en células HL60. (A) Porcentaje de proliferación celular medido por el test de MTT en células control 
y tratadas con 2-DG (5 y 10 mM) y/o etomoxir (Eto; 100 µM) durante 24 horas. (B) Distribución de células en las 
diferentes fases del ciclo celular y (C) porcentaje de apoptosis en células tratadas con 2-DG (5, 10 y 20 mM) en 
ausencia y presencia de etomoxir (Eto 100 µM) durante 24 horas. (D) Porcentaje de células apoptóticas producidas 
por la administración de lonidamina (Lon) a las dosis indicadas y/o etomoxir (Eto, 100 µM) durante 24 horas y (E) 
inducción de apoptosis en células tratadas 24 horas con etomoxir (Eto 100 µM) ó 2-DG (5 mM) en presencia de 
metformina (Metf; 4 mM). Los valores representan la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes. 
Diferencias significativas frente al control o entre los pares de valores indicados: (*) p<0,05; (**) p<0,01; (***) 
p<0,001. Diferencias entre la combinación y la suma de la letalidad producida por los compuestos por separado: 
(##)  p<0,01; (###) p<0,001.  
Como se ha observado anteriormente, la 2-DG (5 y 10 mM) inhibe el crecimiento celular en 
torno al 40 y 60%, respectivamente (Figura 49A), y produce alteración del ciclo celular con 
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una parada predominante en la fase G2/M (Figura 49B), pero es escasamente letal a dichas 
concentraciones en las células HL60 (Figuras 1 y 3). Cuando este inhibidor glucolítico se 
utilizó en combinación con el inhibidor de la β-oxidación etomoxir a 100 µM, se potenció el 
efecto antiproliferativo y aumentó considerablemente la eficacia apoptótica, en la mayoría de 
los casos, de una forma más que aditiva (C.I.= 0,44 para 2-DG 10 mM; Figura 49B y C) en 
relación con la acción que ejercen ambos compuestos individualmente. También se testó la 
combinación de etomoxir con la lonidamina (50-150 µM), obteniéndose un efecto similar 
(C.I.= 0,55, Figura 49D). Por el contrario, el cotratamiento del etomoxir (100 µM) con 
metformina, que inhibe la respiración y potencia la glucólisis (OCR de 37% y ECAR de 200%, 
en relación al control tras 2 horas de tratamiento), tuvo efectos aditivos, mientras que la 
metformina cooperó fuertemente con la 2-DG (Figura 49E). Estos resultados confirman que, 
en efecto, la eficacia apoptótica se incrementa por la intervención conjunta sobre ambas vías: 
glucolítica y metabolismo lipídico. 
Por comparación, se analizó la muerte producida por el etomoxir y 2-DG en el modelo celular 
NB4 y en PBLs (Figura 50). Tal y como se observó con anterioridad, las células NB4 son más 
sensibles que las HL60 a la 2-DG, y no se produjo cooperación con etomoxir (Figura 50A). 
En el caso de los PBLs, estos también son levemente más sensibles a la 2-DG y se produjo 
una leve cooperación con etomoxir para provocar apoptosis, aunque con menor eficacia a la 
observada en las células HL60 (Figura 50B).  
A continuación, se cuestionó la importancia que podría tener la inhibición simultánea de las 
vías metabólicas de la β-oxidación lipídica y la glucólisis a efectos de cooperación con ATO. 
Para ello, se analizó la letalidad que presentaba la triple combinación ATO/etomoxir/2-DG (o 
lonidamina) en comparación a la observada en las dobles combinaciones, ATO/etomoxir y 
ATO/2-DG (o lonidamina). Para reducir la toxicidad basal de las combinaciones dobles se 
redujo la concentración de los inhibidores metabólicos a la mitad (lonidamina 50 µM, 2-DG 5 
mM y etomoxir 50 µM) manteniendo la concentración de ATO (2 µM). La tasa de apoptosis 
en la triple combinación (ATO/etomoxir/2-DG) fue sensiblemente mayor a la obtenida en las 
combinaciones dobles (ATO/etomoxir o ATO/2-DG, C.I.=0,32; Figura 51A). Utilizando la 
lonidamina en lugar de la 2-DG, la respuesta fue cualitativamente similar (C.I.= 0,65; Figura 
51B). Así mismo, el efecto potenciador de la doble combinación con ATO se observó también 
utilizando orlistat, en lugar de etomoxir. La combinación de orlistat con 2-DG incrementó 
sinérgicamente la letalidad con respecto a la suma de ellas por separado (C.I.= 0,71; Figura 
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52A), y la combinación triple con ATO mostró un incremento en la toxicidad mucho mayor a 
la producida por las dobles combinaciones (C.I.=0,19; Figura 52B). 
 
Figura 50. Inducción de apoptosis por etomoxir y 2-DG en células NB4 y PBLs. Porcentaje de apoptosis en 
(A) células NB4 y (B) en PBLs, tratados con etomoxir  (Eto 50 y 100 µM) y 2-DG (1 y 2 µM) durante 24 horas. 
Los resultados se expresan como la media ± S.D. de al menos cuatro experimentos independientes. Diferencias 
significativas frente al control: (***) p<0.001. Diferencias medidas entre la combinación y la suma de la letalidad 
producida por los compuestos por separado: (#)  p<0,05. n.s. no significativo. 
Con el fin de conocer los mecanismos responsables de la mayor eficacia en los tratamientos 
combinados, se reexaminaron parámetros metabólicos (respiración mitocondrial, glucólisis y 
niveles de ATP), la generación de estrés oxidativo (ROS, GSH) y la activación de proteínas 
quinasas en la combinación de 2-DG y etomoxir, tanto en presencia como en ausencia de 
ATO.  
En términos energéticos, la administración conjunta de 2-DG (5 mM) y etomoxir (25 μM) 
no incrementó la inhibición de la respiración celular producida per se en monoterapia, pero sí 
revirtió la activación de la glucólisis producida por este, medida a partir del ECAR (Figura 
53A). La valoración por HPLC el contenido de nucleótidos de adenina mostró que la 
combinación de ambos agentes, 2-DG y etomoxir, produce una bajada de en torno al 11% a 
las 6 horas en el contenido relativo en ATP frente al total de nucleótidos de adenina (Figura 
53B), disminución de la carga energética y aumento del cociente AMP/ATP (Figura 53C y 
Tabla III). Por otro lado, la valoración mediante métodos de bioluminiscencia mostró 
considerables bajadas en los niveles absolutos de ATP (de aproximadamente 40-50%) con 2-
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DG sola, que apenas se modificó en el cotratamiento con etomoxir (Figura 53D). Estos 
resultados no se vieron alterados cuando las células se trataron con la triple combinación de 
etomoxir/2-DG/ATO. Por ello, la bajada en los niveles de ATP en un principio no explicaría 
el incremento de la apoptosis en los tratamientos combinados.  
Figura 51. Efecto sobre la inducción de apoptosis de la triple combinación etomoxir y ATO con 2-DG o 
lonidamina en células HL60. Porcentaje de apoptosis en los tratamientos combinados de ATO (2 µM) y 
etomoxir (Eto; 50 µM) en ausencia y presencia de 2-DG (5 mM) o lonidamina (Lon; 50 µM), tras 24 h de 
tratamiento. Los datos reflejan la media ± S.D. de al menos tres experimentos independientes. Diferencias 
significativas frente los pares de valores indicados: (**) p<0,01; (***) p<0,001. 
 
Figura 52. Efecto de la combinación orlistat y 2-DG en ausencia y presencia de ATO sobre la inducción de 
apoptosis en células HL60. (A) Porcentaje de apoptosis en el tratamiento combinado de orlistat (10 µM) y 2-DG (10 
mM) durante 24 horas y (B) porcentaje de apoptosis inducida tras la administración, a las 24 horas, de ATO (2 µM), 
orlistat (10 µM) y 2-DG (5 mM), solos y en combinación. Los resultados se expresan como la media ± S.D. de al 
menos tres experimentos independientes. Diferencias significativas frente al control: (***) p<0,001. Diferencias entre 
la combinación y la suma de la letalidad producida por los compuestos por separado: (###) p<0,001.  
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Figura 53. Efecto del etomoxir y la 2-DG sobre el metabolismo energético de células HL60. (A) Tasa de 
consumo de oxígeno (OCR) y consumo de lactato (ECAR) en células control y tratadas con etomoxir (Eto; 25 
µM), tanto solo como en combinación con 2-DG (5 mM). (B) Medida de porcentaje del ATP por HPLC y (C) del 
cociente AMP/ATP en células control y tratadas con etomoxir (50 y 100 µM), 2-DG (5 mM) y ATO (2 µM), 
solos y en combinación. (D) Medida por bioluminiscencia de los niveles de ATP en células control y tratadas con 
2-DG (5 mM) y ATO (2 µM), administrados solos o conjuntamente y en presencia y ausencia de etomoxir (50 
µM). Los valores representan la media ± S.D. de al menos cuatro determinaciones. Diferencias significativas 
frente al control: (**) p<0,01; (***) p<0,001. n.s. no significativo. 
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Tabla III. Efecto de la combinación etomoxir y 2-DG con ATO sobre el contenido de nucleótidos de adenina. 
Valores de los ratios AMP/ATP, ATP/ADP, carga energética, %AMP, %ADP y %ATP tras el tratamiento con 
etomoxir (Eto, 50 y 100 µM) solo o en combinación con 2-DG (5 mM) y ATO (2 µM), a los tiempos indicados. Los 
valores corresponden a la media ± S.E.M. de al menos cuatro experimentos diferentes.  
 
En lo concerniente al estrés oxidativo, la 2-DG no sólo no potenció sino que incluso 
disminuyó la producción de ROS, tanto basal como estimulada por etomoxir (Figura 54A). 
Además, el etomoxir (50 y 100 μM) y la 2-DG (5 mM), solos y en combinación, 
disminuyeron muy levemente, aunque con valores estadísticamente no significativos, el 
contenido intracelular de GSH (Figura 54B). Estos resultados no se alteraron cuando las 
células se trataron con la triple combinación etomoxir/2-DG/ATO. Por ello, el estrés oxidativo 
tampoco explicó la mayor letalidad observada en los tratamientos combinados. 
Por último y como se observó anteriormente, la 2-DG incrementa tempranamente (4 horas) la 
fosforilación/activación de las vías de señalización PI3K/Akt y MEK/ERK, inhibiendo la 
activación de LKB-1/AMPK. En combinación con el etomoxir se observó una respuesta 
similar en el caso de ERK, un incremento algo mayor en el caso de Akt y una reversión de la 
inhibición de AMPK. Estas modulaciones tampoco podrían explicar la mayor letalidad 
observada en los tratamientos combinados duales (etomoxir con 2-DG). Sin embargo, la triple 
combinación con ATO revirtió levemente la activación de Akt inducida por 2-DG, y con más 
potencia la activación de ERK producida por etomoxir más 2-DG (Figura 55A). Ello podría 
explicar, al menos en parte, la mayor eficacia de la triple combinación. Para corroborar esta 
conclusión se hizo uso de los inhibidores de estas proteínas quinasas LY294002 y AktiV de la 
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vía PI3K/Akt, y U0126 y PD98059 como inhibidores de la vía MEK/ERK. El pretratamiento 
con estos agentes mimetizó el efecto del ATO, incrementando considerablemente la letalidad 
de la combinación de etomoxir y 2-DG (Figura 55B), lo que corrobora la hipótesis anunciada. 
 
Figura 54. Efecto del etomoxir y la 2-DG sobre el estrés oxidativo en la línea celular leucémica HL60. (A) 
Medida de los niveles intracelulares de ROS con la sonda H2DADCF y (B) niveles relativos de GSH intracelular 
en células tratadas con etomoxir (50 y 100 µM) y 2-DG (5 mM), solos y en combinación, y en ausencia y 
presencia de ATO (2 µM), durante 6 horas. Los resultados se representan en relación a las células no tratadas que 
reciben el valor arbitrario de 1 para (A) y 100 para (B). Los resultados se expresan como la media ± S.D. de al 
menos tres determinaciones. Diferencias significativas frente al control o entre los pares de valores indicados: (*) 
p<0.05; (**) p<0.01; (***) p<0.001. n.s. no significativo. 
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Figura 55. Efecto de la combinación de etomoxir, 2-DG y ATO sobre la activación de PI3K/Akt, 
MEK/ERK y LKB-1/AMPK en células HL60. (A) Activación de AMPK, Akt y ERK por fosforilación (-P) 
frente a las formas totales tras 4 horas de tratamiento con etomoxir (10 µM), en ausencia y presencia de 2-DG (5 
mM) y en ausencia y presencia de ATO (2 µM). Los valores indicados se refieren a la intensidad de la banda, 
normalizada con β-actina, en relación al control. Los inmunoblots son representativos de tres experimentos con 
resultados similares. (B) Porcentaje de apoptosis en células control y tratadas con etomoxir (Eto; 50 µM) y 2-DG 
(5 mM), en ausencia y presencia de los inhibidores LY294002 (30 µM), AktiV (10 µM), U0126 (2,5 µM) y 
PD98059 (30 µM), administrados una hora antes de los otros tratamientos. Los valores representan la media ± 
S.D. de al menos tres experimentos independientes. Diferencias significativas entre los pares de valores 
indicados: (***) p<0.001. 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
DISCUSIÓN 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Inducción de apoptosis por el agente antileucémico Trióxido de Arsénico (Trisenox®) y otros agentes 
mitocondriotóxicos. Potenciación por inhibidores metabólicos. 
DISCUSIÓN 
 
179 
 
DISCUSIÓN 
Las células normales se transforman a un fenotipo tumoral tras adquirir una serie de 
características funcionales que les confieren la propiedad de proliferar de manera 
descontrolada, evadiendo las señales de ejecución de muerte. Entre estas cualidades se 
encuentran las mutaciones genéticas que desencadenan la sobreactivación de vías de 
señalización encargadas de la proliferación, sobreexpresión de proteínas antiapoptóticas e 
inhibición de proteínas proapoptóticas, alteraciones en la respuesta inmunológica y 
alteraciones metabólicas, entre otros [2]. Una de los cambios de las células tumorales son los 
que sufren a nivel metabólico para responder a las exigencias nutricionales necesarias para el 
mantenimiento del alto nivel proliferativo característico de estas células. Dicha propiedad ha 
sido explotada experimentalmente en este trabajo para el diseño de tratamientos combinados 
de inhibidores metabólicos con ATO, con objeto de aumentar la letalidad sin incrementar los 
efectos adversos que produce el ATO a las dosis clínicamente tolerables, en modelos celulares 
leucémicos [267].  
En estos tratamientos se combinó el ATO con los inhibidores glucolíticos lonidamina, 2-DG y 
3-BrP, y con los inhibidores del metabolismo lipídico etomoxir, como inhibidor de la enzima 
CPT-1 de la β-oxidación de ácidos grasos, y el orlistat, como inhibidor de la enzima FAS de 
la síntesis de ácidos grasos. Todos estos inhibidores metabólicos han mostrado previamente 
efectividad frente a diferentes modelos tumorales in vitro e in vivo, sobre todo en 
combinación con algunos agentes antitumorales de uso convencional. 
Como modelo experimental en el presente trabajo se han utilizado las células HL60, 
pertenecientes al grupo de las AML, cuya sensibilidad al ATO es reducida en 
monotratamiento a las dosis clínicamente alcanzables, y por ello representan un buen modelo 
de estudio de estrategias de potenciación de la letalidad de los inhibidores metabólicos y ATO 
[254, 255]. Además, aunque se ha descrito que las células tumorales presentan altos niveles de 
glucólisis, su grado de dependencia varía en función del modelo tumoral y, en concreto, la 
línea HL60 presenta una sensibilidad intermedia a la glucólisis, menor que la de la línea 
promielocítica NB4 y mayor a la línea THP-1 [235]. 
Proliferación, ciclo y muerte celular de los inhibidores metabólicos y ATO 
A tenor de los resultados obtenidos en el presente trabajo, los inhibidores glucolíticos 
lonidamina y 2-DG fueron escasamente letales a concentraciones moderadas (menores de 100 
µM y 10 mM, respectivamente), pero produjeron un efecto citorreductor. La inhibición de la 
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tasa de proliferación puede considerarse una respuesta inicial de las células tumorales a los 
inhibidores glucolíticos, y se piensa que consiste en un mecanismo de conservación de la 
energía y protección celular frente a la bajada de los niveles de ATP [362]. Así mismo, el 
ATO hasta 2 µM mostró acción citorreductora pero apenas letalidad. 
Sin embargo, aunque la lonidamina, la 2-DG y el ATO, utilizados a las concentraciones 
consideradas como clínicamente tolerables, fueron escasamente letales en monotratamiento, 
mostraron capacidad de cooperar para inducir apoptosis en las células HL60. Por el contrario, 
la respuesta del inhibidor glucolítico 3-BrP fue diferente ya que por sí solo produjo muerte 
celular por apoptosis y/o necrosis en función de la dosis: a 10 µM no produjo muerte celular, 
a la de 30 µM indujo un 50% aproximadamente de muerte por necrosis y apoptosis y sólo 
necrosis a la dosis de 60 µM. 
En los ensayos realizados con los inhibidores del metabolismo lipídico, etomoxir y orlistat se 
obtuvieron resultados similares a la lonidamina y 2-DG, ya que por sí solos tampoco 
produjeron toxicidad apreciable a concentraciones bajas (hasta 100 µM para etomoxir y 10 
µM para orlistat), pero cooperaron con alta efectividad en combinación con ATO, en las 
células HL60. 
La cooperatividad observada de todos los inhibidores metabólicos con ATO se confirmó en 
otros modelos celulares leucémicos con cualitativamente los mismos resultados, mientras que 
fueron ineficaces en PBLs. Así mismo, la capacidad sensibilizadora de estos inhibidores se 
testó con otros agentes quimioterápicos con variable eficacia, ya que los tres inhibidores 
glucolíticos cooperaron para producir apoptosis con curcumina y sólo la 2-DG cooperó con 
CDDP. El etomoxir también cooperó con otros agentes que actúan sobre el DNA como CDDP 
y etopósido, lo que es consistente con observaciones previas en otros modelos celulares [236], 
pero la eficacia de la cooperación es mucho menor que en el caso del ATO.  
Algunos de los resultados obtenidos coinciden con estudios previos en otros modelos 
celulares en los cuales se muestra que la 2-DG potencia la toxicidad del TNFα y otras 
citoquinas relacionadas [316], de agentes antitumorales que dañan el DNA como el CDDP y 
la radiación ionizante [363-368], de fármacos que afectan al ensamblaje de microtúbulos 
como el placlitaxel [369] y de agentes polifenólicos como la curcumina [280, 370]. Así 
mismo, se ha demostrado en diversos modelos tumorales la eficacia del 3-BrP administrado 
en monoterapia [225, 371, 372]. 
En el caso de los inhibidores del metabolismo lipídico, la eficacia antitumoral de etomoxir y 
orlistat también se ha probado previamente, no sólo en monoterapia [41, 233, 373, 374] sino 
también en terapia combinatoria con agentes antitumorales como el CDDP y el placlitaxel 
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[234, 236, 243] o con antagonistas de Bcl-2 como el ABT-737 sugiriendo que el etomoxir 
puede ser particularmente eficaz cuando se combina con activadores directos de la vía 
apoptótica mitocondrial [232]. Esta característica sería congruente con nuestros resultados, 
pues el ATO es un agente mitocondriotóxico, que actúa directamente sobre el mPTP [375].  
Sin embargo, los resultados de dichos estudios previos no son siempre coincidentes entre sí, 
los mecanismos explicativos son a menudo parciales, y en particular no existe demostración 
de su valor quimiosensibilizador en combinación con ATO. El único estudio previo realizado 
en otros modelos celulares, concretamente en células de carcinoma de colon donde se utilizó 
ATO en combinación con etomoxir y 2-DG [236], no mostró el efecto quimiosensibilizador 
observado en nuestro modelo. 
En lo referente al ciclo celular, la lonidamina y el 3-BrP no produjeron cambios aparentes en 
la distribución de las fases, mientras que la 2-DG indujo parada en la fase G2/M y el etomoxir 
y el orlistat en las fases S y G1, respectivamente. La parada del ciclo celular que provocan la 
2-DG y el etomoxir contrasta con la acumulación de células en G1 tras el tratamiento con 2-
DG y etomoxir observada anteriormente en células de melanoma y de mieloma, 
respectivamente [376, 377]. Las diferencias existentes entre los resultados con los diferentes 
inhibidores metabólicos sugieren que los mecanismos moleculares de toxicidad de estos son 
diferentes. 
Antes de discutir los mecanismos responsables de la muerte celular, se hicieron dos 
observaciones: la primera fue que en ausencia de glucosa la letalidad de los agentes 
antitumorales empleados, a excepción del TNFα, no se incrementó. Esto sugiere que el 
determinante de la toxicidad no es primariamente la depresión energética lo que contrasta con 
estudios anteriores en los que se atribuyen la capacidad citorreductora de la 2-DG a la 
supresión energética en situaciones de normoxia [378]. Sin embargo, la acción de la 2-DG 
puede ocurrir por mecanismos independientes de la inhibición de la glucólisis, ya que se han 
descrito otras acciones para este agente como son la inducción de apoptosis antagonizando la 
proteína antiapoptótica Bcl-2, o la intervención en la N-glicosilación proteica por su 
capacidad para mimetizar a la manosa, induciendo estrés de retículo endoplasmático y 
autofagia [215, 339, 365, 379].  
Como segunda observación, se planteó la posibilidad de que el incremento de la toxicidad en 
todos los tratamientos combinados se debiera a un aumento de la concentración intracelular de 
ATO, sea por aumento de la tasa de captación o por disminución de la de eliminación. Por 
ello se analizaron los niveles de ATO intracelular por HPLC, no observándose cambios por la 
acción de la 2-DG (resultados no mostrados), por lo que dicha hipótesis se desechó. 
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Alteraciones mitocondriales 
Los primeros estudios, realizados para conocer los mecanismos de cooperación en los 
tratamientos combinados de los inhibidores metabólicos con ATO, se centraron en el estudio 
de las alteraciones mitocondriales, dado que la mitocondria es la diana directa de los 
inhibidores metabólicos aquí utilizados y del ATO, pudiendo causar una disfunción 
mitocondrial exacerbada y posterior muerte celular. A este respecto, la lonidamina, la 2-DG y 
el 3-BrP produjeron un aumento temprano de la mIMP, medida por la apertura del mPTP, que 
precede a la actuación de marcadores apoptóticos, además de una leve disminución, también 
temprana, del ΔΨm en la población celular principal, que no se previno en presencia del 
inhibidor de caspasas z-VAD-fmk. Esto confirma que dichos cambios en ΔΨm no son mera 
consecuencia  de la ejecución de la apoptosis.  
La acción proapoptótica de los tres inhibidores glucolíticos (lonidamina, 2-DG y 3-BrP) se ha 
relacionado con la acción mitocondriotóxica que presentan estos agentes, pues una de sus 
acciones principales consiste en la inhibición y posible desacoplamiento de la enzima 
glucolítica HKII [219]. Esta enzima está unida a la membrana mitocondrial externa a través 
de la interacción con la proteína VDAC, por lo que el desacoplamiento de HKII puede 
favorecer la interacción de VDAC con las proteínas mitocondriales ANT y ciclofilina D y la 
formación del mPTP, o facilitar la interacción con las proteínas proapoptóticas Bax/Bak y Bid 
formando un poro de grandes dimensiones que derive en un aumento de la mOMP y la 
liberación al citosol de factores apoptogénicos [319, 320, 380]. No obstante, es de destacar 
que en los experimentos que realizamos con lonidamina, tanto sola como en combinación con 
ATO, no se detectó la liberación de la HKII al citosol (resultados no mostrados), al contrario 
que lo obtenido en otros estudios [219]. En cualquier caso, aunque la mIMP pueda representar 
una precondición para que se produzca la apoptosis, no explica por sí sola la potenciación de 
ésta en los tratamientos combinados de los inhibidores glucolíticos con ATO, dado que el 
mIMP producida por la lonidamina y la 2-DG no aumentó en combinación con ATO. 
Atendiendo a la disipación del ΔΨm, hay que considerar que apareció además una población 
con muy bajo ΔΨm en el tratamiento a largo plazo con 2-DG y 3-BrP y en la combinación de 
lonidamina y ATO, que revirtió en presencia del inhibidor de caspasas z-VAD-fmk, o en 
presencia del agente antioxidante PEG-catalasa, esto último demostrado en la combinación de 
lonidamina y ATO. Ello sugiere que la aparición de la población satélite es una consecuencia, 
más que una causa, de la apoptosis.  
Por su parte, el etomoxir inhibe irreversiblemente la enzima transportadora de ácidos grasos a 
la mitocondria CPT-1, situación que podría provocar daño mitocondrial [358]. Así mismo se 
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conoce que la inhibición de CPT-1 por etomoxir induce la expresión de la proteína 
desacoplante mitocondrial UCP3, que favorece la disipación del ΔΨm [357]. En nuestros 
resultados el etomoxir produjo, de forma temprana, una leve disipación del ΔΨm, que no se 
potenció en presencia de ATO (datos no mostrados). Este resultado podría guardar relación 
con la nula disipación de ΔΨm observada por otros autores a tiempos y concentraciones 
superiores [357] pero, de nuevo, no explicaría el incremento de la letalidad detectada en el 
tratamiento combinado de etomoxir y ATO. 
Por el contrario, la potenciación de la apoptosis producida por los tratamientos de lonidamina, 
2-DG y etomoxir con ATO se correlacionó de forma más estrecha con las alteraciones 
observadas a nivel de la mOMP. Así, en los tratamientos combinados de 2-DG o lonidamina 
con ATO se incrementó la liberación del citocromo c y Omi/HtrA2 al citosol desde la 
mitocondria, que se correlaciona con la disminución en los niveles totales de Bcl-xl y Mcl-1 y 
con la translocación de Bax a la mitocondria. La liberación del citocromo c y Omi/HtrA2 
permite el ensamblaje del apoptosoma y la degradación de IAPs como es el caso de XIAP, lo 
que desemboca finalmente en la rotura y activación de las caspasas-9 y-3. La combinación de 
lonidamina y ATO también favoreció la activación del eje caspasa-8/Bid que, puesto a que 
está prevenida por la sobreexpresión de Bcl-2, parece ser un fenómeno derivado de la 
activación de la vía apoptótica mitocondrial. Sin embargo, no se debe descartar la posibilidad 
de que los tratamientos combinados puedan afectar directamente la vía extrínseca de la 
apoptosis, pues se sabe que el ATO puede estimular la apoptosis mediada por receptores de 
muerte, tal y como se ha visto en otros modelos celulares [381]. 
Metabolismo energético 
Dado que los inhibidores metabólicos se consideran agentes depresores energéticos, se 
planteó la posibilidad de que la potenciación detectada en los tratamientos combinados, 
pudiera ser causa de una bajada en los niveles de ATP, a consecuencia de la inhibición de la 
glucólisis y de la β-oxidación de los ácidos grasos. 
Glucólisis  y respiración mitocondrial  
Los ensayos realizados mostraron que la 2-DG y el 3-BrP inhibieron de manera dosis-
dependiente la vía glucolítica, manifestada por un incremento en la producción de lactato y la 
acidificación del medio extracelular [382]. El 3-BrP, además, disminuyó la respiración 
mitocondrial conforme se incrementaba la dosis, manifestada por un menor consumo de 
oxígeno, parámetro que no se vio afectado por acción de la 2-DG. El etomoxir produjo de 
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manera dosis-dependiente una fuerte inhibición de la respiración mitocondrial y, a dosis bajas, 
un ligero aumento de la glucólisis. 
La disminución de la respiración mitocondrial que provocó el 3-BrP a dosis intermedias (20-
30 µM) se puede asociar con la inhibición de la enzima SDH [22, 331, 383], pero el hecho de 
que la reducción de la respiración a dicha dosis no fuera tan acusada como el descenso de la 
glucólisis puede deberse a que la supresión de la glucólisis se compensa, en parte, con la 
utilización de otros sustratos (como sería el caso de la glutamina o los ácidos grasos) como 
respuesta a la inhibición glucolítica [232]. A la máxima concentración de 3-BrP (60 µM), la 
total inhibición de la respiración y glucólisis se correlaciona con la supresión casi total de los 
niveles de ATP. 
Por otro lado, no valoramos directamente el efecto del etomoxir y del orlistat sobre la β-
oxidación de los ácidos grasos en las células NB4 y HL60. Sin embargo, existe información 
previa que confirma la inhibición de dicha vía en células de mieloma a las mismas 
concentraciones [376]. Con respecto a la respiración mitocondrial y glucólisis, el etomoxir 
causó una fuerte inhibición de la respiración, lo que en principio podría sugerir que en nuestro 
modelo celular la respiración mitocondrial depende fundamentalmente de la β-oxidación de 
los ácidos grasos. Sin embargo, es llamativo que la falta de sustrato para el ciclo de los TCA 
por la inhibición de CPT-1 no pueda ser remplazada por cualquiera de los dos sustratos 
presentes en nuestras condiciones de cultivo, a saber glucosa y glutamina, como se sugirió 
con el 3-BrP. Por ello, la fuerte inhibición de la respiración podría indicar que el etomoxir 
también puede estar inhibiendo directamente la CTE, tal y como han planteado otros autores 
empleando células de glioblastoma tratadas con altas concentraciones de etomoxir [41]. Así 
mismo, hemos observado que la inhibición de la CTE por etomoxir aumenta la glucólisis para 
la producción de lactato, en lugar de la glucólisis oxidativa para la formación de acetil-CoA, 
hecho que podría explicarse por el desacoplamiento mitocondrial que pueden sufrir las células 
tumorales para la obtención de energía (hecho descrito por otros autores) y la baja alteración 
en los niveles de ATP [65]. De hecho, estos resultados coinciden con estudios previos en otras 
líneas celulares leucémicas (OCI-AML3 y MOLM13) en las cuales el tratamiento con 
etomoxir incrementa la glucólisis no oxidativa [232], aunque contrastan con otros estudios 
llevados a cabo en células de mieloma en los cuales no se observaron cambios en el 
metabolismo de la glucosa [376].  
El leve mantenimiento de la respiración mitocondrial por el 3-BrP y el aumento de la 
glucólisis que induce el etomoxir representan un cambio en el fenotipo metabólico de las 
células HL60, que puede suponer una adaptación en la cual se compensa la inhibición de una 
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de las vías con la estimulación de otra, posiblemente a través del ciclo de Randle [47], tal y 
como se ha descrito en otros modelos celulares tumorales y no tumorales [360, 361, 384]. 
Niveles totales de ATP 
Además del análisis de los parámetros energéticos de glucólisis y respiración mitocondrial, se 
estudió la trascendencia energética de la inhibición de sendas vías metabólicas a partir de la 
valoración del contenido total de ATP mediante el método más comúnmente utilizado, basado 
en la oxidación de luciferina catalizada por la luciferasa [379, 385]. En estas determinaciones, 
se observó que la lonidamina no afecta a los niveles netos de ATP, el etomoxir los reduce 
levemente y la 2-DG y el 3-BrP producen una fuerte caída.  
Los resultados con lonidamina y etomoxir parecen contrastar con estudios anteriores en los 
que se observó disminución del contenido de ATP en otros modelos celulares tumorales y no 
tumorales [41, 197, 198, 200], a concentraciones superiores a las aquí utilizadas. Una posible 
explicación de la poca efectividad de la lonidamina consistiría en que la concentración 
utilizada (100 µM), aunque óptima en los ensayos combinatorios por su baja toxicidad y buen 
efecto potenciador, es insuficiente como para producir un efecto energético supresor [280]. En 
lo referente al etomoxir, otros autores tampoco observaron grandes modificaciones en los 
niveles de ATP en células leucémicas y de carcinoma de colon tratadas con etomoxir en un 
rango de concentraciones similar al utilizado en el presente trabajo (50-200 µM) [232, 236]. 
En nuestros experimentos con etomoxir, aunque la respiración mitocondrial se inhibe, el 
mantenimiento o incluso el incremento compensatorio de la glucólisis podría ser suficiente 
para mantener los niveles de ATP, como se ha sugerido en otras investigaciones realizadas en 
modelos celulares leucémicos [232]. 
La disminución de los niveles de ATP provocada por la 2-DG y el 3-BrP coincide con los 
resultados obtenidos anteriormente en otras células [229, 236, 385-387], hecho que se suele 
contemplar como causa de la inducción de muerte celular. Sin embargo, en nuestro caso el 
descenso medio (en torno al 50%) de los niveles netos de ATP producido por la 2-DG y por 
dosis intermedias de 3-BrP (20 y 30 µM) no explicarían la inducción de muerte, aunque sí el 
efecto antiproliferativo, ya que las células cultivadas en medio sin glucosa sufren una bajada 
similar en los niveles de ATP y una disminución de la proliferación, sin resultar letal. Además, 
la reducción parcial en los niveles de ATP que provoca el 3-BrP también se ha asociado a 
otros fenómenos diferentes a la inducción de muerte celular, como es el caso de la autofagia 
[386]. En cambio, la fuerte depresión de los niveles de ATP a la dosis de 3-BrP de 60 µM 
podría explicar la imposibilidad de ejecutar la apoptosis y la aparición de necrosis a dicha 
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concentración, dado que la apoptosis es un proceso dependiente de energía que requiere unos 
niveles mínimos de ATP [327]. 
Niveles relativos de ATP, ADP y AMP 
Aunque la determinación de los niveles totales de ATP pueden explicar algunos de los 
fenómenos observados con los inhibidores metabólicos, no son reflejo del estado energético 
celular real, que depende principalmente de las variaciones en el contenido relativo de AMP. 
Por ello, ese evaluó el contenido de nucleótidos mediante HPLC, que proporciona resultados 
diferentes a los obtenidos por bioluminiscencia, debido en parte a las diferencias intrínsecas a 
la propia técnica y también porque por HPLC no se miden valores absolutos de ATP, sino 
relativos al contenido total de nucleótidos de adenina. Siguiendo esta técnica, el etomoxir no 
produjo cambios apreciables en el porcentaje relativo de ATP, mientras que con la 2-DG y el 
3-BrP dicho porcentaje se reduce levemente, lo que se corresponde con un aumento notable 
de los porcentajes de ADP y, sobre todo, de AMP, y de la relación AMP/ATP. Este cociente 
tiene gran importancia ya que funciona como un indicador energético celular, activando vías 
de señalización sensoras como es el caso de LKB-1/AMPK [388], o la enzima de la vía 
glucolítica PFK. Sin embargo, la trascendencia de las modificaciones observadas en el 
contenido de nucleótidos sobre la muerte producida estaría por determinar. 
Estrés oxidativo 
El ATO es un agente sensible al estrés oxidativo, y por esa razón fue importante el estudio de 
los efectos de los inhibidores metabólicos en el estatus oxidativo celular. Así, la lonidamina, 
el 3-BrP y el etomoxir generaron estrés oxidativo moderado, manifestado por 
sobreacumulación de ROS y en el caso del 3-BrP disminución, además, de los niveles de GSH. 
Este resultado no fue inesperado debido a que estos agentes se han caracterizado como 
inductores de estrés oxidativo en otros modelos celulares [41, 196, 198, 218, 357, 358, 389]. 
No obstante, hay que resaltar que en estudios previos realizados en células AML con etomoxir 
a las concentraciones utilizadas en este trabajo no se detectó producción de ROS [232]. Al 
contrario que la lonidamina, el etomoxir y el 3-BrP, la 2-DG no incrementó, sino que 
disminuyó los niveles basales de ROS, y en combinación con etomoxir previno el incremento 
producido por este último. La supresión de ROS por 2-DG en células leucémicas contrasta 
con el estrés oxidativo producido por este agente en células endoteliales y de neuroblastoma 
[390, 391], pero coincide con resultados obtenidos en células neuronales, donde también 
disminuye la producción de ROS [392].  
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La producción de estrés oxidativo por la lonidamina, el 3-BrP y el etomoxir podría derivar de 
la acción inhibitoria de la CTE, caracterizada con anterioridad por otros autores en otros 
modelos celulares [196, 218, 358], y confirmado en nuestro caso por el tratamiento con 3-BrP 
y etomoxir. Sin embargo, la producción de ROS por estos agentes podría también derivar de 
su actuación sobre dianas diferentes a la CTE. Por ejemplo, en el caso de la lonidamina por su 
acción sobre la expresión o actividad de algunas isoformas de ANT [383]. Por su parte, el 
etomoxir lo podría producir por la inhibición de la β-oxidación peroxisomal y la acumulación 
de mediadores pro-inflamatorios que inducen la producción de ROS [393], o bien porque la 
inhibición de la CPT-1 podría dar lugar a la sobreacumulación de palmitoil-CoA, que 
aumenta la síntesis del esfingolípido ceramida con la consecuente activación de NAD(P)H 
oxidasas, a través de su fosforilación por la ceramida quinasa [359, 394, 395]. En cualquier 
caso, la generación de ROS en nuestros estudios no sería suficiente para explicar la toxicidad 
producida por la lonidamina, el 3-BrP o el etomoxir por si solos, ya que otros agentes como 
los polifenoles curcumina y genisteína o el BSO pueden favorecer la producción y 
acumulación de ROS a niveles igual o superiores a los observados con los inhibidores 
metabólicos, sin producir muerte celular [22, 280]. Sin embargo, la generación de ROS sí 
podría explicar la potenciación de la muerte celular en las combinaciones de lonidamina, 
etomoxir y 3-BrP con ATO, ya que este último compuesto es más efectivo bajo condiciones 
de estrés oxidativo moderado [330, 331, 396]. En el caso de la lonidamina con ATO, se 
confirmó la importancia funcional de los ROS por protección frente a la muerte celular que 
ejercía el agente antioxidante PEG-catalasa, hecho que no se pudo demostrar con etomoxir 
debido al incremento de la toxicidad al combinar este agente con los antioxidantes NAC y 
PEG-catalasa. Además, la producción de ROS por lonidamina y etomoxir también podría 
explicar su mayor eficacia apoptótica en combinación con ATO que con etopósido y CDDP, 
ya que estos agentes son menos sensibles a ambientes oxidantes [280].  
Otro marcador de estrés oxidativo viene dado por el nivel de GSH intracelular. Este factor 
sólo fue significativamente afectado en el caso del 3-BrP, que produjo una reducción dosis 
dependiente, alcanzando el 90% de inhibición a la dosis de 60 µM. Esta disminución puede 
deberse a la salida del GSH de la célula, mediada por transportadores específicos, tal y como 
se ha descrito que ocurre durante las etapas tempranas de la apoptosis [397], pero también 
puede ocurrir por la alteración de la vía de las pentosas fosfato [398], lo que provocaría una 
reducción de los niveles de NADPH, que limitaría la regeneración de GSH [399]. Además, 
también se debe considerar que el 3-BrP es un agente alquilante y podría estar reaccionando 
directamente con los grupos tiólicos de agentes como el GSH [400]. 
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La disminución parcial de GSH a las dosis intermedias de 3-BrP (20-30 µM) no es en sí 
misma tóxica, ya que el agente inhibidor de la síntesis de GSH, el BSO produce por sí solo 
una bajada similar en los niveles de GSH a la provocada por el 3-BrP y no induce la muerte 
celular. Sin embargo, la disminución parcial de los niveles de GSH sí favorece la toxicidad 
del 3-BrP, dado que la pre-incubación de las células con el análogo permeable de GSH, GSH-
OEt reduce la letalidad del 3-BrP y, al contrario, la pre-incubación con BSO la incrementa. 
Esta dependencia de la letalidad del 3-BrP con respecto al GSH se podría explicar porque la 
disminución de la carga de GSH intracelular dejaría desprotegidos los grupos tiólicos de las 
proteínas diana, quedando de esta manera expuestos al ataque nucleofílico por el 3-BrP, con 
la consiguiente pérdida de la funcionalidad. 
Señalización celular mediada por proteínas quinasas 
La alteración en las actividades de las proteínas quinasas tiene potencialmente gran 
importancia para entender la acción citotóxica de agentes antitumorales. Por esta razón, los 
efectos del ATO en la señalización celular se han estudiado con anterioridad, aunque los 
resultados varían en función de los modelos celulares utilizados [401]. A modo de ejemplo, el 
ATO muestra ocasionalmente una tendencia activadora de la vía JNK [402, 403] y de AMPK 
[404], e inhibitoria de ERK [403] y de PI3K/Akt, esta última debida posiblemente a un 
aumento de la activación de la proteína fosfatasa PTEN [402, 405] o a un incremento de la 
liberación de IGFBP, proteína que se une al IGF-1 en el medio extracelular inhibiendo su 
acción [404, 406]. Sin embargo, los efectos de los inhibidores del metabolismo energético 
sobre la activación de proteínas quinasas han sido generalmente poco estudiados, y los 
resultados obtenidos son a menudo contradictorios. 
PI3K/Akt y MEK/ERK 
En los experimentos aquí realizados se ha observado la activación de las vías PI3K/Akt y 
MEK/ERK por los inhibidores glucolíticos en las células HL60, lo cual ocurre de manera 
temprana (a partir de 1 hora) en el caso de la 2-DG y del 3-BrP, y tardía (a partir de las 16 
horas) en el caso de la lonidamina. En todos los casos, el ATO previene dicha activación, 
hecho que podría explicar, en parte, el incremento de toxicidad observado en los tratamientos 
combinados, ya que estas quinasas tienen una función principal defensiva. Esta conclusión 
coincide con estudios previos en los cuales la inhibición de estas proteínas quinasas 
incrementa la letalidad de agentes antitumorales, como por ejemplo en el tratamiento 
combinado de curcumina con inhibidores específicos de ERK (U0126 o PD98059) en células 
U937 [280, 283]. Sin embargo, nuestros resultados contrastaron con estudios anteriores, 
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donde se observó la inhibición de dichas quinasas por 2-DG y 3-BrP en modelos tumorales de 
sarcoma, mama, útero y glioma [346-348, 353, 387], pero coinciden con aquellos donde se 
demuestra la activación de Akt y ERK en células tumorales de pulmón y ALL, tratadas con 2-
DG [345, 407]. Más aun, hemos demostrado que la activación temprana de Akt y ERK por 2-
DG (y quizás también por 3-BrP), está mediada por la activación de IGF-1R.  Esta conclusión 
se obtuvo por la observación de la capacidad de la 2-DG para activar IGF-1R y de IGF-1R 
para activar Akt y ERK, ambas capacidades prevenidas por el cotratamiento con ATO, y 
también por la atenuación de la activación de Akt y ERK, inducida por 2-DG, por el inhibidor 
de IGF-1R PQ-401, con el consiguiente incremento de la apoptosis. 
La relación observada entre el IGF-1R y las vías PI3K/Akt y MEK/ERK concuerda con 
estudios previos empleando 2-DG en otros tipos celulares [341, 345], aunque contrasta con 
otras investigaciones en las que no se observó estimulación por la 2-DG del IGF-1R ni de las 
quinasas Akt y ERK [346, 347, 353]. 
A pesar de que no se ha estudiado en profundidad el mecanismo implicado en la activación 
del IGF-1R por la 2-DG, en nuestro estudio la retirada de suero del medio de cultivo afectó a 
la activación de Akt producida por 2-DG, y no se observaron aumentos de los niveles de IGF-
1 libre en el medio extracelular en dichas condiciones (resultado no mostrado). Esto sugiere 
que la acción de la 2-DG deriva de la capacidad de promover la liberación del IGF-1 
preexistente, lo que es coherente con otros estudios que plantean que el IGF-1 circulante se 
encuentra mayoritariamente unido a las proteínas IGFBP, y la 2-DG provocaría la liberación 
del IGF-1, más que favorecer la síntesis de novo de esta citoquina [345]. Sin embargo, otros 
autores no han podido demostrar experimentalmente dicha conclusión [353]. 
A diferencia de la 2-DG y del 3-BrP, la lonidamina produce una activación tardía de las 
quinasas Akt y ERK. Por ello, no es seguro que la activación de Akt y ERK no se pueda, en 
este caso, explicar por la activación del IGF-1R, aunque este hecho no ha sido investigado. 
La activación de las vías de señalización defensivas PI3K/Akt y MEK/ERK por inhibidores 
glucolíticos podría servir para mantener el fenotipo glucolítico, como mecanismo de defensa 
frente a la muerte celular, dado que las quinasas de Akt y ERK participan en la activación y 
mantenimiento de la glucólisis [64]. En todo caso, parece claro que su activación es un factor 
determinante de la escasa efectividad apoptótica que presentan la 2-DG y la lonidamina por sí 
solas. En efecto, la inhibición farmacológica de dichas quinasas incrementa la apoptosis 
producida por la 2-DG, el 3-BrP y la lonidamina (aunque esta última con menor eficacia). Por 
lo tanto, estas vías de señalización pueden resultar útiles como dianas de actuación 
farmacológica para aumentar la eficacia clínica de los inhibidores glucolíticos [129, 408-410]. 
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Además, el hecho de que el ATO inhiba estas vías de señalización con el consigue incremento 
de la toxicidad de la 2-DG, el 3-BrP y la lonidamina, refuerza el interés del uso del ATO 
como agente antitumoral. 
LKB-1/AMPK 
El comportamiento de la vía LKB-1/AMPK difiere según el antimetabolito utilizado, ya que 
la lonidamina y el etomoxir la activan mientras que la 2-DG y el 3-BrP la inhiben. Estos 
resultados no coinciden con los datos publicados en la literatura, en los cuales no se observa 
ningún efecto con etomoxir, mientras que la 2-DG activa AMPK en diferentes líneas 
cancerígenas, incluidas las células derivadas de ALL [236, 339, 341, 347, 362]. La 
desactivación de AMPK por 2-DG se corroboró en otras líneas celulares con diferentes 
resultados, dependiendo de las características metabólicas de cada línea celular [235]. 
La activación de LKB-1/AMPK por la lonidamina y el etomoxir podría atribuirse a una sobre-
producción de ROS [22, 411], ya que esta vía de señalización funciona como un sensor de 
estrés oxidativo [22, 411, 412]. En el caso del etomoxir puede deberse además a un aumento 
en los niveles de AMP, o ser una respuesta a la inhibición de CPT-1, dado que la activación 
de AMPK inhibe la enzima ACC (implicada en la síntesis de ácidos grasos) evitando con ello 
la sobreproducción o acumulación de malonil-CoA, que a su vez tiene un efecto inhibidor de 
CPT-1 [388, 413]. En cualquier caso, la activación de dicha quinasa tiene un papel 
proapoptótico, pues la inhibición de AMPK por el CC disminuye la toxicidad que ejercen las 
combinaciones lonidamina más ATO y etomoxir más ATO. Por el contrario, la inhibición de 
AMPK provocada por la 2-DG y el 3-BrP no fue un resultado esperado, habida cuenta de 
observaciones anteriores donde la activación de AMPK por 2-DG, sea en respuesta a la bajada 
en los niveles de ATP, o por inducción de UPR [339, 341], y en el caso del 3-BrP en 
respuesta también al estrés oxidativo producido [324, 340].  
La inhibición aquí observada de la vía de AMPK podría tener una explicación, relacionada 
con la relación negativa que guardan las vías PI3K/Akt y LKB-1/AMPK. Así, en el presente 
trabajo se demostró que el IGF-1 activaba Akt y ERK a la vez que se producía la 
desactivación de AMPK, indicando que la inhibición de la actividad de esta quinasa podría ser 
una consecuencia de la activación de Akt y ERK. 
No obstante, es de notar que la modulación de LKB-1/AMPK no es uniforme en el tiempo, 
sino que parece presentar modificaciones. En efecto, el 3-BrP provocó una activación 
temprana (30 min), seguida de una inactivación a niveles por debajo del control. La activación 
temprana de AMPK ocurre previamente a la activación de Akt (coincidiendo con la caída de 
los niveles de ATP), mientras que la posterior inhibición de AMPK (así como la fosforilación 
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de las quinasas LKB-1 y ACC) ocurre al tiempo al que se inicia la activación de Akt y ERK. 
Aunque no se realizó el estudio de la cinética de activación a tiempos cortos con la 2-DG, la 
bajada de la actividad de AMPK también coincide con la activación de Akt y ERK, respuesta 
también observada en el tratamiento con IGF-1. Además, se demostró que al suprimir la 
activación de las vías de señalización PI3K/Akt o de MEK/ERK, mediante el empleo de 
inhibidores farmacológicos, se suprimía la inactivación de AMPK, tanto en el tratamiento con 
2-DG como con 3-BrP. 
Estos resultados coinciden con estudios anteriores en los cuales se demostró la interacción 
negativa entre las vías PI3K/Akt/mTOR y LKB-1/AMPK [343, 347, 349, 350]. Así, en 
células de ALL se ha descrito que la 2-DG activa las quinasas Akt y AMPK, y que la 
inhibición farmacológica de Akt incrementa la activación de AMPK, aumentando con ello la 
muerte celular [407]. Sin embargo, existen otros estudios que indican que la respuesta de Akt 
en el tratamiento con 2-DG es independiente de la respuesta de AMPK, y ambas son 
independientes de la inhibición glucolítica [341].  
Por último, no se deben excluir otros posibles mecanismos explicativos de la inhibición de 
AMPK, como sería el caso de la posible acción de la fosfatasa PP2A, que regula 
estrechamente la fosforilación de esta quinasa ([414] y resultados no mostrados). 
Sea cual sea el mecanismo, la inhibición de AMPK por 2-DG y 3-BrP tiene un papel 
proapoptótico, dado que su inhibición farmacológica o por silenciamiento génico incrementa 
la letalidad del ATO. En otras palabras, la inhibición de AMPK aquí favorece la toxicidad (su 
activación tendría efectos protectores), al contrario que en el caso de la lonidamina y del 
etomoxir, donde la activación de AMPK favorece la muerte celular. 
p38MAPK y otras quinasas 
Entre otras quinasas que podrían ayudar a explicar la potenciación de la muerte celular se 
encuentra la vía p38MAPK, que se activó únicamente en presencia de 3-BrP. Dicha 
activación se revierte en presencia de GSH-OEt, lo que indica que está asociada a la bajada de 
los niveles de GSH inducida por el 3-BrP. Dado que la vía de señalización de la p38MAPK es 
sensible al estrés oxidativo [344], su activación concuerda con la capacidad del 3-BrP para 
inducir la formación de ROS o disminuir el contenido de GSH intracelular. La activación de 
esta quinasa favorece la muerte celular, a juzgar por la capacidad de los inhibidores de la 
p38MAPK para atenuar la apoptosis y necrosis producida por el 3-BrP. No obstante, la 
lonidamina y el etomoxir, a pesar de producir estrés oxidativo, no parecen activar la 
p38MAPK, lo que plantea dudas acerca de la activación ocasional de esta quinasa por 
inhibidores metabólicos.  
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Por otro lado, también se estudió la activación de otra vía sensible al estrés oxidativo 
SAPK/JNK (resultados no mostrados), que se activó en el tratamiento combinado lonidamina 
y ATO a 16 horas y de manera temprana (4 horas) en el tratamiento con 2-DG. La 
estimulación de la vía SAPK/JNK por estos inhibidores tuvo efectos contrarios, ya que el 
cotratamiento de las células con un inhibidor farmacológico de JNK revirtió la muerte 
inducida por la lonidamina y ATO, mientras que incrementó la producida por 2-DG, sola y en 
combinación con ATO. Este hecho se puede explicar ya que la activación temprana de la vía 
SAPK/JNK suele relacionarse con una función protectora, mientras que la activación tardía 
con un efecto proapoptótico [415, 416]. 
Combinación de inhibidores metabólicos 
Por último se planteó la estrategia de incrementar la sensibilidad celular mediante la doble 
inhibición de la glucólisis y la β-oxidación de los ácidos grasos, ya que dichas vías pueden 
funcionar de manera compensatoria para la obtención de energía en forma de ATP. Ello 
podría tener relevancia práctica, dado que la eficacia clínica de los inhibidores glucolíticos y 
de la oxidación de los ácidos grasos está limitada por su biodisponibilidad y/o por los efectos 
adversos que presentan a concentraciones elevadas [197, 417, 418]. En el presente trabajo el 
tratamiento con etomoxir en combinación con los inhibidores glucolíticos lonidamina y 2-DG 
mostró alta eficacia de cooperación en la línea celular HL60, lo cual concuerda con resultados 
de otros autores en los que se emplearon células de carcinoma de colon [419]. Además, se 
observó que la eficacia apoptótica de la combinación de etomoxir con 2-DG se incrementaba 
aún más cuando las células se cotrataron con ATO. No obstante, la eficacia de los 
tratamientos combinados parece estar condicionada por las propiedades metabólicas de cada 
modelo leucémico ya que, en efecto, la cooperación entre el etomoxir y la 2-DG fue 
inexistente en la línea celular altamente glucolítica NB4 [235], que presenta alta sensibilidad a 
la 2-DG. Más aún, en PBLs esta combinación tuvo un efecto ligeramente superior al aditivo, 
situación que plantea dudas acerca del potencial uso terapéutico de dicha combinación, dado 
que podría producir citotoxicidad colateral sobre células sanas. 
Los mecanismos responsables de la potenciación de la apoptosis que se produce por 
tratamiento con etomoxir más 2-DG no están claros. Así, no sólo no se ha observado un 
aumento del estrés oxidativo, sino que la 2-DG hace descender los niveles basales de ROS y 
anula el incremento producido por el etomoxir. Además, en lo relativo a la actividad de 
proteínas quinasas, el tratamiento combinado de etomoxir y 2-DG no alteró la activación de 
las quinasas defensivas Akt y ERK inducida por la 2-DG. Considerando parámetros 
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energéticos, la combinación de etomoxir y 2-DG causó una bajada de aproximadamente el 
50% en el contenido de ATP total medido por bioluminiscencia, pero esta bajada no es mayor 
a la que provoca la 2-DG por sí sola. Por otro lado, al medir los niveles relativos de 
nucleótidos de adenina se observó que la 2-DG provoca una ligera disminución en los niveles 
relativos de ATP, con un aumento concomitante en los de ADP y AMP, un considerable 
incremento del cociente AMP/ATP, y disminución en la carga energética, modificaciones 
todas ellas que se potenciaron ligeramente tras el cotratamiento con etomoxir. Sin embargo, 
no se disponen de pruebas experimentales ni de información bibliográfica sobre la relevancia 
de estas modificaciones como causa del incremento de la letalidad.  
Además, también se podría considerar que el efecto cooperativo del etomoxir y la 2-DG 
podría residir en la capacidad que posee el etomoxir para incrementar la glucólisis y la 
captación de glucosa [360, 384]. Sobre esta base, se plantearía que el etomoxir pudiera estar 
favoreciendo la entrada de 2-DG (y glucosa) por aumento de la expresión de los 
transportadores GLUT, incrementando el efecto antiglucolítico así como otros efectos 
independientes a dicha inhibición de la 2-DG. De nuevo, esta posibilidad permanece 
pendiente de examen experimental. 
En la combinación triple, aunque el tratamiento de etomoxir, 2-DG y ATO no alteró 
significativamente el efecto de la combinación doble de etomoxir más 2-DG sobre el estrés 
oxidativo o sobre los parámetros energéticos, el ATO sí que fue capaz de atenuar (o anular) la 
activación de las quinasa Akt y ERK provocada por la 2-DG y el etomoxir. Considerando el 
marcado carácter defensivo de estas quinasas, ello podría explicar el incremento adicional de 
toxicidad aportado por la inclusión de ATO en relación al tratamiento dual (etomoxir más 2-
DG). 
Un resumen los resultados obtenidos de muestran en el siguiente diagrama. Los inhibidores 
metabólicos lonidamina 2-DG, 3-BrP y etomoxir utilizados a concentraciones subletales 
cooperan con diferente eficacia con el agente antileucémico ATO para producir apoptosis. 
Esta cooperación puede explicarse por la capacidad  del ATO  para prevenir la activación por 
los inhibidores glucolíticos de las vías quinasas defensivas PI3K/Akt y MEK/ERK, y por la 
capacidad de lonidamina, 3-BrP y etomoxir para provocar la generación de estrés oxidativo 
moderado que incrementa la toxicidad del ATO. El 3-BrP, utilizado a elevadas 
concentraciones, produce una profunda inhibición del metabolismo energético que impide la 
ejecución de la apoptosis,  llevando a las células hacia la muerte por necrosis. 
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 Las flechas hacen referencia al  (↑) incremento, (↓) descenso o (=) no efecto sobre los procesos metabólicos o y las 
actividades de las vías de señalización, o sobre los niveles de los ATP o ROS. 
Consideraciones finales 
Pese a que los estudios presentados en este trabajo son aproximaciones in vitro, los resultados 
obtenidos amplían el conocimiento de los mecanismos de acción de los inhibidores glucolíticos y 
del metabolismo de ácidos grasos en células mieloides, abriendo nuevas posibilidades de uso de los 
inhibidores del metabolismo energético como herramienta terapéutica. En particular, la potencial 
aplicación de tratamientos combinados usando inhibidores glucolíticos podría ser extensible a otros 
agentes terapéuticos de interés, tales como ciertos polifenoles dietéticos, que actualmente se 
encuentran bajo estudio.  
Sin embargo, los resultados obtenidos hasta ahora deben considerarse con cautela, ya que las células 
se han manipulado en condiciones de normoxia y en ausencia del microambiente tumoral que puede 
determinar, en gran medida, el comportamiento de las células tumorales frente a un tratamiento 
antitumoral [12, 232, 361]. 
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CONCLUSIONES 
Los presentes resultados indican que: 
1. Existe una fuerte cooperación entre el agente antileucémico trióxido de arsénico y los 
inhibidores energéticos lonidamina, 2-desoxiglucosa y etomoxir, y en menor medida el 3-
bromopiruvato para producir apoptosis, cuando estos agentes se usan a concentraciones 
subletales en modelos de células leucémicas mieloides. Sin embargo, la cooperación es baja 
o inexistente en células no tumorales (linfocitos de sangre periférica proliferantes). Este 
hecho sugiere que dichas combinaciones podrían ser clínicamente útiles para superar la 
escasa efectividad de estos agentes en monoterapia.  
2. La 2-desoxiglucosa y el etomoxir producen alteraciones en la respiración mitocondrial y 
actividad glucolítica y, en el caso de la 2-desoxiglucosa, además una bajada moderada en el 
contenido de ATP, que no explican adecuadamente su acción quimiosensibilizadora en los 
tratamientos combinados.  
3. La lonidamina y el etomoxir producen estrés oxidativo moderado (generación de especies 
reactivas de oxígeno y/o bajada de los niveles de glutatión), que explica en parte la acción 
quimiosensibilizadora en combinación con trióxido de arsénico, al ser éste un agente 
sensible a estrés oxidativo. 
4. A diferencia de los demás inhibidores energéticos, el 3-bromopiruvato por sí mismo es 
bastante tóxico, produciendo apoptosis y/o necrosis de modo dosis-dependiente. La muerte 
celular por necrosis podría explicarse por su fuerte efecto sobre los parámetros energéticos y 
la profunda depresión del contenido de ATP y glutatión intracelular. 
5. La lonidamina, la 2-desoxiglucosa y el 3-bromopiruvato activan las vías de señalización 
defensivas (antiapoptóticas) PI3K/Akt/mTOR y MEK/ERK, que al menos, en el caso de la 
2-desoxiglucosa, ha demostrado estar mediada por la activación del IGF-1R. El 
cotratamiento con trióxido de arsénico anula o atenúa la activación de estas vías. Ello 
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explica, al menos en parte, la mayor eficacia de los tratamientos combinados y sugiere 
posibles dianas de intervención farmacológica para superar la poca efectividad que 
presentan los agentes antiglucolíticos por sí solos. 
6. Contrariamente a lo esperado, la 2-deosoxiglucosa y el 3-bromopiruvato inactivan la vía 
LKB-1/AMPK, probablemente debida a la activación de Akt. Mientras que la lonidamina y 
el etomoxir activan esta vía, la cual parece tener una función antiapoptótica en el primero de 
los casos y proapoptótica en el segundo. 
7. El etomoxir y los inhibidores glucolíticos 2-desoxiglucosa y lonidamina pueden cooperar 
para producir apoptosis, y el tratamiento doble coopera a su vez con el trióxido de arsénico. 
Sin embargo, los mecanismos responsables de la cooperación entre el etomoxir y la 2-DG 
son poco conocidos. Más aun, la potencial utilidad de esta combinación se ve limitada por 
su dependencia del tipo de célula leucémica usada y la posible toxicidad colateral sobre las 
células sanas. 
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